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PREAMBULE 
 
Une tumeur est une structure hautement organisée en 3D, intégrant des relations entre les 
cellules  et  avec  son  environnement.  De  nombreux  travaux  montrent  aujourd'hui 
l'importance de l'impact des interactions entre les cellules et leur microenvironnement dans 
la  croissance  tumorale  et  la  réponse  au  traitement.  Il  a  été  en  particulier montré  que  la 
croissance  tumorale  s'accompagne  de  l'accumulation  d'un  stress mécanique  qui  impacte 
différents  paramètres  de  la  biologie  des  cellules  tumorales.  Une  des  caractéristiques 
majeure  du  développement  tumoral  est  la  perte  du  contrôle  de  la  progression  du  cycle 
cellulaire participant à la dérégulation de la prolifération. De nombreuses études, effectuée 
sur des modèles de  culture en monocouche, montrent que  le déroulement de  la division 
cellulaire,  étape  clé  du  cycle  cellulaire,  est  régulée  par  les  propriétés  mécaniques  de 
l'environnement cellulaire. 
Dans  ce  contexte  général, mon  travail  de  thèse  porte  plus  précisément  sur  l’impact  des 
contraintes mécaniques  sur  la  division  cellulaire  et  l’organisation multicellulaire,  dans  un 
modèle de microtumeurs in vitro : le sphéroïde.  
 
La  partie  introductive  a  pour  but  de  décrire  le  rôle  des  propriétés  mécaniques  du 
microenvironnement dans  le développement tumoral et plus précisément dans  le contrôle 
de  la  prolifération  et  dans  le  déroulement  de  la  division  cellulaire.  Les  connaissances 
actuelles concernant  les acteurs de  la mécanotransduction, ainsi que  le déroulement de  la 
division seront décrites. Le modèle du sphéroïde sera présenté en fin d’introduction. 
Dans  les  six  parties  suivantes,  j’aborderai  les  résultats  obtenus  avec  deux  modèles  de 
sphéroïdes mécaniquement contraints, qui traitent de la mise en place du fuseau mitotique, 
de son orientation et de  l’achèvement de  la division. La première partie des résultats a fait 
l’objet  d’une  publication  dans  la  revue  PloS  One.  L’implication  du  cytosquelette 
d’actomyosine est également présenté dans ces différentes parties. Une discussion détaillée 
est proposée dans un encart à la fin de chaque partie des résultats. 
Le dernier chapitre de ce manuscrit est consacré à une synthèse et une discussion générale 
de l'ensemble des résultats obtenus et leur potentielle retombée en thérapie anti‐tumorale. 
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INTRODUCTION 
Entretenir des signaux 
Microenvironnement 
inflammatoire
Détourner les 
suppresseurs de 
croissance
Résister à la mort 
cellulaire
pro‐prolifératifs
Activer l’invasion et le 
développement de 
métastases
Induire l’angiogénèse
Figure 1 : Les six caractéristiques essentielles associées au développement de tumeurs
Illustration des six caractéristiques clés liées à la croissance tumorale et à la dissémination
métastasique Le maintien d’une prolifération active provient des capacités à détourner et
Permettre l’immortalité 
réplicative
.
amplifier les signaux extracellulaires induisant la prolifération, associées à des
dérégulations des voies de signalisation inhibant la croissance. Les cellules tumorales
développent également des stratégies de contournement de la mort cellulaire. Ces trois
capacités doivent être soutenues par la capacité de pouvoir répliquer l’ADN à l’infini afin
que les cellules puissent être immortelles et puissent se diviser activement sans entrer en
sénescence. L’induction de l’angiogénèse est nécessaire à la création de nouveaux
vaisseaux dans la tumeur qui va permettre l’apport de nutriments et d’oxygène et
l’évacuation des déchets. Finalement, l’augmentation du grade du cancer et de sa virulence
est associé à l’acquisition d’un potentiel invasif et métastatique par les cellules tumorales.
Une septième caractéristique a été ajoutée, soulignant l’importance du
microenvironnement inflammatoire dans le développement tumoral.
Figure extraite de Hanahan et al. (2011) et adaptée d’après Mantovani (2009).
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Une des caractéristiques majeures des cellules tumorales est  leur capacité à entretenir une 
prolifération  incontrôlée permise par  la dérégulation des mécanismes de contrôle du cycle 
cellulaire  [1]  (Figure1).  En  tant que  telle,  cette  caractéristique  est un des  fondements du 
développement  tumoral, mais pour bien en  comprendre  les enjeux,  il est nécessaire d’en 
étudier  les  paramètres  en  intégrant  la  contribution  du  microenvironnement  à  la 
dérégulation du contrôle de la prolifération. 
En  effet,  depuis  quelques  années,  il  a  été  montré  et  il  est  maintenant  admis  que  le 
microenvironnement tumoral joue un rôle capital au cours du développement tumoral, que 
ce  soit  par  le  biais  des  communications  intercellulaires,  ou  par  celui  des  paramètres 
biochimiques de la matrice extracellulaire, tels que les facteurs de croissance, les cytokines, 
l’hypoxie  ou  la  composition  protéique  du  stroma.  Parallèlement,  de  nombreuses  études 
mettent actuellement en évidence  l’influence considérable des paramètres mécaniques du 
microenvironnement  sur  la  progression  tumorale.  La  détection  clinique  de  tumeurs  en 
cherchant les changements de rigidité des tissus par simple palpation, reste l’exemple le plus 
évident de la modification des paramètres mécaniques du microenvironnement tumoral. Les 
cellules sont capables de percevoir les propriétés mécaniques de leur environnement, et de 
s’y adapter par un processus de mécanoréciprocité. Ce processus est  cependant dérégulé 
lors  du  développement  d’une  tumeur,  contribuant  à  la  progression  de  la maladie. A  cela 
s’ajoute  l’effet délétère de  la modification du microenvironnement  tumoral  sur  l’efficacité 
des traitements. Il apparaît alors indispensable de bien considérer les changements de forces 
que  subissent  les  cellules  tumorales  afin  de  mieux  comprendre  la  nature  complexe  du 
développement tumoral. La compréhension des mécanismes impliqués pourrait contribuer à 
une meilleure classification des tumeurs, à l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques 
et au développement de nouvelles stratégies anti‐tumorales. 
 
1) Les limites thérapeutiques actuelles des traitements anticancéreux 
Malgré  de  nombreux  efforts  de  recherche  à  l’échelle mondiale  et  depuis  de  nombreuses 
décennies,  le taux de mortalité dû aux cancers reste élevé pour certains types de tumeurs. 
Le rapport de l’incidence et de la mortalité par les cancers en France entre 1980 et 2012 [2] 
montre que,  tous cancers confondus,  le nombre de nouveaux cas a augmenté de 109% et 
lenombre de décès de seulement 15%. Ces améliorations résultent pour certains cas d’une 
 
Figure 2 :  Evolution des nouveaux traitements entre 1993 et 2003 aux 
Etats-Unis 
Graphe représentant le nombre de soumissions à la Food and Drug 
Administration (FDA) de nouvelles entités moléculaires (traitement avec 
une nouvelle structure chimique) et de nouvelles licences d’application 
biologique (nouvelle indication de traitement pour une molécule déjà 
existante), entre les années 1993 et 2003. 
Figure extraite du rapport de la FDA aux Etats-Unis, Challenges and 
Opportunity on the Critical Path to New Medical Products, 2004 
Nouvelles Entités Moléculaires 
Nouvelles Licences d’Application Biologique 
So
um
iss
io
ns
  à
 la
 F
DA
 
Années 
26 
27 
 
meilleure détection des cancers,  donc d’une augmentation des cas diagnostiqués, alors que 
le  risque  de  cancer  n’augmente  pas  forcément.  De  réelles  avancées  sont  faites  sur  le 
dépistage,  mais  le  développement  des  traitements  antitumoraux  évolue  peu.  En  2011, 
seules 7 nouvelles molécules ont été acceptées par  la FDA (Food and Drug Administration) 
(Figure2), mais une seule,  l’Abiratérone acétate, développée pour  le cancer de  la prostate, 
possède un réel potentiel de déploiement pour  la thérapie antitumorale [3]. Les molécules 
qui  parviennent  à  l’utilisation  en  clinique  sont  souvent  des médicaments  qui  ne  seront 
indiqués  que  pour  une  faible  population  de  patients  dont  la maladie  est  un  peu mieux 
comprise, ou pour des maladies dont il n’existe quasiment pas de traitement. Dans les deux 
cas,  les aides au développement et à  l’approbation rapide de  l’utilisation des molécules en 
thérapie  réduisent  la  nécessité  de  preuves  solides  de  l’efficacité  des  drogues  [4].  
L’autorisation de mise  sur  le marché de molécules qui n’ont pas été  testées par un essai 
clinique  randomisé  reste  d’actualité  [5].  La  course  aux  traitements  ne  ralentit  pas, mais 
produit  peu  de molécules    effectives    pour  traiter  le  cancer  [6]. Outre  les méthodes  de 
développement  des médicaments,  l’absence  de  progrès  notables  et  bénéfiques  pour  les 
patients  peut  s’expliquer  par  les  capacités  incroyables  d’échappements  des  cellules 
tumorales [7].  
 
a) La résistance aux traitements 
L’apparition d’une résistance rapide aux traitements par certains patients est une des causes 
de l’échec des thérapies. Une adaptation rapide des cellules tumorales pourrait expliquer ce 
phénomène  [8]. Les cellules en prolifération au sein d’une tumeur ne représentent qu’une 
faible proportion des cellules tumorales, la majeure partie de la population étant constituée 
de cellules quiescentes. La plupart des molécules thérapeutiques anticancéreuses ont pour 
cible  les  cellules  tumorales  en  forte  prolifération,  tandis  que  les  cellules  quiescentes, 
constituant  la plus grande partie de  la masse tumorale y sont  insensibles.   Les traitements 
chimiothérapeutiques éliminent un certain  type de cellules appartenant à  la  tumeur visée,  
mais une sous‐population de cellules dormantes [9], qui a su développer des résistances ou 
créer un refuge survit à  la  thérapie. Elles   constituent  la « maladie résiduelle »  [10, 11], et 
persistent    jusqu’à  ce  qu’elles  reçoivent  un  signal  qui  les  relancent  dans  la  course  à  la 
croissance tumorale, conduisant à  la récurrence de  la maladie (Figure 3). L’impossibilité de 
les atteindre  est une des causes majeures des échecs thérapeutiques. 
Tumeur Thérapie
Maladie 
résiduelle Survie
Cellule cancéreuse
C ll l t ti
Matrice extracellulaire
M b b le u e apop o que
Fibroblaste
Macrophage
Lymphocyte
Cellule en TEM
Vaisseaux
em rane  asa e
Adhésion cellule‐matrice
Adhésion cellule‐cellule
Récepteurs membranaires
Facteurs solubles
Protéases
Résistance aux traitements 
induite par le 
microenvironnement :
‐Adhésions cellulaire
‐Communication cellulaire
‐Altérations de la
Résistance acquise
Récurrence du cancer
Métastases
     
mécanotransduction
‐Transitions phénotypiques
‐Quiescence
Figure 3 : Etapes conduisant à la résistance aux traitements, à la maladie résiduelle et aux
récurrences des cancers
Les cellules cancéreuses sont en relation étroite avec le milieu environnant et les autres cellules du
hé é él d ll ltissu. Les t rapies anticanc reuses iminent un certain type e ce u es, mais une sous‐
population cellulaire survit et constitue la maladie résiduelle. Malgré leur phénotype oncogène,
ces cellules sont capables de s’organiser et de paraître « dormantes » afin de ne pas être atteintes
par le traitement. Cette nouvelles organisation des cellules permet aux cellules de développer des
mécanismes de résistances aux drogues, par exemple grâce aux adhésions cellulaires, à la
communication cellulaire renforcée, aux altérations de la mécanotransduction et de la
mécanoréciprocité, à des transitions phénotypiques vers une motilité ou une résistance à la mort
cellulaire augmentée, ou par un état de quiescence. Avec le temps, les cellules développent des
mécanismes permanent de résistance aux traitements (résistance acquise), ce qui peut être la
cause d’une récurrence de la maladie et de métastases.
TEM : transition épithélio‐mésenchymateuse
Figure extraite de Correia et al. (2012).
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Une  difficulté  de  distribution  des  traitements  dans  la  tumeur  augmente  la  résistance 
tumorale.  Leur  faible  vasculature  [12]  limitera  les quantités de  traitements délivrés,   une 
densité et rigidité élevées ralentiront la diffusion des molécules actives. [13]. 
Ainsi, il apparaît que l’organisation même de la tumeur participe à la résistance tumorale aux 
traitements, et à une partie au moins des échecs thérapeutiques.  Bien qu’il soit maintenant 
possible de décrire de manière approfondie les mutations des cellules tumorales et d’utiliser 
ces  informations à des  fins  thérapeutiques,  il est primordial de considérer  la  tumeur dans 
toute  sa complexité, c’est‐à‐dire une  structure hautement organisée   qui  se développe en 
interaction avec son environnement. 
 
b) Prise en compte du microenvironnement tumoral en thérapie antitumorale 
Des  travaux  pionniers,  longtemps  ignorés,  démontraient  l’importance  capitale  du 
microenvironnement tumoral au cours du développement d’une tumeur au même titre que 
l’accumulation des altérations génétiques des cellules cancéreuses [14]. Ce n’est que depuis 
quelques  années  que  la  tumeur  est  reconnue  comme  un « organe »  communiquant  avec 
d’autres entités cellulaires, enrobées dans un tissu que l’on appelle stroma, constituant ainsi 
le microenvironnement tumoral [15] (Figure 4). De manière similaire au développement et à 
la  fonction  d’organes,  dans  lesquels  une  communication  réciproque  entre  les  différents 
types  cellulaires  est  établie,  l’interaction  des  cellules  tumorales  avec  leur 
microenvironnement peut  largement déterminer  le phénotype de  la tumeur [16]. Bissell et 
Hines [17] vont même jusqu’à souligner que si le microenvironnement n’était pas un facteur 
dominant du contrôle du comportement cellulaire, chaque cellule vivrait  indépendamment 
les  unes  des  autres.  Pourtant,  la  complexité  des  interactions  cellules‐cellules  et  cellules‐
matrice et des voies de signalisation interdépendantes (Figure 5) [1] rend la compréhension 
de l’impact du microenvironnement sur le développement tumoral imparfaite et imprécise. 
La force de contrôle des comportements cellulaires que possède le microenvironnement fut 
mise en évidence par sa capacité à inhibier le phénotype cancéreux de cellules contenant un 
virus au potentiel oncogénique [18].  
 Au  sein  des  tissus,  un  équilibre  dynamique  existe  entre  les  cellules  et  leur 
microenvironnement  [7,  17]  et  dans  des  conditions  d'homéostasie  normale,  ce  dernier 
exerce une action suppressive pour  réprimer  la croissance  tumorale.  Inversement,  lorsque 
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Figure 4 : Représentation schématique des différents composants du microenvironnement 
tumoral 
Le microenvironnement tumoral est composé de différent types cellulaires tels que des fibroblastes 
activés, des cellules du système immunitaire, des cellules endothéliales composant les vaisseaux 
sanguins. Les cellules tumorales et les cellules environnantes sécrètent de nombreux facteurs pro-
inflammatoires, pro-angiogéniques et pro-invasifs, qui vont modifier la composition et l’organisation 
de la matrice extracellulaire (MEC) environnante. 
Figure extraite de Allen et Jones (2012). 
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cet  équilibre  est  perturbé  ou  rompu,  le  microenvironnement  peut  favoriser  le 
développement et  la progression  tumorale  [19].  L’activation du  stroma par des processus 
d’inflammation permanents en est l’exemple le plus convaincant [20, 21].  La composition et 
l’organisation  de  la matrice  extracellulaire  participent  à  la  résistance  aux  traitements,  en 
induisant  des  gradients  de  concentration  de  drogues  [22],  en  augmentant  la  pression 
interstitielle  [23]  et  en modifiant  l’activité métabolique  des  cellules  cancéreuses  [24].  La 
résistance aux traitements provient également de l’organisation multicellulaire en 3D, et des 
interactions  cellulaires  [7].  En  effet,  moduler  l’interaction  des  cellules  avec  la  matrice‐
extracellulaire  [25],  avec  les  autres  types  cellulaires ou  entre  elles  influence  largement  la 
sensitivité aux traitements [7].  
Le remodelage constant du microenvironnement par, et en réponse à la tumeur qui évolue, 
transforme  la  thérapie  anticancéreuse  en  une  véritable  poursuite  qui  nécessite  d’être 
ajustée  continuellement.  La  compréhension des modifications du microenvironnement  au 
cours du développement tumoral est à élucider pour les empêcher, et  maitriser la tumeur. 
Le microenvironnement  tumoral peut  influencer  la  réponse aux  thérapies,  son étude chez 
des patients permettrait une meilleure prédiction de l’efficacité des traitements [26]. 
 
Fort de ces connaissances,  il devient nécessaire d’intégrer  le microenvironnement  tumoral 
dans les études de réponses aux traitements anticancéreux. Des modèles de culture en trois 
dimensions,  qui  reproduisent  les  interactions  intercellulaires  et  les  interactions  avec  la 
matrice extracellulaire se développent. Les cellules cultivées sous forme de structures qui se 
rapprochent  de  leur  organe  d’origine  ont  des  comportements  différents  des  cellules 
cultivées en 2D [27, 28].  D’une part, des modèles d’études plus robustes et plus proches de 
la réalité sont à développer [29, 30] pour mieux évaluer l’efficacité des traitements, d’autre 
part, la communication entre les cellules tumorales et son microenvironnement, comme son 
impact sur les comportements cellulaires doivent être plus précisément élucidés. 
 
2) Les propriétés mécaniques du microenvironnement contribuent au 
développement tumoral 
Depuis de nombreuses années,  les chercheurs ont montré que  les  forces générées par, et 
agissant sur, les tissus influencent le développement tumoral [31, 32]. Chaque tissu possède 
 
Figure 5 : Schéma reflétant la complexité des voies de signalisation induites par le 
microenvironnement 
Réseau de signalisations intracellulaires interdépendantes activées par le microenvironnement et 
qui régulent les comportements des cellules cancéreuses. Des sous-circuits régulant certaines 
capacités cellulaires ont été identifiés et présentés dans des zones colorées différentes : la 
mobilité cellulaire en gris, la différentiation en rouge, la viabilité en bleu et la prolifération en 
vert.  Ce réseau, bien qu’il représente des interconnexions entre chaque champ d’action des voies 
de signalisation, est certainement encore plus complexe en réalité. 
Figure extraite de Hanahan et al. (2011). 
32 
33 
 
des  caractéristiques  mécaniques  spécifiques,  et  les  différents  types  cellulaires 
répondentspécifiquement aux propriétés mécaniques des tissus dans lesquels elles résident. 
Les modifications du microenvironnement  associées  au développement  tumoral  induisent 
des modifications de ses propriétés mécaniques qui changent le comportement des cellules 
[33]. De cette manière, les propriétés mécaniques du microenvironnement participent aussi 
au  développement  tumoral  et  à  la  résistance  aux  thérapies  [31,  34].  Cependant,  les 
connaissances concernant  l’impact des propriétés mécaniques du microenvironnement sur 
le développement tumoral restent limitées [35]. 
 
a) Les propriétés mécaniques du microenvironnement sont modifiées au cours de 
la croissance tumorale 
Les tumeurs sont caractérisées par une augmentation progressive de rigidité  [31]. Un tissu 
normal possède en général une  rigidité de moins de 50kPa, un  tissu  fibreux possède une 
rigidité deux à cinq fois supérieure, mais un tissu tumoral peut présenter une rigidité jusqu’à 
dix fois supérieure [7, 36] (Figure 6). Cette augmentation de rigidité est largement exploitée 
pour tenter de diagnostiquer les tumeurs. Des méthodes non invasives d’échographies et de 
sonographies permettent de détecter des variations d’élasticité et de densité des tissus,  le 
défi étant de  différencier les tumeurs bénignes des tumeurs malignes sur ce seul paramètre 
[37]. 
 
Au cours du processus de transformation,  il y a acquisition d’altérations génétiques par  les 
cellules, et  induction d’une prolifération  incontrôlée, dans une zone d’espace restreint. Ces 
paramètres  initiaux  induisent  l’apparition  de  forces  de  compressions  élevées, 
l’augmentation  de  rigidité  de  la  matrice  extracellulaire,  comme  celle  des  tensions  de 
résistance [38] (Figure 7).  
Tout d’abord, par  sa croissance même en masse compacte,  la  tumeur accumule un  stress 
solide.  Le  groupe  de  R.K.  Jain  [39]  a  décrit  ce  stress  comme  étant  circonférentiel  et 
compressif au centre des tumeurs, circonférentiel et de tension en périphérie. Leur méthode 
d’analyse  consiste  à mesurer  le  relâchement  du  tissu  après  rupture  des  contraintes  par 
excision de 80% du diamètre de la tumeur. Alors que les tissus normaux ne se déforment pas 
après  incision,  les  tumeurs  s’ouvrent  largement  en  périphérie,  et  enflent  en  leur  centre, 
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Figure 6 : Augmentation de la rigidité du tissu mammaire avec le développement tumoral
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La rigidité d’un tissu est exprimé en module de Young, ou module d’élasticité, dont l’unité est le
Pascal (Pa). Cette mesure correspond à la contrainte mécanique nécessaire à la déformation du
tissu. Chaque tissus a une rigidité correspondante à ses fonctions, et ainsi le tissu adipeux est bien
plus souple que le cartilage articulaire. La glande mammaire est normalement constituée d’une
matrice souple. Au fur et à mesure du développement d’une tumeur, le tissu mammaire devient
de plus en plus rigide, passant de 160 Pa à environ 4kPa. Quoiqu’il en soit, la rigidité d’un tissu
tumoral n’atteint jamais la rigidité du verre ou du plastique.
Figure extraite de Correia et al. (2012).
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reflétant  l’accumulation  de  forces  en  son  sein  (Figure  8).  L’augmentation  de  la  masse 
tumorale provoque également l’apparition de forces de compression d’amplitude croissante 
exercées  par  les  cellules  tumorales  sur  le  stroma  environnant,    qui  peuvent  se  propager 
relativement loin de la tumeur [40]. 
Les modifications des  relations mécaniques qui  accompagnent  la  croissance de  la  tumeur 
provoquent une perte progressive de  l’homéostasie de  tension qui existait  initialement au 
sein du tissu [32]. Les cellules tumorales présentent une mécanoréciprocité altérée, c’est‐à‐
dire qu’elles n’adaptent plus  leur  comportement et  leur  force à  leur environnement  [41]. 
Elles  augmentent  leur  rigidité  intrinsèque  (liée  à  des  anomalies  de  dynamique  du 
cytosquelette), ce qui  leur permet d’exercer sur  le tissu environnant habituellement souple 
des  forces  anormalement  élevées.  Finalement,  le  tissu  environnant  qui  possédait  peu  de 
forces de  résistance    acquiert de nouvelles propriétés mécaniques qui  lui permettront de 
s’opposer aux forces de compression en exerçant une force de résistance sur la tumeur, de 
valeur proportionnelle à  celle qu’il  subit  (Figure 7).  Les  cellules  tumorales  induisent elles‐
mêmes  cette  augmentation  de  rigidité  de  la  matrice  extracellulaire  en  modifiant  sa 
composition et son organisation, la dotant de nouvelles propriétés mécaniques [42, 43]. 
De  plus,  cette  augmentation  de  rigidité  est  caractéristique  de  la  réponse  desmoplasique 
associée au développement tumoral. La  libération et  l’activation de facteurs solubles ou de 
fragments  de  dégradation  par  les  cellules  tumorales  induit  l’activation  des  fibroblastes 
associés aux tumeurs, l’invasion de cellules immunes, une inflammation et une angiogénèse 
[44‐46].  Les  cellules du  stroma vont être  simulées et ainsi participer au  remodelage de  la 
matrice  extracellulaire.  Les  fibroblastes  activés  par  les  tumeurs  augmentent  le  dépôt  de 
protéines de la matrice extracellulaire tels que le collagène [47], l’élastine ou la fibronectine, 
et  leur  assemblage  est  activé  par  l’expression  élevée  de  protéines  d’assemblage  de  la 
matrice dont les plus connues sont celles de la famille des LOX [31].  
Toute  cette  réorganisation  tissulaire  autour  et  au  sein  de  la  tumeur  participe  à 
l’accumulation  de  forces,  qui  sont  assez  importantes  pour  entraîner  la  destruction  des 
vaisseaux lymphatiques [48] et l’augmentation des forces de compression interstitielles [49]. 
 
La modification des forces et de la composition du tissu altère le comportement des cellules 
qui  vont  activer  ou  inhiber  certaines  voies  de  signalisation,  poursuivre  le  remodelage  du 
 
Figure 7 : Schéma représentant l’accumulation de stress au sein du tissu tumoral et la perte 
de mécanoréciprocité des cellules tumorales au cours du développement tumoral 
(A) Le tissus mammaire normal au repos est statique et souple. 
(B-D) La transformation maligne provient de l’acquisition d’altérations génétiques et de 
l’induction de la prolifération dans la lumière des canaux mammaires. Cette prolifération 
s’accompagne de l’infiltration de cellules immunes. Les cellules épithéliales transformées 
exercent des forces de compression d’amplitude croissante sur la membrane basale, ce qui 
induit l’activation de fibroblastes qui se transforment en myofibroblastes. L’apparition de ces 
cellules dans le stroma induit une réponse desmoplasique qui conduit à l’altération de la 
composition et de l’organisation de la MEC, qui voit sa rigidité augmentée. Au fur et à mesure 
que la tumeur croit, elle continue d’exercer des forces sur la membrane basale et sur le 
stroma, qui en retour exercent une force de résistance réciproque. L’accumulation de ces 
forces, d’altérations de la mécanoréciprocité et d’altérations génétiques induit l’invasion des 
cellules tumorales dans le tissu interstitiel. 
MEC : matrice extracellulaire. 
Figure extraite de Paszek et al. (2004). 
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microenvironnement, modifier leurs propriétés viscoélastiques pour augmenter leur tension 
intracellulaire et ainsi amplifier cette boucle d’accumulation de forces au sein de  la tumeur 
en  croissance  [50].  Ce  contrôle,  par  les  cellules  tumorales,  de  l’état mécanique  de  leur 
microenvironnement  est  essentiel  au  développement  tumoral.  En  effet,  l’influence  de 
l’environnement mécanique intervient dans chacune des étapes du développement tumoral. 
 
b) Les  modifications  des  propriétés  mécaniques  du  microenvironnement  sont 
impliquées dans chacune des étapes du développement tumoral  
A  l’heure  actuelle  et  bien  que  l’importance  de  l’environnement mécanique  sur  le  destin 
cellulaire et  tissulaire  soit  reconnu, nous en  savons beaucoup moins  sur  la  régulation des 
destins  des  cellules  par  les  forces  physiques  que  par  les  signaux  biochimiques  [51].  Les 
travaux  réalisés  à  l’heure  actuelle montrent essentiellement un  impact de  la  composante 
mécanique du microenvironnement sur  les modifications phénotypiques des cellules, sur  la 
prolifération et la migration des cellules tumorales. 
 
i. Transitions phénotypiques 
Plusieurs  études  se  sont  d’abord  attachées  à  montrer  l’effet  dominant  du  contexte 
microenvironnemental sur  l’expression de phénotypes cancéreux de cellules  transformées. 
L’injection  d’un  virus  au  potentiel  oncogénique,  le  RSV  (Rous  Sarcoma  Virus)  dans  des 
membres  d’embryons  de  poulets  n’empêche  pas  le  déroulement  correct  des  premières 
phases  de  développement  des  embryons  [18].  Cependant  lorsque  ces  membres  sont 
soustraits  à  leur  microenvironnement  d’origine  et  remis  en  culture,  ils  développent  un 
phénotype  cancéreux.  Ces  travaux  suggèrent  que  le  contexte microenvironnemental  soit 
dominant sur la présence de mutations oncogéniques [52]. De la même façon, Kulesa et al. 
[53] montrent que  la transplantation de cellules de mélanomes dans un embryon de poule 
inverse  le phénotype des cellules cancéreuses qui se remettent à exprimer des marqueurs 
de mélanocytes et neuronaux. 
 
Il est également montré que  l’environnement mécanique  influence  la  transition épithélio‐
mésenchymateuse, qui est un  changement de phénotype des  cellules épithéliales  vers un 
phénotype mésenchymateux.  Ce  phénomène  est  très  important  dans  le  développement 
 
Figure 8 : Les tumeurs accumulent des forces au 
cours de leur croissance, qui peuvent être 
libérées par incision 
(A) Schéma représentatif des forces accumulées 
dans les tumeurs sous l’effet de la croissance. Au 
centre, les forces compressives sont radiales et 
circonférentielles. Le tissu est très compact. En 
périphérie, les forces compressives sont radiales 
et les forces de tensions sont circonférentielles. 
L’incision de 80% du diamètre des tumeurs libère 
le stress et la tumeur se déforme : les bords de 
l’incision s’écartent et l’intérieur de la tumeur 
enfle. Le tissu se relâche. 
(B) Photos de l’état initial d’une tumeur humaine 
(gauche) et de son état après incision (droite). 
L’écartement des bords de la tumeur est 
nettement visible après relâchement des 
tensions. 
Figure extraite de Stylianopoulos et al. (2012) 
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embryonnaire, mais joue également un rôle dans le processus métastatique.  Le changement 
de  phénotype  cellulaire  désorganiserait  le  tissu  et  pourrait  réunir  les  modifications 
tissulaires et cellulaires nécessaires à la migration et à l’invasion des cellules tumorales. 
Ainsi, Brown et al.  [54] montrent que  l’augmentation de  la  rigidité du  substrat  sur  lequel 
sont  cultivées  des  cellules  épithéliales  alvéolaires  induit  la  transition  épithélio‐
mésenchymateuse. Cependant, cette réponse cellulaire est dépendante des protéines de  la 
matrice  extracellulaire  qui  recouvrent  le  substrat.  Avec  un  modèle  de  microdispositifs 
adhérants  qui  régulent  la  géométrie  tissulaire  des  cellules  cultivées  en monocouches,  le 
groupe  de  C.M.  Nelson  [55]  montre  que  l’induction  de  la  transition  épithélio‐
mésenchymateuse n’est pas homogène sur  la surface multicellulaire. Seules  les cellules qui 
sont soumises à un stress mécanique de par  leur présence sur  les bords du microdispositif 
effectuent cette transition. 
 
L’influence  de  l’environnement mécanique  sur  le  phénotype  des  cellules  est  indéniable. 
Cette  influence  pourrait  participer  à  l’apparition  de  tumeurs  dans  des  tissus  dont  les 
propriétés  mécaniques  ont  été  modifiées,  par  exemple  suite  à  une  modification  du 
remodelage  induit  par  certaines  cellules  qui  ont  été  mutées,  ou  par  une  inflammation 
chronique [44]. Il est plus probable que la modification de l’environnement mécanique doive 
être associée à une mutation oncogénique pour induire la tumorigénèse, ce qui ne supprime 
pas l’attention particulière portée à l’environnement mécanique. 
 
ii. Effets sur la prolifération et la survie cellulaire 
De  nombreuses  études  s’accordent  à  montrer  que  l’environnement  mécanique  a  une 
influence majeure sur le contrôle de la prolifération des cellules, et par extrapolation, sur le 
développement tumoral. 
Les  groupes  de  R.K.  Assoian  et  P.A.  Janmey  [56]  démontrent  le  rôle  prédominant  de  la 
rigidité de  la matrice extracellulaire sur  l’induction de  la prolifération.  Ils peuvent contrôler 
la  rigidité  des  hydrogels  sur  lesquels  sont  cultivées  les  cellules  en  modifiant  leur 
concentration   en polyacrylamide. Cette méthode produit des hydrogels de 1,5 à 150 kPa. 
Les  cellules  cultivées  sur  matrice  souple  (<2kPa)  ne  prolifèrent  pas,  contrairement  aux 
cellules cultivées sur matrice rigide (24kPa). La perception de la matrice rigide par les cellules 
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Figure 9 : Description des microdispositifs adhésifs pour la culture de cellules en
monocouche
(A) Schéma représentatif de microdispositifs adhésifs. Les cellules se concentrent
uniquement sur les surfaces adhésives, ce qui permet de contrôler la forme des motifs
multicellulaires.
(B) Image en contraste de phase de cellules sur un ilot adhésif carré de 250µm de coté.
(C) Image en fluorescence des noyaux (DAPI). Les cellules se distribuent uniformément
sur le dispositif adhésif et forme une monocouche.
(D) Moyenne d’intensité de fluorescence d’un stack d’image en fluorescence des cellules
prolifératives (incorporation de BrdU) sur un îlot adhésif carré de 250µm de coté.
(E ) Image en contraste de phase de cellules sur un ilot adhésif en anneau.
(F) Moyenne d’intensité de fluorescence d’un stack d’image en fluorescence des cellules
prolifératives (incorporation de BrdU) sur un îlot adhésif en anneau.
La barre d’échelle colorimétrique indique le pourcentage de cellules en prolifération à la
localisation indiquée. Un indice de 0.20 sur un pixel donné indique 20% de cellules
lifé ti t d itpro ra ves en ce en ro .
Figure extraite de Nelson et al. (2005).
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induit  l’expression de  la Cycline D1 et  l’entrée en phase S. Sa surexpression   ne suffit pas à 
faire  entrer  les  cellules  cultivées  sur  matrice  souple  en  phase  S,  or,  elle  est  souvent 
surexprimée  dans  les  cancers  mammaires.  Ces  résultats  suggèrent  que  la  rigidité  du 
microenvironnement  tumoral participe à  la pleine activation des Cyclines D1 surexprimées 
pour augmenter la prolifération tumorale. Schrader et al. [34] ont reproduit l’induction de la 
prolifération de cellules cancéreuses par un substrat  rigide, et montrent également que  la 
culture de ces même cellules sur un substrat souple  réduit  la prolifération et augmente  le 
taux de  cellules en quiescence. Ces dernières  sont plus  sensibles  aux  traitements que  les 
cellules  cultivées  sur matrice  rigide, mais  celles  qui  survivent  ont  de meilleures  capacités 
clonogéniques.  Ils  soulignent donc  l’hypothèse qu’un environnement  souple,  tel qu’il peut 
exister dans la moelle osseuse par exemple, permet d’induire, chez les cellules cancéreuses, 
un phénotype proche de celui des cellules souches. Elles participeront alors à  la récurrence 
du cancer après traitement. 
 
A nouveau, avec les microdispositifs adhésifs, le groupe de C.M. Nelson [57] démontre que la 
prolifération  se  concentre dans  les  zones où  les  cellules exercent davantage de  forces de 
traction sur  le substrat (Figure 9). Par des méthodes de microfluidique,  ils sont parvenus à 
reproduire  l’environnement des  canaux mammaires et  ils observent que  l’activation de  la 
prolifération  de  cellules  tumorales  non  invasives  entourées  de  cellules  normales  n’est 
effective  que  dans  des  régions  de  haut  stress  mécaniques,  c'est‐à‐dire  au  niveau  des 
extrémités des canaux [58]. En analysant la localisation des tumeurs développées le long des 
canaux  mammaires  chez  la  souris,  ils  montrent  également  que  ces  régions  sous  stress 
mécanique  important  sont  les  régions  de  développement  préférentiel  des  tumeurs.  Ces 
résultats  suggèrent que  les  régions de moindre  stress mécanique empêchent  la  formation 
des tumeurs. 
Wang et al. [41] montrent quant à eux que la régulation de la prolifération par la rigidité du 
substrat peut être altérée dans les cellules transformées, ce qui conduit à un échappement 
des cellules vis‐à‐vis du contrôle de la prolifération par leur microenvironnement. 
 
Des études portant sur l’impact de la contrainte mécanique sur la croissance de sphéroïdes 
ajoutent une dimension multicellulaire à  la  réponse aux  contraintes.  L’équipe de R.K.  Jain 
 
Figure 10 : Les contraintes mécanique impactent la prolifération et l’apoptose au sein des 
sphéroïdes 
Images en fluorescence de sphéroïdes cultivés enrobés dans de l’agarose 0,5%. Sous l’effet des 
contraintes, les sphéroïdes ont rompu le gel et ont pris une forme ovale. A gauche : image en 
fluorescence d’un sphéroïde. Barre d’échelle : 50µm. Milieu : Image en fluorescence des cellules 
prolifératives. Elles se concentrent dans les zones de moindre compression. A droite : Image en 
fluorescence d’un sphéroïde (vert) et des cellules apoptotiques (rouges). Elles se concentrent 
dans les zones de forte compression. Barre d’échelle : 100µm. Les flèches représentent les zones 
de fortes tensions. 
Figure extraite de Cheng et al. (2009). 
Sphéroïde Cellules prolifératives 
Sphéroïde/ 
Cellules apoptotiques 
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[59] montre que  la contrainte mécanique  induite par  la croissance de sphéroïdes dans des 
gels d’agarose  induit une diminution de  la croissance qui s’accompagne d’une réduction de 
la prolifération et de l’apoptose. Vingt années plus tard, il montre qu’au sein des sphéroïdes 
comprimés par  leur croissance dans un gel,  la prolifération se concentre dans  les zones de 
moindre  compression,  alors  que  l’apoptose  se  concentre  dans  les  zones  de  forte 
compression  [60]  (Figure  10).  Les  différences  des  effets  observés  sont  peut‐être 
dépendantes de la lignée cellulaire ou de la cinétique de croissance dans les gels d’agarose, 
mais  les deux études  soulignent  l’impact de  la contrainte mécanique  sur  le contrôle de  la 
prolifération et de l’apoptose. 
   
Toutefois,  la  preuve  la  plus  remarquable  du  rôle  de  l’augmentation  de  la  rigidité  du 
microenvironnement et des  forces associées dans  le développement  tumoral provient des 
travaux  du  groupe  de  V.M. Weaver  [31].  Ils montrent,  d’une  part,  que  la  réduction  de 
l’assemblage  des  fibres  de  collagène  par  l’inhibition  de  la  protéine  LOX  (Lysyl  Oxydase) 
diminue la rigidité des tumeurs développées dans les glandes mammaires de souris. D’autre 
part,  que  cette  diminution  de  rigidité  réduit  les  capacités  de  développement  tumoral  de 
cellules épithéliales mammaires transformées. Les tumeurs développées chez les souris dont 
le microenvironnement est rendu plus souple sont plus petites et de grade moins élevé que 
celles développées chez les souris contrôles. L’assouplissement de la matrice extracellulaire 
réduit  l’incidence  des  tumeurs  et  retarde  leur  apparition.  Ces  travaux  donnent  ainsi  la 
preuve  directe  que  la  rigidité  et  l’assemblage  de  la  matrice  extracellulaire  participe  au 
développement tumoral. 
 
iii. Effets sur la structure et la mobilité des cellules 
Les  démonstrations  directes  de  l’impact  de  la  rigidité  de  la matrice  extracellulaire  sur  la 
structure  et  la mobilité  cellulaire  se multiplient.  Chaque modèle  a  ses  avantages  et  ses 
inconvénients, mais également sa relevance biologique. 
Pelham et al. [61] ont développé de fines couches de gels de polyacrylamide recouverts de 
collagène pour étudier  l’adhésion et  la mobilité des cellules selon  la  flexibilité des gels.  Ils 
démontrent une diminution de l’étalement cellulaire et une augmentation de la mobilité des 
cellules avec l’augmentation de la flexibilité du gel. Cette technique a été perfectionnée par 
Lo et al. [62] qui ont alterné des zones de plus ou moins grande rigidité dans  leurs gels de 
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polyacrylamide.  Ils observent que  les cellules migrent constamment vers  les zones de plus 
grande rigidité.  
Des comportements similaires ont été observés par Hidjipanayi et al. [63] dans une matrice 
de  collagène  en  3  dimensions.  Ces  travaux  sont  basés  sur  l’utilisation  d’une  matrice 
composée  de  feuilles  de  collagènes  superposées  et  ayant  une  densité  en  collagène 
croissante afin de créer un gradient de rigidité variant de 1000 à 2300 kPa. Après 6 jours de 
culture,  les  fibroblastes  s’accumulent  effectivement  dans  la  partie  la  plus  rigide  de  la 
matrice. 
Les  capacités  d’invasion  des  cellules  tumorales  cultivées  dans  les  canaux  mammaires 
dépendent également de la localisation des cellules tumorales dans le microdispositif [58]. A 
nouveau,  les  régions  de  fort  stress mécanique  induisent davantage  l’invasion  des  cellules 
tumorales, bien qu’il semble que le seuil d’induction soit relativement faible. 
Pathak et al. [64] démontrent également, en mesurant  la vitesse de migration de cellules à 
travers des canaux de diamètre et de rigidité contrôlés, l’importance du confinement sur la 
rigidité  de  la  matrice  extracellulaire  dans  le  contrôle  de  la  migration  cellulaire.  Le 
confinement  induit  l’alignement et  la polarisation des forces dans une direction, accélérant 
ainsi  la vitesse de migration. Dans une autre publication  [65],  ils montrent que  l’activation 
d’oncogènes modifie le contrôle de la migration des cellules par la rigidité et le confinement 
et que ce phénomène peut s’expliquer par des modifications dans  la structure et  la  forme 
des cellules. 
 
Le groupe de V.M. Weaver [31] apporte également des preuves que la rigidité de la matrice 
extracellulaire et l’assemblage des fibres de collagène coopèrent pour promouvoir l’invasion 
des  cellules  tumorales.  Seule  l’augmentation  conjointe  de  l’assemblage  des  fibres  de 
collagène et de la rigidité induit la désorganisation des cellules épithéliales cultivées dans du 
gel contenant du collagène, mais n’induit pas l’invasion des cellules . Ils montrent également 
que  la  perception  de  ces modifications  de  la matrice  extracellulaire  est  transmise  via  les 
jonctions cellules‐matrices constituées d’intégrines. L’inhibition pharmacologique de  la voie 
de signalisation induite par l’activation des intégrines permet de restaurer l’organisation des 
cellules tumorales et d’annuler  le phénotype  invasif  induit par  le microenvironnement. Ces 
travaux soulignent donc l’importance de l’identification des voies de la mécanotransduction 
activées dans les tumeurs pour trouver de nouvelles cibles d’agents anticancéreux. 
Figure 11 : Les différents mécanismes de la mécanotransduction 
La mécanotransduction est la transmission d’un signal mécanique en signal 
intracellulaire qui induira une modification du comportement cellulaire en 
conséquence. La mécanotransduction se fait par exemple par le 
changement de conformation ou de configuration de protéines à la surface 
de la cellule, telles que les récepteurs membranaires, ou les protéines des 
jonctions cellules-cellules et cellules-matrices. Le signal peut être transduit 
jusqu’au noyau par une voie de signalisation biochimique, par une 
continuité physique entre la membrane et le noyaux via le cytosquelette 
d’actomyosine, ou par une association des deux phénomènes.  
Figure inspirée de Dufort et al. (2011). 
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3) Les acteurs moléculaires de la réponse mécanique 
Des variations de forces aussi importantes et impliquées dans des réponses cellulaires aussi 
diverses  nécessitent  que  les  cellules  possèdent  des  éléments  de  perception  de  leur 
environnement qui transmettent le signal au niveau intracellulaire pour induire une réponse 
adaptée.  Les  acteurs  moléculaires  de  cette  mécanotransduction,  c’est‐à‐dire  de  la 
conversion d’un signal mécanique en un signal biochimique induisant une réponse spécifique 
des cellules à leur environnement mécanique [66], incluent des mécanorécepteurs localisés 
à la membrane plasmique, capables de détecter des forces et des rigidités variables, qui vont 
activer  des  voies  de  signalisation  biochimique  comportant  des  mécano‐effecteurs 
intracellulaires. Ces voies vont spécifiquement modifier l’expression des gènes, ou permettre 
à  la  cellule  d’exercer  des  forces  réciproques  sur  le  microenvironnement  grâce  à  son 
cytosquelette  (Figure  11).  Les  réponses  induites  sont  les  préludes  du  changement  du 
comportement  cellulaire  vers  une  augmentation  de  la  prolifération,  vers  un  début  de 
migration ou vers une différentiation [38, 67]. 
Les voies et les éléments de mécanotransduction décrits ci‐dessous ne sont pas exclusifs, et 
sont ceux dont les caractéristiques sont les mieux décrites. 
 
a) Les  propriétés  mécaniques  de  la  matrice  extracellulaire  dépendent  de  sa 
composition moléculaire. 
Les tissus sont composés de cellules et d’un support protéique appelé matrice extracellulaire 
[68]. Cette matrice extracellulaire est  composée de protéines matricielles et de protéines 
non matricielles telles que des facteurs solubles libérés par les cellules incluant des cytokines 
par  exemple.  La matrice  extracellulaire  est majoritairement  composée  de  quatre  grandes 
familles  de  macromolécules :  les  collagènes,  des  glycoprotéines  de  structure,  des 
protéoglycanes  et  les  élastines.  Leurs  proportions  et  leurs mode  d’organisation  donnent 
naissance  à  une  surprenante  diversité  de  structures  aux  propriétés mécaniques  variées. 
Parmi  ces  macromolécules,  le  collagène  et  l’élastine  participent  aux  propriétés  visco‐
élastiques de la matrice extracellulaire. 
Le  collagène  est  une molécule  longue  et  rigide,  conférant  une  résistance mécanique  aux 
tissus. Les collagènes fibrillaires s’assemblent en fibrilles, qui peuvent elles‐mêmes s’associer 
 
Figure 12 :  Les jonctions cellules-matrice 
comme médiateurs de la 
mécanotransduction 
Les jonctions cellules-matrice sont 
capables de transmettre les informations 
mécaniques de l’environnement à la 
cellule. Les complexe d’adhésion sont 
constitués d’hétérodimères d’intégrines 
associés à des protéines spécialisées dans 
la mécanotransduction : la Vinculine et la 
Taline. Ces protéines subissent des 
changements de conformation dépendant 
des forces qui activent des voies de 
signalisation intracellulaire. Des fibres de 
stress constituées de filaments d’actine et 
de myosine peuvent se constituer au 
niveau des jonctions adhérentes matures, 
les points focaux d’adhésion.  
Figure extraite de Dufort et al. (2011). 
Hétérodimère 
d’intégrines 
Actine 
Myosine II 
Vinculine 
Taline 
47 
48 
 
en  faisceaux  plus  larges,  ou  fibres  [69,  70].  Cette  organisation  est  guidée  par  la  cellule 
sécrétrice elle‐même. L’élastine est  le composant majeur des fibres élastiques, qui forment 
un  réseau plus ou moins dense selon  les  tissus. Bien qu’elles appartiennent à des  familles 
différentes, les nombreuses interactions qui existent entre les macromolécules de la matrice 
extracellulaire participent à la mise en place et au maintien de la cohésion tissulaire, sous le 
contrôle des cellules du tissu. 
La  densité,  la  composition  et  le  degré  de  polymérisation  des  protéines matricielles  de  la 
matrice  extracellulaire  influencent  notablement  la  rigidité  du  tissu.  Parmi  les  paramètres 
mécaniques  caractérisant  la  rigidité  de  la  matrice  extracellulaire,  les  plus  utilisés  sont 
l’élasticité, ou la compliance. Elle est mesurée par la pression nécessaire à la déformation du 
milieu. Les cellules établissent des contacts étroits avec la matrice extracellulaire, qui vont lui 
permettre de percevoir sa composition et ses propriétés mécaniques, et de s’y adapter. 
 
b) Implication  des  jonctions  cellules‐matrice  et  cellules‐cellules  dans  la 
mécanotransduction.  
Les  forces existantes au  sein d’un  tissu  sont  transmises de cellule à cellule  sur de  longues 
distances [71] par la cohésion tissulaire, et donc par les jonctions cellules‐matrice et cellules‐
cellules [72].  
L’adhésion  aux  protéines  de  la matrice  extracellulaire  est  permise  par  les  intégrines  qui. 
peuvent  lier spécifiquement une multitude de  ligands. Ce sont des hétérodimères de deux 
chaines  polypeptidiques  transmembranaires  α  et  β,  dont  la  diversité  contribue  à  des 
spécificités de  liaisons  variées  (Figure 12).  L’interaction des domaines  cytoplasmiques des 
intégrines permet leur regroupement au niveau de points focaux d’adhésion. La maturation 
de  ces  complexes nécessite  l’application d’un  stress mécanique  [73] ou une  rigidité de  la 
matrice  extracellulaire  importante  [74],  et  entraîne  le  recrutement  et  l’activation  de 
protéines de structure et de signalisation telles que la taline, la vinculine ou l’α‐actinine. Ces 
protéines se lient à la région cytoplasmique des intégrines et fixent également les filaments 
d’actine.  Cependant,  les  jonctions  cellules‐matrice  s’organisent  différemment  in  vivo,  et 
cette  organisation  peut  être  reproduite  lorsque  les  cellules  sont  cultivées  en  3D  [75].  La 
colocalisation des protéines des  jonctions cellules‐matrice est plus  importante et  induit un 
attachement plus fort et une adaptation de la morphologie cellulaire à l’environnement plus 
 
Figure 13 : Les jonctions cellules-cellules comme médiateurs de la mécanotransduction 
Les Cadhérines s’homodimérisent pour former des jonctions cellulaires. Elles lient les filaments 
d’actine via les β et αCaténines. L’αcaténine est une protéine activée par la tension qui induit le 
recrutement de la vinculine. En l’absence de tension (à gauche), la vinculine ne peut se lier à 
l’αcaténine  car son domaine de liaison est masqué. En présence de tension (à droite), le 
changement de conformation de l’αcaténine permet la liaison de la vinculine. La présence de 
vinculine permet le recrutement de l’actine et de la myosine et leur stabilisation. 
Figure extraite de Collinet et al. (2013) 
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rapide.  La  perception  de  l’environnement mécanique  par  les  intégrines  est  transmise  au 
niveau  des  jonctions  cellules‐matrice  via  l’activation  de  voies  de  signalisation  impliquant 
différentes  protéines  telles  que  les  kinases  FAK  (Focal  Adhesion  Kinase)  et  Src  (Sarc).  La 
phosphorylation  de  ces  protéines,  induit  l'activation  en  cascade  de  voies  de  transduction 
régulant  de  nombreux  processus  cellulaires,  dont  la  prolifération,  la  différentiation, 
l’adhésion et la motilité [76]. FAK semble être la première protéine de la voie de signalisation 
induite par une perception de tension. Sa phosphorylation est par exemple nécessaire à  la 
progression en G1 [77], mais  les groupes de P.A. Janmey et R.K. Assoian [56] montrent que 
cette phosphorylation seule n’est pas suffisante à  induire  l’entrée de cellules en phase S et 
que la formation d’un complexe entre FAK et les intégrines est nécessaire à l’activation de la 
voie de  signalisation  sous  jacente. Ces  travaux  soulignent  la précision de  la perception de 
l’environnement  mécanique,  et  la  complexité  du  contrôle  de  l’activation  des  voies  de 
signalisation qui en résultent. 
Les  voies  de  signalisation  citées  ci‐dessus  régulent  également  la  contractilité  du 
cytosquelette d’actomyosine au niveau des points focaux d’adhésion. 
 
La transmission des forces passe également par les jonctions cellules‐cellules [72, 78]. Parmi 
les différents types de jonctions existants, les jonctions adhérentes impliquant les protéines 
d’adhésion  appartenant  au  groupe  des  cadhérines  « classiques »  ont  récemment  été 
impliquées dans  les processus de mécanotransduction [79]. La E‐Cadhérine, principalement 
exprimée dans  les tissus épithéliaux, est probablement  la mieux décrite. L'adhésion cellule‐
cellule  est  permise  par  l’organisation  des  Cadhérines  en  tandem  via  des  interactions 
homophiliques  dépendantes  du  Ca2+.  Sous  cette  forme,  les  Cadhérines  sont  capables  de 
former  un  dimère  avec  des  Cadhérines  d’une  cellule  voisine,  ce  qui  permet  l’adhésion 
cellulaire (Figure 13). Des jonctions adhérentes spécialisées existent également dans certains 
tissus.  L’engagement  des  domaines  extracellulaires  des  E‐Cadhérines  entraîne  le 
recrutement  de  protéines  structurales  et  de  signalisation  au  niveau  de  leur  domaine 
cytoplasmique. La β‐caténine se lie à la queue cytoplasmique des E‐Cadhérines, et  s’attache 
en  retour  l’α‐caténine. Cette dernière  fixe  l’actine.  La  connexion des Cadhérines  à  l’acine 
peut  être  renforcée  par  d’autres  protéines.  Cette  disposition  des  éléments  permet  une 
continuité physique entre  les cytosquelettes des cellules adjacentes [80]. Le regroupement 
de  nombreuses  Cadhérines  et  leur  ancrage  au  cytosquelette  d’actine  est  nécessaire  à  la 
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maturation  des  adhésions  en  jonction  rigides  et  résistantes  (Figure  13).  La  régulation  de 
l’adhésion est permise par un remodelage constant des couples Cadhérines‐caténine [81], ce 
qui  permet  une  liberté  de  mouvements  et  de  déformations  cellulaires  importante.  Ce 
remodelage est permis par un contrôle réciproque entre les E‐Cadhérines et  l’actine. D’une 
part,  le  regroupement  des  molécules  d’E‐Cadhérine  induit  l’activation  de  voies  de 
signalisation  dépendantes  de  Rho  et  Rac,  entraînant  le  recrutement  et  l’activation  de 
protéines telle ARP2/3 [82] et les formines [83], qui participent à la réorganisation de l’actine 
dans  la  cellule.  D’autre  part,  l’assemblage  de  l’actine  régule  le  renouvellement  des  E‐
Cadhérines  en  contrôlant  leur  endocytose.  La  myosine  II  intervient  également  dans  le 
contrôle de  la distribution des E‐Cadhérines  à  la  surface des  cellules  [84].  Les Cadhérines 
participent à la mécanotransduction par le recrutement de l’α‐caténine et de la vinculine lors 
de  la perception de  tensions au niveau des  jonctions  intercellulaires  [85]. Ce  recrutement 
permet celui de la myosine II, qui participe à la réorganisation des filaments d’actine (Figure 
13). 
 
c) Le  cytosquelette  d’actomyosine  est  un  acteur  structurel  de  la 
mécanotransduction  
Le cytosquelette des cellules est un réseau dense qui structure une cellule eucaryote tout en 
lui donnant sa forme et sa rigidité mécanique. L’ensemble des constituants du cytosquelette 
et des protéines associées participent à la mobilité cellulaire, au transport de vésicules et de 
ribosomes, à la mitose, et à la mécanotransduction. Chacune des fonctions du cytosquelette 
est finement régulée et synchronisée avec  le reste des fonctions de  la cellule. Il existe trois 
types distincts de molécules servant d’élément structuraux du cytosquelette :  les  filaments 
d’actine,  les microtubules,  et  les  filaments  intermédiaires  [86]  dont  les  propriétés  visco‐
élastiques et les fonctions varient [87].  
Le  cytosquelette d’actomyosine est  l’acteur majeur de  la mécanotransduction.  Il  transmet 
les  tensions  perçues,  de  la membrane  à  l’ensemble  de  la  cellule,  et  permet  aux  cellules 
d’exercer une    tension  réciproque  sur  l’environnement.  Les  filaments d’actine  sont moins 
rigides que les microtubules, mais la forte concentration de protéines de liaison qui régulent 
l’organisation de l’actine en fait une structure très rigide. La F‐actine possède la plus grande 
résistance à la déformation, ce qui justifie la présence d’un réseau d’actine cortical, localisé 
 
Figure 14 : Voie de signalisation induisant la contractilité 
des filaments d’actine par la myosine II 
Rho A active ROCK. ROCK  activé phosphoryle la chaîne 
légère de la myosine II (Myosin Light Chain, MLC), qui induit 
le mouvement de la myosine II par hydrolyse de l’ATP et 
ainsi la contraction des filaments d’actine. La myosine II 
s’assemble à l’actine en formant des filaments bipolaires. 
Les têtes de la myosine II s’associent aux filaments d’actine. 
Figure extraite de Levayer et al. (2012) 
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juste  sous  la membrane  plasmique,  pour  faciliter  les  déformations  subies  par  les  cellules 
mobiles par exemple. Le cortex d’actine est composé de filaments d’actine orientés de façon 
oblique, formant un réseau dense et dynamique. Une taille réduite des filaments d’actine et 
leur  fort  assemblage  participent  à  l’arrondissement  des  cellules  [88].  Des mesures  de  la 
pression  d’arrondissement  des  cellules  mitotiques  par  la  microscopie  à  force  atomique 
précisent  que  l’arrondissement  dépendant  du  cytosquelette  d’actomyosine  induit  une 
augmentation  de  pression  intracellulaire  qui  permet  aux  cellules  d’exercer  des  forces 
importantes  sur  leur environnement  [89]. Ainsi, de part  ses propriétés mécaniques et  son 
organisation, les filaments d’actine participent à la forme et aux propriétés mécaniques des 
cellules. 
 
La  régulation  de  leur  organisation  et  l’induction  de  tension  à  l’intérieur  de  la  cellule  est 
permise par  la dynamique d’assemblage et de désassemblage des  filaments d’actine, ainsi 
que par la  contractilité de ces filaments, c’est‐à‐dire les mouvements des filaments les uns 
par rapport aux autres. L’assemblage et  le désassemblage des filaments d’actine se fait par 
adjonction  et  disjonction  de  sous‐unités  aux  extrémités  des  filaments.  La  dynamique  des 
filaments d’actine est régulée par des protéines de  liaison à  l’actine, comme  les complexes 
Arp2/3  responsables de  la nucléation de nouveaux  filaments d’actine ou  les protéines de 
coiffe  responsable  de  l’arrêt  de  l’assemblage  et/ou  de  la  rupture  des  filaments  d’actine. 
L’assemblage  et  le  désassemblage  des  filaments  peuvent  être  très  dynamiques  et 
permanents.  La  contractilité  des  filaments  d’actine  est  permise  par  une  catégorie  de 
protéines motrices déjà décrite précédemment : la myosine. L’activation de la myosine II est 
dépendante de  la voie de signalisation des Rho. Rho A active ROCK (Rho‐associated protein 
kinase),  qui  phosphoryle  la  chaine  légère  de  la myosine  II  non musculaire  induisant  ainsi 
l’activité  contractile de  la myosine  II  [90, 91]  (Figure 14).  La myosine  s’assemble  alors en 
filaments  bipolaires  dont  les  domaines  moteurs,  présents  à  chaque  extrémité,  peuvent 
interagir avec deux filaments d’actine. Sa fonction ATPase permet  la capture et  l’hydrolyse 
de  l’ATP  (Adenosine‐5'‐triphosphate) pour produire  l’énergie nécessaire à son changement 
de conformation. Ceci résulte en un glissement des deux filaments d’actine l’un vers l’autre, 
ce qui provoque la contraction. L’activité de la myosine est dépendante de son attachement 
à  l’actine, et est  régulé par  sa phosphorylation. De plus,  la myosine peut être  considérée 
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Figure 15 : La mécanotransduction par un lien physique de la membrane plasmique au 
noyau 
Les forces extracellulaires sont transmises de la matrice extracellulaire aux jonction 
cellulaire. Ces jonctions sont connectées au cytosquelette, en particulier aux filaments 
d’actine. L’affinité de liaison entre ces éléments est régulées par les signaux intra et 
extracellulaires. La force intracellulaire est transmise par les filaments d’actine, qui sont 
eux-mêmes connectés au noyau par des protéines telles que les Nesprines. Les nesprines 
interagissent avec le membrane nucléaire interne et ses protéines SUN1/2. SUN1/2 sont 
maintenus à la membrane interne par la lamine, constituée de filaments intermédiaires 
organisés de façon stable et qui peut interagir avec la chromatine. Ainsi, les forces sont 
transmises par un lien physique continu de la matrice extracellulaire jusqu’à l’ADN.  
Figure extraite de Jaalouk et al. (2009). 
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comme une protéine d’assemblage des filaments d’actine car elle possède de multiples sites 
de liaisons à l’actine. 
La modification de  l’organisation  intracellulaire entre  les composants du cytosquelette,  les 
protéines d’assemblage et  les protéines motrices régule  la tension  intracellulaire. Ceci peut 
avoir  un  impact  direct  sur  le  recrutement  ou  l’activité  des  protéines  des  voies  de 
signalisation  intracellulaires.  La  tension  intracellulaire  peut  également  affecter  la 
conformation  de  la  chromatine, modulant  ainsi  l’accès  des  facteurs  ou  de  la machine  de 
transcription [92].  
 
d) La mécanotransduction jusqu’au noyau 
Les  processus  de  mécanotransduction  régulent  fonctionnellement  la  chromatine  selon 
essentiellement deux processus. L’un est  la connexion directe physique entre  les  filaments 
d’actine  et  la  chromatine,  et  l’autre  se  fait  par  le  biais  de  facteurs  nucléaires  ou  de 
transcription. 
 
i. Par une connexion physique de l’actine à la chromatine 
La  membrane  interne  de  l'enveloppe  nucléaire  est  couplée  à  un  réseau  de  filaments 
intermédiaires de lamines, appelé lamina nucléaire. Les pores nucléaires et des protéines de 
liaison de  la  lamina nucléaire à  la membrane  interne de  l’enveloppe nucléaire  créent des 
sites d’attachement de la chromatine (Figure 15). 
Côté  cytoplasmique,  des  composants  de  la membrane  externe  de  l'enveloppe  nucléaire, 
dont les nesprines, lient les filaments d’actine ou les filaments intermédiaires au noyau [93]. 
Les  nesprines  interagissent  avec  des  protéines  de  la membrane  nucléaire,  tels  SUN1  ou 
SUN2, qui  interagissent elles‐mêmes avec  les protéines de  l’enveloppe nucléaire, dont  les 
lamines [94]. Les lamines et les protéines SUN sont  liées aux pores nucléaires, participant à 
l’interaction avec  le  cytosquelette  intranucléaire. Finalement,  les  lamines établissent aussi 
des liaisons avec la chromatine [95] et participent  à son organisation et à sa régulation [96]. 
Bien  qu’elle  demeure  encore  peu  connue,  l’actine  nucléaire  participerait  à  la 
mécanotransduction à l’intérieur du noyau [97, 98]. L’ensemble de ces connexions directes, 
augmentées  par  l’activation  des  voies  effectrices  biochimiques,  aboutit  à  l’activation  de 
facteurs  de  transcription  impliqués  dans  la  synthèse  de  nombreuses  protéines.  Des 
 
Figure 16 : La mécanotransduction par les facteurs nucléaire YAP/TAZ 
YAP/TAZ sont des coactivateurs transcriptionnels qui ont un rôle central 
dans la transmission des signaux extracellulaires. YAP/TAZ se lie dans le 
noyau au facteur de transcription TEAD pour réguler la transcription des 
gènes et ainsi la prolifération et la survie (1). YAP/TAZ sont régulés par 
l’adhésion cellulaire et les propriétés mécaniques de l’environnement qui 
sont transmis à la cellule par les filaments d’actine et la voie de 
signalisation dépendante des Rho GTPases (2). Ils sont également régulé 
par d’autres voies de signalisation telles que celle de Wnt (3) et des GPCRs 
(4). 
Figure extraite de Piccolo et al. (2013). 
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mutations  dans  chacun  de  ces  composants  cellulaires  perturbent  la mécanotransduction 
etaltèrent  la  réponse  cellulaire.  Inversement,  un  environnement  mécanique  modifié 
entraîne des distorsions nucléaires ou des altérations de  l’expression génique, et  induit des 
comportements cellulaires différents et dérégulés [99]. De  las Heras et al. [100] passent en 
revue  les  altérations  de  l’enveloppe  nucléaire  impliquées  dans  les  cancers.  Par  exemple, 
certaines protéines de  l’enveloppe nucléaire  lient des régulateurs du cycle cellulaire, ce qui 
induit une dérégulation de la prolifération. 
 
ii. Par des facteurs nucléaires ou de transcription 
Plusieurs  facteurs ont été décrits pour transmettre  les signaux mécaniques  jusqu’au noyau 
pour adapter la réponse cellulaire [101]. Parmi eux,  les plus connus sont YAP (Yes‐associated 
protein) et son cofacteur TAZ. YAP et TAZ sont des  facteurs nucléaires qui  transmettent  la 
perception d’un stimulus mécanique jusqu’au noyau [102] (Figure 16). YAP/TAZ est activé à 
l’état déphosphorylé  et  se  localise  alors dans  le noyau, où  il  agit  comme  coactivateur de 
facteurs de transcription tels que TEAD. Il est inactivé lorsqu’il est phosphorylé par LATS1/2 
(Large Tumor Suppressor). Son inactivation conduit à sa séquestration dans le cytoplasme ou 
à  sa  dégradation.  YAP/TAZ  est  un  fort  régulateur  de  la  prolifération  [103,  104]  et  de  la 
différentiation  des  cellules  [105,  106]  et  participe  ainsi  au  contrôle  de  la  croissance  des 
organes. Sa régulation s’opère conjointement par la voie de signalisation Hippo [107], et par 
la tension du cytosquelette d’actine. Elle semble d’ailleurs dominée par cette dernière [105]. 
En effet,  YAP/TAZ est  activé par une matrice extracellulaire  rigide, par  l’étalement et par 
l’étirement  [103].  Il  est  un  médiateur  clé  de  la  réponse  biologique  aux  propriétés 
mécaniques  du  microenvironnement.  L’inhibition  de  YAP/TAZ  dans  des  cellules 
mésenchymateuses cultivées sur matrice rigide suffit à elle seule à induire la différentiation 
en  adipocytes,  obtenue  normalement  sur  matrice  souple,  plutôt  qu’en  ostéoblastes, 
normalement observée dans ces conditions [105]. Les tumeurs sont capables de détourner 
les propriétés de YAP/TAZ pour promouvoir  leur croissance. Ainsi,  la surexpression de TAZ 
dans  des  mammosphères  de  cellules  tumorales  induit  une  chimiorésistance  et  la 
dédifférenciation des cellules [108].  L’expression de TAZ dans les tumeurs est associée à une 
survie faible et à des stades métastasiques. YAP est également activé dans certains cancers 
[109].  L’inhibition  des  effets  de  YAP/TAZ  représenterait  une  voie  de  thérapeutique 
 
Figure 17 : Perte de la mécanoréciprocité dans les tissus tumoraux 
En haut à gauche : Image d’une coupe de tissu mammaire coloré à l’Hémalun-Eosine, qui montre 
une morphologie typique d’un canal mammaire dans une glande mammaire souple (167 Pa). En 
haut au milieu : Images en lumière transmise de cellules épithéliales mammaires cultivées dans 
des gel contenant du collagène à des concentration croissantes (de 1 à 3,4 mg/ml), et donc à des 
rigidités croissantes (de 170 à 1200 Pa). En haut à droite : Image d’une coupe de tumeur 
mammaire colorée à l’Hémalun-Eosine, qui montre une morphologie désorganisée associé à une 
rigidité augmentée (4049 Pa). En bas : Images en fluorescence de section de tissu mammaire est 
des colonies cultivées dans les mêmes conditions que celles décrites plus haut, marquées pour les 
intégrines (rouge), les βCaténines (vert) et l’ADN (bleu). Au fur et à mesure que la rigidité de la 
matrice extracellulaire augmente, l’organisation des cellules en acini est perdue.  
Figure extraite de Paszek et al. (2005). 
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prometteuse. Le Verteporfin, qui  inhibe  la  transcription  induite par  le complexe YAP/TEAD 
permet de limiter la surcroissance hépatique induite par une surexpression de YAP chez des 
animaux, sans  induire d’effets adverses sur  les autres organes  [110]. L’inhibition de Rho et 
du  cytosquelette  d’actomyosine  induisent  également  une  diminution  dramatique  de 
l’activation de YAP/TAZ [105, 111]. 
 
e) La perte de la mécanoréciprocité et le développement tumoral. 
La troisième loi de Newton [112] statue que pour chaque action, il existe une réaction égale 
et opposée ; c'est‐à‐dire que  les actions de deux corps  l’un sur l’autre sont toujours égales, 
dans des directions contraires. Cette loi universelle vaut en partie pour les interactions entre 
les cellules et  la matrice extracellulaire. Les cellules ajustent  leur  tension  intracellulaire en 
réponse aux modifications des propriétés mécaniques de la matrice. Inversement, la matrice 
extracellulaire  secrétée  localement par  les  cellules,  subit des modifications  d’organisation 
dépendantes  des  changements  des  tensions  cellulaires.  Mais  au‐delà  de  la  capacité 
d’adaptation  et  de  maintien  des  tensions  au  sein  d’un  tissu,  les  cellules  sont  capables 
d’exercer des  forces variables sur  leur environnement, par exemple pour  le modifier, ainsi 
que de répondre à une  force extérieure, par exemple exercée par des cellules voisines. Ce 
processus est communément appelé mécanoréciprocité.  Il est nécessaire, entre autres, au 
bon déroulement du développement de l’organisme, à l’adaptation de fonction des organes, 
aux réparations des lésions subies par l’organisme.  
Cette mécanoréciprocité, en parfaite homéostasie dans  les tissus sains, est perdue dans  les 
tissus tumoraux [66]. Il en resulte une réponse inapropriée des cellules à leur environnement 
mécanique. Les travaux du groupe de V.M. Weaver [33] illustrent et décrivent parfaitement 
un des aspects de  cette perte de  la mécanoréciprocité.  Ils  s'appuient  sur des modèles de 
cellules cultivées dans des gels de collagène ou de polyacrylamide de  rigidités différentes. 
Dans une matrice de rigidité égale à celle des tissus mammaires, les cellules mammaires non 
transformées  s’organisent  en  petits  acini  et  arrêtent  leur  prolifération.  Une  faible 
augmentation  de  la  rigidité  de  la matrice  suffit  à  augmenter  la  prolifération  des  cellules 
induites par la présence de facteur de croissance, et s’accompagne de la désorganisation de 
l’acinus  (Figure 17).  La  rigidité de  la matrice entraîne une  augmentation de  la  tension du 
cytosquelette  d’actomyosine  qui  induit  le  regroupement  et  l’activation  des  intégrines  au 
 
Figure 18 : Le cycle cellulaire et ses points de contrôle 
Le cycle cellulaire est le processus par lequel une cellules mère donne deux cellules filles. 
Il se divise en 4 phases, donc les phases G1, S et G2 déterminent l’interphase.  La phase 
G1 est généralement la plus longue. Si les nutriments font défaut ou si les cellules 
reçoivent un stimulus antiprolifératif, les cellules ne passent pas le point de restriction. 
Une fois ce point dépassé, les cellules deviennent indépendantes des signaux 
mitogéniques. La phase S est la phase au cours de laquelle l’ADN est répliqué. Au cours de 
la phase G2, les cellules réparent leur ADN s’il a subit des dommages, et se préparent à la 
mitose. Les points de contrôle correspondent à des voies biochimiques qui régulent les 
différentes transitions clés du cycle cellulaire, en réponse à la physiologie et à 
l’environnement de la cellule. 
Points de contrôle mitotiques 
Points de restriction 
Contrôle des lésions à l’ADN 
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niveau  de  points  focaux  d’adhésion,  d’où  la  phosphorylation  de  FAK.  Ces  phénomènes 
permettent d’augmenter  la prolifération en  réponse aux  facteurs de croissance. La culture 
de  cellules  mammaires  transformées  conduit  systématiquement  à  une  prolifération 
augmentée  et  une  désorganisation multicellulaire.  Ces  cellules  sont  hyper  contractiles  et 
forment d’abondants points  focaux d’adhésion qui augmentent  la réponse aux  facteurs de 
croissance.  Elles  présentent  une  mécanoréciprocité  altérée  et  n’ajustent  pas  leur 
comportement à  leur microenvironnement. L’inhibition d’un des éléments de  transmission 
entre  les  intégrines  et  l’augmentation  de  la  prolifération  suffit  à  rétablir  une 
mécanoréciprocité  normale,  et  à  renverser  le  phénotype  tumoral  en  induisant  une 
diminution de la prolifération des cellules tumorales qui s’organisent à nouveau en acini. 
 
La perte de  la mécanoréciprocité n’est pas  la  cause exclusive de  l’apparition d'un  cancer. 
Une dérégulation du cycle cellulaire, des défauts de réparations des dommages à  l’ADN,  la 
résistance à  l’apoptose, une migration altérée sont autant de caractéristiques majeures de 
l’apparition et de l'évolution tumorale. Une des étapes clés du cycle cellulaire est la phase de 
mitose, dont le déroulement peut être anormal dans les cellules tumorales et conduire à une 
instabilité  génétique.  Les  propriétés  mécaniques  du  microenvironnement  cellulaire 
contrôlent directement le déroulement de la mitose. 
   
4) La division cellulaire 
a) Présentation générale du cycle cellulaire 
Le cycle cellulaire est le processus fondamental par lequel une cellule mère donne naissance 
à deux cellules filles identiques (Figure 18). On le décompose classiquement en deux grandes 
étapes : l’interphase et la mitose. 
 
i. Les différentes phases du cycle cellulaire 
L’interphase est  la période du cycle cellulaire au cours de  laquelle  les cellules croissent et 
répliquent  leur ADN.  Elle est divisée en  trois étapes  successives  (Figure 18).  La phase G1 
permet  à  la  cellule  de  se  préparer  à  progresser  dans  le  cycle  cellulaire.  Elle  double  son 
contenu cellulaire et vérifie l’intégrité de son génome. Après la phase G1, les cellules entrent 
en phase S, au cours de  laquelle elles répliquent  leur ADN. Les cellules passent ensuite par 
 
Figure 19 : Les centrosomes et leur duplication 
(A-B) Durant la phase G1 (Aa et Bb), les cellules contiennent un seul centrosome comprenant 
deux centrioles distincts structurellement.  Les centrioles sont entourés de matériel péri-
centriolaire. Leur attachement est lâche. Durant la phase S (Bc), les centrioles se dupliquent et 
les cellules en G2 contiennent deux centrosomes, chacun comportant deux centrioles 
solidement associés perpendiculairement (Ab et Bd). Le matériel peri-centriolaire subit 
également une maturation qui facilite le recrutement des protéines de nucléation des 
microtubules requis pour la formation du fuseau mitotique. Durant la mitose (Ba), les 
centrosomes se séparent et forment chacun un des pôles du fuseau. 
Figures extraites de Nigg et al. (2007) 
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une deuxième phase nommée G2 qui  leur permet de  corriger  les éventuels dommages  à 
l’ADN. Puis  vient  l’étape de mitose,  la période pendant  laquelle  les  cellules  séparent  leur 
contenu génétique et cellulaire en deux cellules filles distinctes. La mitose, sur laquelle porte 
essentiellement  les  travaux  réalisés  au  cours  de  cette  thèse,  est  détaillée  spécifiquement 
dans le sous‐chapitre suivant. 
 
ii. La progression dans le cycle cellulaire est contrôlée 
Au cours de  la progression dans  le cycle cellulaire des mécanismes de surveillance sont mis 
en place par la cellule pour vérifier que tous les éléments essentiels à la progression du cycle 
cellulaire sont présents et fonctionnels à une étape donnée, et qui permettent  le maintien 
de  l’intégrité du génome. Ces mécanismes de  surveillance sont des points de contrôle qui 
modulent  la  progression  des  cellules  dans  le  cycle  cellulaire,  en  réponse  à  des  signaux 
intracellulaires,  ou  environnementaux  (Figure  18).  Ils  sont  mis  en  place  aux  différentes 
transitions clés afin qu’une cellule ne puisse poursuivre son cycle si  les phases précédentes 
ne se sont pas correctement achevées ou si des lésions de l’ADN sont détectées. 
 
iii. La duplication des centrosomes 
De façon synchrone au cycle cellulaire, un cycle de duplication des centrosomes permet à la 
cellule de mettre en place les centres organisateurs de microtubules dont le rôle est crucial 
dans  l’organisation  du  fuseau  mitotique.  Chaque  centrosome  mature  comporte  deux 
centrioles  entourés  d’une matrice  protéique  constituée  de  plus  d’une  centaine  d’autres 
composants dont les fonctions ne sont pas toutes élucidées à ce jour. Le cycle de duplication 
des centrosomes doit être finement régulé pour assurer la formation d’un fuseau mitotique 
bipolaire  garant  de  la  ségrégation  correcte  des  chromosomes.  Les  centrioles  nécessitent 
d’être dupliqués une fois seulement au cours du cycle cellulaire (Figure 19). En G1, les deux 
centrioles  sont  reliés  par  une  structure  dynamique  qui  permet  la  duplication.  Les  deux 
centrioles se séparent en début de phase S, un centriole fils est assemblé au centriole père. 
Cette conformation dite « d’engagement », pourrait empêcher une nouvelle duplication au 
cours du même cycle cellulaire [113]. En G2, après pleine maturation des centrioles, les deux 
nouveaux  centrosomes  formés  se  séparent  et  participent  à  la mise  en  place  d’un  fuseau 
bipolaire.  En  cas  de  défaut  du  nombre  de  centrosomes,  la  division  peut  être mono  ou 
multipolaire.  La fidélité de ségrégation des chromosomes est compromise. 
A Prophase B Prométaphase
Aster Chromosomes en rosace
CMétaphaseD AnaphaseE Télophase/Cytocinèse
Désassemblage de l’enveloppe nucléaire
Centrosome
Microtubules astraux
Myosine II Cortex d’actine
Fuseau bipolaireADN
Plaque métaphasiqueReconstitution de l’enveloppe nucléaire
Figure 20 : Les étapes de la mitose
(A) En prophase, la cellule mitotique s’arrondit et possède deux centrosomes qui commencent à
s’éloigner grâce aux forces antagonistes des microtubules. L’enveloppe nucléaire commence à se
désassembler et les chromosomes à se condenser au passage en prométaphase (B). L’éloignement
   
Fuseau central Anneau contractile d’actomyosine
des centrosomes se poursuit par l’action conjointes des microtubules qui constitueront le fuseau
mitotique, et par l’ancrage des microtubules astraux au cortex d’actine contractile. Les
chromosomes s’organisent en rosace autour de la zone riche en microtubules. Un à un, les
kinétochores des chromosomes sont capturés par les microtubules. Le fuseau bipolaire et la
plaque métaphasique se forment (C). Lorsque tous les chromosomes sont correctement accrochés
aux microtubules et alignés sur la plaque métaphasique, les chromatides sœurs se séparent et
migrent vers les pôles (D) Un fuseau central de microtubules dont les extrémités se superposent.
persiste et déterminera la position de l’anneau contractile d’acine. Les chromosomes se
décondensent pendant la télophase (E). La cytocinèse est l’étape de séparation des deux cellules
filles, par la création d’un sillon de clivage grâce à l’anneau contractile d’actine. La machinerie
d’abscision permet la séparation complète des deux cellules filles.
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b) La mitose 
La mitose  comporte  cinq  phases  distinctes  (Figure  20).  Brièvement,  les  chromosomes  se 
condensent et les centrosomes se séparent en prophase (Figure 20A). Le désassemblage de 
l’enveloppe nucléaire signe l’entrée en prométaphase (Figure 20B), au cours de laquelle les 
centrosomes poursuivent leur éloignement et le fuseau mitotique s'établit. Lorsque tous les 
chromosomes  sont  correctement  associés  aux microtubules  et  positionnés  sur  la  plaque 
équatoriale,  la  cellule  est    en métaphase  (Figure  20C).  L’attachement  correct  de  tous  les 
chromosomes  induit  l’activation d'acteurs moléculaires et  le passage en anaphase, avec  la 
séparation des deux  lots de chromatides sœurs qui vont être  respectivement attirées vers 
chaque pôle de  la cellule par  les microtubules  (Figure 20D). Tandis que  les chromatides se 
rapprochent  des  pôles,  l’enveloppe  nucléaire  se  reforme  autour  de  chaque  lot  de 
chromosomes. La cellule est alors en télophase (Figure 20E). Cette étape s’accompagne de 
l’établissement d’un anneau contractile d’actine et de myosine à mi‐distance entre les pôles. 
Il provoque une constriction de  la membrane plasmique au cours d’un   phénomène appelé 
cytocinèse  (Figure  20E  et  24).  La machinerie  d’abscission  prend  le  relais  pour  achever  la 
séparation physique des deux cellules filles en rompant la continuité membranaire. 
Nous allons maintenant voir plus en détail chacune des étapes de la mitose. 
 
i. De la prophase à la pro‐métaphase 
En  prophase  (Figure  20A),  la  cellule  s’arrondit  et  la  chromatine  se  condense.  Le  réseau 
interphasique  des  longs microtubules  qui  émanent  des  centrosomes  est  progressivement 
converti en deux arrangements  radiaux de microtubules entourant  les centrioles, nommés 
asters. Les forces antagonistes des microtubules permettent la séparation des centrosomes, 
qui  entament  chacun  la  nucléation  d’un  pôle  du  fuseau.  La  prophase  s’achève  avec  le 
désassemblage de l’enveloppe nucléaire. 
Au  cours de  la prométaphase  (Figure 20B)  l’éloignement des  centrosomes  se poursuit,  le 
réseau  bipolaire  de  microtubules  se  met  en  place.  Les  chromosomes  s’organisent  tout 
autour de cette zone dense en microtubules en une configuration définie comme étant en 
rosace.  Cette  organisation  en  rosace  est mise  en  place  grâce  à  un  ensemble  de  forces 
d’éjection  provenant  des microtubules  polaires,  appelée  force  d’éjection  polaire  [114],  et 
une combinaison d’interactions  latérales  labiles entre  les kinétochores et  les microtubules. 
 
Figure 21 :  Conformation chromosomique en rosace 
Gauche : Images d’une cellule RPE1 en prométaphase fixée et  
dont les chromosomes sont  marqués en bleu (DAPI), les 
centrioles en jaune, les kinétochores en vert et les 
microtubules en rouge. Les chromosomes ont pris une 
conformation en rosace, avec leur kinétochores tournés vers le 
centre riche en microtubules et leur bras expulsés vers 
l’extérieur. Droite : Représentation  de l’image de gauche avec 
des surfaces générées par ordinateur qui permettre de donner 
une visualisation 3D des chromosomes (bleu), des 
kinétochores (vert) et des centrioles (jaune).  
Figure extraite de Magidson et al. (2011). 
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Les kinétochores sont des structures  localisées sur  les faces opposées des chromosomes et 
tendent à être reliés par des microtubules à chacun des deux pôles opposés. Des modèles 
mathématiques ont démontré que  si  les  chromosomes  sont  aléatoirement placés dans  la 
cellule, leur capture par les microtubules serait impossible à effectuer dans le temps imparti 
de la prométaphase [115]. L’organisation des chromosomes en rosace aurait donc pour rôle 
de  faciliter  l’assemblage  du  fuseau  mitotique  [116].  Les  chromosomes  se  retrouvent 
positionnés  avec  leur  centromère  localisé  au  niveau  équatorial  avec  les  kinétochores 
exposés  vers  la  zone  centrale  dense  en  microtubules,  les  bras  des  chromosomes  sont 
expulsés vers l’extérieur, ce qui permet la capture rapide et stable des kinétochores par les 
microtubules (Figure 21). Lorsque les deux kinétochores des chromosomes sont associés de 
façon stable aux microtubules provenant des pôles opposés, les chromosomes sont ramenés 
à mi‐distance entre les pôles. 
Pour un établissement du fuseau mitotique parfait, les centrosomes doivent poursuivre leur 
éloignement  et  stabiliser  leur  position.  Les  microtubules  astraux  qui  émanent  des 
centrosomes  établissent  des  contacts  avec  le  cortex  d’actine.  Les mouvements  du  cortex 
d’actine induit par l’activité de la myosine II entraînent avec eux les microtubules astraux et  
les centrosomes. La présence de facteurs de polarités participe également à la régulation de 
la  position  des  centrosomes  [117,  118].  La  stabilisation  de  l’ancrage  et  de  la  taille  des 
microtubules astraux permet de maintenir  la position des pôles du  fuseau à  la métaphase. 
Les chromosomes recrutés par  les microtubules kinétochoriaux se positionnent alors sur  le 
plan équatorial de la cellule et établissent la plaque métaphasique. 
 
ii. La métaphase et le point de contrôle mitotique 
Lorsque tous les chromosomes ont un attachement bipolaire et sont localisés à mi‐distance 
entre  les deux pôles,  la  cellule est dite en métaphase  (Figure 20C).  Le  regroupement des 
chromosomes en un cylindre fin et homogène est appelé plaque métaphasique.  
Le point de contrôle mitotique, ou SAC  (Spindle Assembly Checkpoint), se met en place au 
cours de la transition métaphase‐anaphase. Il permet la vérification de l'attachement correct 
des  chromosomes  au  fuseau mitotique, et empêche  la  cellule de progresser en anaphase 
tant  que  tous  les  chromosomes  ne  sont  pas  correctement  capturés  et  alignés  en  une 
plaquemétaphasique  [119,  120]  (Figure  22).  Ce  mécanisme  de  contrôle  couple  les 
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Figure 22 : Le point de contrôle mitotique 
(A) Mad1 se localise au niveau des kinétochores détachés. La liaison de Mad2 à Mad1 modifie sa 
conformation ouverte (O) en conformation fermée (C, closed). Le changement de conformation 
de Mad2 est amplifié par le recrutement de O-Mad2 et de Cdc20 au niveau des kinétochores. Les 
complexes C-Mad2-Cdc20 produit vont s’associer à BubR1 (BR1) et à Bub3 (3) pour former le 
complexe de contrôle mitotique (Mitotic Checkpoint Complex MCC). 
(B) En prométaphase, la présence de kinétochores non attachés induit la formation de MCC. Ce 
complexe inhibe APC/C. Une fois que les chromosomes sont alignés sur la plaque métaphasique 
avec leur kinétochores accrochés aux microtubules, le MCC se dissocie, et Cdc20 libéré peut se lié 
à APC/C pour induire l’ubiquitination et la dégradation de la Sécurine. La Séparase est libérée et 
induit la dégradation de la Cohésine. Ceci entraine la séparation des chromatides sœurs et 
l’anaphase. Parallèlement, l’APC/C dégrade la Cycline B1, qui conduit vers la sortie de mitose. 
Figure extraite de Lara-Gonzalez et al. (2012). 
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kinétochores  non‐attachés  à  l’APC/C  (Anaphase  Promoting  Complex/Cyclosome),  le 
complexe protéique responsable de l’achèvement de la mitose. 
La protéine motrice de  la  famille des kinésines, CENP‐E  (Centromere‐associated protein E), 
s’associe aux kinétochores et à une autre kinase, BubR1  (Bub‐related kinase‐1), pendant  la 
prométaphase  et  sert  de  détecteur  de  tension.  BubR1  régule  l’activité  de Mad1  (Mitotic 
Arrest Deficient1) qui  à  son  tour  régule  les  fonctions de  la protéine Mad2  (Mitotic Arrest 
Deficient2). La  liaison de Mad1 à Mad2  induit  le changement de  sa conformation ouverte 
vers  une  conformation  fermée  [121].  En  conformation  fermée,  Mad2  a  pour  propriété 
principale de  séquestrer Cdc20  (Cell‐Division Cycle 20),  la  sous‐unité adaptatrice de  l’APC, 
rendant  l’APC/C  inactif,  inhibant  ainsi  la  transition  métaphase/anaphase  [122].  En 
prométaphase, BubR1 et Mad2  se  lient à  tous  les kinétochores et  séquestrent Cdc20.  Les 
chromosomes s’attachent au fuseau bipolaire et libèrent un à un les signaux inhibiteurs de la 
progression  en  anaphase. Dès  que  tous  les  kinétochores  sont  attachés  correctement  aux 
microtubules,  Cdc20  est  libéré  de Mad2,  et  peut  donc  activer  l’APC/C  (Figure  22)  pour 
permettre la progression en mitose.  
 
Un deuxième point de contrôle mitotique dépendant de  la protéine Chfr  (Checkpoint with 
FHA and Ring  finger domain) a également été  identifié.  Il  interviendrait en prophase où  la 
protéine Chfr serait  impliquée dans un arrêt précoce en réponse à  l’exposition à un stress 
mitotique tel qu’une exposition à des poisons des microtubules comme le nocodazole ou le 
taxol [123, 124].  
 
iii. L’orientation de l’axe de division 
La  localisation  et  l’orientation  du  fuseau mitotique  déterminent  l’orientation  de  l’axe  de 
division.  Perpendiculairement  à  cet  axe  se  situera  le  plan  de  clivage,  qui  déterminera  le 
contenu  cellulaire  et  la  localisation  respective  des  deux  cellules  filles.  La  localisation  et 
l’orientation  du  fuseau mitotique  dépendent  eux‐mêmes de  la  localisation  respective  des 
centrosomes. 
La détermination de la localisation et de l’orientation de l’axe de division est très importante 
car  elle  impactera  directement  sur  le  devenir  des  cellules  filles  et  sur  la  maintenance 
tissulaire. 
 
Figure 23 : La localisation du fuseau mitotique influence le contenu et la 
localisation des cellules filles 
Au sein d’un épithélium, une division parallèle à la membrane basale 
conduit à une localisation des cellules cote à cote dans l’épithélium. Ces 
divisions peuvent être symétriques (haut) ou asymétriques (bas, 
représenté par des couleurs de cellules filles différentes), selon le partage 
des contenus cellulaires. A l’inverse, une division apico-basale résulte en 
deux cellules filles superposées dans l’épithélium. Si l’épithélium est 
polarisé, la division sera asymétrique. 
Figure extraite de Pease et Tirnauer (2011). 
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Si le fuseau se trouve excentré dans la cellule, il peut en résulter à l'issue de la division deux 
cellules filles de tailles différentes qui n’auront  pas le même contenu cellulaire et auront des 
destins différents. 
Une  division  symétrique  correspond  à  une  division  de  la  cellule  mère  dont  le  contenu 
cellulaire et génétique a été partagé équitablement mais arbitrairement entre  les  cellules 
filles. Elles  sont alors  identiques. Les divisions peuvent être asymétriques  lorsqu’elles  sont 
guidées  par  une  polarité  de  la  cellule  mère.  Les  divisions  asymétriques  existent 
fréquemment au sein des épithéliums (Figure 23, [125]). Dans un épithélium, les cellules ont 
un pôle basal et un pôle apical, qui ne contiennent pas les mêmes composants cellulaires. En 
se divisant selon  l'axe apico‐basal,  la cellule  fille supérieure sera plus riche en composants 
apicaux  et  la  cellule  inférieure  en  composants  basaux.  Une  division  asymétrique  peut 
également se manifester par une distribution des chromosomes contrôlée. Par exemple,  la 
cellule  qui  restera  au  contact  de  la  membrane  basale  conservera  les  brins  d’ADN  non 
répliqués à  la phase S précédente [126]. De  la même façon que dans  l’exemple précédent, 
les deux cellules filles n’auront pas le même destin. Au sein d’un épithélium, la cellule basale 
reste souvent  indifférenciée et participe au renouvellement des cellules du tissu,    la cellule 
apicale se différencie pour participer aux fonctions du tissu. 
Ainsi au  sein d’un épithélium,  l’axe de division peut être orienté dans  le  sens apico‐basal, 
mais  il  peut  aussi  être  orienté  parallèlement  à  l’épithélium.  Sous  cette  configuration,  la 
division  peut  également  être  symétrique  ou  asymétrique.  Il  en  résulte  une  différence  de 
positionnement  relatif  des  cellules  filles  dans  le  tissu.  Lors  d’une  division  orientée 
parallèlement  à  l’épithélium,  les  deux  cellules  filles  seront  côte  à  côte,  et  non  plus 
superposées.  
 Le positionnement de  l'axe de division au moment de  la mitose  impacte  fortement sur  le 
destin  des  cellules  filles,  et  par  conséquent  sur  l’organisation  tissulaire. C’est  un  élément 
essentiel  de  l'homéostasie  tissulaire  finement  contrôlée.  Des  dérégulations  du 
positionnement  de  l'axe  de  division  sont  impliquées  dans  différentes  situations 
physiopathologiques. 
   
Figure 24 : Le processus de la cytocinèse 
(A) Schéma illustrant le processus de cytocinèse. Un signal provenant du fuseau mitotique et du 
cortex génère l’activation de RhoA au niveau de la zone équatoriale (a). RhoA induit la création du 
fuseau central, une zone riche en microtubules provenant des pôles dont les extrémités se 
superposent. RhoA induit également l’assemblage d’un anneau contractile d’actomyosine (b), qui 
est accroché à la membrane plasmique. La constriction de l’anneau  entraine la membrane et crée 
un sillon de clivage. Parallèlement, le fuseau central mature pour devenir un midbody (d), qui 
organise le pont intercellulaire. Lorsque les deux membranes de part et d’autre du fuseau sont 
proche, l’anneau contractile se dissout et la machinerie d’abscision (e) prend le relai pour terminer 
la séparation physique des deux cellules. 
(B) Agrandissement de l’anneau contractile (b) et de sa liaison à la membrane (c). L’anneau 
contractile est un réseau de filaments d’actine auxquels la myosine II s’associe. Ce cytosquelette 
d’actomyosine est attaché à la membrane plasmique par les biais des protéines de la membrane, 
les Septines et de les protéines d’assemblage des filaments, l’Anilline. 
Figure extraite de Green et al. (2012). 
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iv. De l’anaphase à la cytocinèse 
Depuis la réplication et jusqu’à la métaphase, les deux chromatides, restent associées grâce 
à  des  complexes  protéiques  nommées  cohésines.  Cette  cohésine  est  protégée  de  la 
dégradation par la séparase séquestrée par la sécurine. Lorsque le SAC est levé, l’APC/C est 
libéré et redevient actif, l’anaphase peut avoir lieu (Figure 20D).  L’APC/C détruit la sécurine, 
ce qui conduit à la libération de l’enzyme séparase qui dégradera la cohésine permettant la 
séparation des chromatides pour leur ascension polaire opposée (Figure 22B). La séparation 
des chromosomes ne provient pas d’une force de traction exercée par  les microtubules sur 
les kinétochores, elle est régulée par les chromosomes eux‐mêmes. Le maintien de l’activité 
des  protéines  motrices  et  la  réduction  de  la  longueur  des  microtubules  kinétochoriaux 
participent  à  l’éloignement  des  chromosomes  en  direction  des  pôles  auxquels  ils  sont 
attachés. Ce mouvement ordonné des chromatides  sœurs  s’accompagne d’une élongation 
du  fuseau. Cet allongement provient de  l’éloignement des demi‐fuseaux, et de  la mobilité 
des pôles eux‐mêmes. Les microtubules se réorganisent en un fuseau central. Au cours de la 
télophase (Figure 20E), l’enveloppe nucléaire se reforme autour des de lots de chromatides 
sœurs. Un anneau très fin de filaments d’actine associés à la membrane plasmique se met en 
place.  La  localisation de  l’anneau contractile est  contrôlée par  les microtubules du  fuseau 
central,  qui  spécifient  la  position  de  l’anneau  à mi‐distance  des  deux  pôles  du  fuseau  et 
perpendiculairement à son axe longitudinal. 
Au cours de  la cytocinèse (Figure 22E) ,  la myosine II permet  la constriction de  l’anneau en 
faisant  glisser  les  filaments  d’actine  les  uns  par  rapport  aux  autres.  L’interaction  des 
filaments d’actine avec la membrane plasmique entraîne cette dernière dans le mouvement 
induit par la myosine II. Etant donné que l’anneau est confiné à une bande étroite du cortex, 
il forme un sillon de clivage qui conduit à une constriction locale de la membrane. Quand ne 
subsiste  qu’un  étroit  pont  cytoplasmique  entre  les  deux  cellules,  l’anneau  contractile  se 
désassemble  et  la machinerie  d’abscision  recrutée  sépare  les  deux  cellules  filles  par  un 
mécanisme de fission [127, 128] (Figure 24). 
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5) Les contraintes mécaniques ont un rôle dans le contrôle de la mitose 
a) Impact des contraintes mécaniques sur la progression en mitose 
Quelque rares études ont été menées ces dernières années sur l'effet du confinement sur le 
déroulement des mitoses. Le groupe de Di Carlo [129, 130] montre que le confinement des 
cellules  induit  un  délai  en mitose,  une  augmentation  des  divisions multipolaires  et  une 
augmentation de la mort cellulaire. Les groupes de M. Piel et B. Baum [131] prouvent que le 
manque d'espace empêche les cellules mitotiques de s'arrondir et d'établir correctement le 
fuseau mitotique.  L'aplatissement  des  cellules  induit  une  organisation  des  chromosomes 
incorrecte, qui  les rendrait difficiles à capturer par  les microtubules pour être alignés sur  la 
plaque métaphasique. Au delà d'un certain confinement,  la congression des chromosomes 
sur la plaque métaphasique n'aboutit pas et le point de contrôle mitotique reste activé. Les 
cellules divisent finalement un de leurs pôles en deux pour mener une division multipolaire.  
Itabashi et al. [132] expliquent que les contraintes environnementales se répercutent  sur un 
fuseau mitotique déjà établi, sur les tensions au niveau des centromères et sur la durée de la 
transition  métaphase‐anaphase.  Leurs  travaux  précisent  toutefois  que  ces  impacts  sont 
dépendants de l'orientation, de l'amplitude et de la fréquence d'application de la contrainte 
mécanique  sur  les  cellules  en mitose.  Par  exemple,  une  contrainte mécanique  appliquée 
perpendiculairement  au  fuseau  mitotique  réduit  davantage  la  durée  de  la  transition 
métaphase‐anaphase  qu'une  contrainte  appliquée  parallèlement  au  fuseau,    cet  effet  est 
amplifié par une amplitude de contrainte augmentée. 
 
La critique principale que l’on peut faire sur ces études est qu'elles ont toutes été réalisées 
sur des cellules uniques, extrêmement confinées dans des espaces de 3 à 5µm de haut. Cet 
environnement est très peu représentatif de ce qui existe dans  l'environnement  in vivo, et 
omet totalement la dimension multicellulaire des tissus. 
 
b) Impact des contraintes mécaniques sur la détermination de l’axe de division 
Lorsque les cellules sont cultivées en deux dimensions, le fuseau mitotique est généralement 
centré dans  la cellule. L’axe de division est orienté dans  le sens de  l’axe  le plus  long de  la 
cellule [133] parallèlement au substrat [134]. En déformant les cellules mitotiques avec une 
 
Figure 25 : Rotation du fuseau mitotique d’une cellule manipulée mécaniquement 
Haut : Images en contraste de phase d’une cellule NRK. Bas : Image en fluorescence d’une autre 
cellule injectée avec de la Rhodamine afin de repérer le fuseau mitotique. Une aiguille est 
placée contre la membrane plasmique de chacune des cellules et est utilisée pour déformer le 
cortex. Rapidement, le fuseau mitotique se réoriente selon l’axe le plus long de la cellule. Les 
lignes en pointillé qui joints les étoiles correspondent à l’orientation du fuseau mitotique avant 
déformation mécanique, et la ligne pleine qui joint les cercles correspond à la position finale du 
fuseau mitotique. 
Figure extraite de O’Connell et al. (2000). 
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aiguille, O’Connell et Wang [135] montrent qu’elles sont capables de réorienter, en cours de 
mitose, leur axe de division en fonction des déformations qu’elles subissent pour qu’il soit à 
nouveau  dans  le  sens  de  l’axe  le  plus  long  de  la  cellule  (Figure  25).  Cette  réorientation 
préférentielle  est  inhibée  par  l’interruption  des  interactions  entre  les microtubules  et  le 
cortex d’actine.  
 
Dans une autre étude, Fernandez et al. [136] ont appliqué des forces de cisaillement sur des 
cellules mitotiques non adhérentes, comprimées entre deux plaques de verre dont l’une est 
déplacée  par  rapport  à  l’autre.  Les  cellules  s’allongent  et  les  divisions  s’orientent 
perpendiculairement  à  l’axe  du  cisaillement.  Ses  forces  de  cisaillement  induisent  une 
relocalisation de la myosine II aux pôles de la cellule allongée qui participe à l’orientation de 
l’axe de division. Celle‐ci est directement contrôlée par  les  forces perçues par  les cellules. 
Des  résultats  similaires avaient été obtenus par  le groupe de A.R. Bausch  [137]. Ces deux 
études  ont  également  montré,  par  des  expériences  d’inhibition  pharmacologique  du 
cytosquelette d’actomyosine, que  son  intégrité  fonctionnelle est nécessaire à  l’orientation 
dépendante des mouvements des substrats en contact avec les cellules. 
 
Toyoshima et Nishida  [134] ont apporté  la preuve que  l’orientation de  l’axe de division de 
cellules  non  polarisées  est  dépendante  de  l’adhésion  cellule‐matrice  transmise  par  les 
intégrines. Reverte et al.  (2006) avaient déjà démontré  l’importance de  l’adhésion dans  la 
mise  en  place  du  fuseau  mitotique  lui‐même,  ce  qui  peut  interférer  avec  son 
positionnement.  Toutefois,  Toyoshima  et  Nishida montrent  que,  dans  des  conditions  de 
culture où l’environnement mécanique est constant au cours de la mitose, la contractilité de 
l’actine corticale par la myosine II n’est pas impliquée. Un positionnement correct nécessite 
toutefois un ancrage des microtubules au cortex d’actine. La contractilité de la myosine II est 
peut‐être  nécessaire  à  l’ajustement  de  l’orientation  de  la  division,  si  l’environnement 
mécanique est modifié au cours de la mitose. 
Théry et al. [138, 139] montrent de façon plus systématique  l'impact de  la distribution des 
adhésions  cellule‐substrat  sur  la  forme  cellulaire  et  l'orientation  du  fuseau mitotique.  En 
faisant adhérer les cellules à des microdispositifs adhésifs de forme définie, ils contrôlent la 
distribution des jonctions cellules‐matrices ainsi que la forme cellulaire. Ils observent que la 
 
Figure 26 : Contrôle de l’orientation de l’axe de division des 
cellules par  la répartition des jonctions d’adhésion 
En haut : Image en fluorescence des microdispositifs adhésifs 
(rouge). Au milieu : Cellule mitotique en métaphase adhérant 
au microdispositif dont le motif correspond à l’image 
supérieure, et dont l’actine (vert), les pôles mitotiques (rouge) 
et l’ADN (bleu) sont marqués. En bas : Schéma représentant le 
microdispositif en trait rouge, les cellules mitotiques en vert, 
et les orientations préférentielles de l’axe de division prises 
par les cellules adhérant sur les dispositifs respectifs en noir. 
Figure adaptée de Théry et al. (2007) 
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Figure 27 : Contrôle de l’orientation de l’axe de division des cellules par les contraintes 
tissulaires 
(A) Modèle de cellule composée d’un ensemble de ressorts joints entre eux au niveau de 
points d’ancrage (points rouges) et qui permettent de contenir la pression interne des 
cellules. Ce modèle reflète la tendance des cellules à avoir six voisines afin d’être dans une 
configuration d’énergie moindre. 
(B) Lorsque des cellules voisines sont hexagonales, leur angle de contact est pour chacune 
de 120°. Lorsqu’une des cellules ne comporte plus que 4 voisines, l’angle de contact avec ces 
voisine n’est plus à l’équilibre, ce qui déformera les cellules voisines et induira l’apparition 
d’un axe long. La cellule, en se divisant selon cet axe long (ligne rouge pleine), placera son 
plan de clivage correspondre à l’axe le plus court (ligne rouge pointillée), ce qui ajoutera une 
voisine à la cellule n’en ayant que 4.  
Figure extraite de Gibson et al. (2011) 
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distribution des jonctions cellules‐matrice contrôle la localisation des composants corticaux, 
et  l’activité  de  l’actine  en  interphase.  Cette  organisation  corticale  est maintenue  dans  la 
cellule mitotique  ronde,  et  participe  effectivement  à  la  détermination  de  l’orientation  de 
l’axe  de  division  (Figure  26).  Elle  est  probablement  transmise  au  corps  de  la  cellule  en 
division et au  fuseau mitotique par des  fibres de rétraction,  facilitant  l’ancrage au substrat 
tout  au  long  de  la  division.  La  modification  de  leur  distribution,  par  exemple  par 
microablation  laser,  induit  l’ajustement de  l’orientation de  l’axe de division de  la cellule en 
conséquence [140].  
 
Cependant,  ces  études  ont  été  effectuées  sur  des  cellules  uniques  et  cultivées  en  deux 
dimensions.  Or,  les  cellules  sont  rarement  isolées  les  unes  de  autres,  et  les  jonctions 
intercellulaires  sont  au moins  aussi  importantes  que  les  jonctions  cellule‐matrice  dans  la 
régulation  de  l’orientation  de  l’axe  de  division.  L’équipe  de  A.S.  Yap  [141]  montre  que 
l’inhibition de la E‐Cadhérine induit un défaut d’orientation de l’axe de division de cellules. A 
une plus grande échelle,  l’organisation cellulaire au sein d'un tissu  influence  la position de 
l’axe de division  [142]. Au  sein d’un épithélium,  la distribution des  formes cellulaires  tend 
vers  un  équilibre  de  moindre  énergie,  obtenu  quand  les  cellules  sont  hexagonales.  En 
considérant  la  cellule  comme  un  élément  ayant  une  pression  interne  et  une  tension  de 
surface données, Gibson et al. [142] démontrent par un modèle mathématique que la forme 
et l’orientation de l’axe longitudinal des cellules mitotiques dépend de la forme des cellules 
voisines (Figure 27). Dans ce modèle où les cellules se divisent selon leur axe longitudinal, le 
clivage  se  fait  selon  l'axe  le  plus  court.  Ce  contrôle  tissulaire  du  plan  de  clivage  permet 
d’ajouter un bord à une cellule voisine qui en avait moins de six. Ce contrôle réciproque de la 
forme  des  cellules  et  du  nombre  des  voisines  participe  à  la  régulation  de  la  topologie 
cellulaire.  
 
L'ensemble  de  ces  études  s’accordent  donc  à  prouver  que  l’environnement  tissulaire  et 
mécanique  joue un  rôle majeur dans  la  régulation de  l’orientation de  l’axe de division qui 
met  en  jeu  le  lien  entre  actine  corticale  et  organisation  des  centrosomes  et  des 
microtubules.  
 
80 
 
c) Défaut de positionnement de l’axe de division et développement tumoral 
i. Implication  d’un  défaut  d’orientation  de  l’axe  de  division  dans  l’initiation 
tumorale 
Des  défauts  de  contrôle  du  positionnement  de  l’axe  de  division  des  cellules  ont  été 
impliqués  dans  différentes  pathologies  neurologiques  (microencephalie,  lissencephalie) 
[143].  L’hypothèse  que  de  tels  défauts  puissent  également  participer  à  l’initiation  ou  à 
l’invasion  tumorale  est  souvent  avancée  dans  la  littérature  [125].  Trois  études montrent 
l’importance  de  la  perte  de  l’asymétrie  de  division  des  cellules  souches  dans  le 
développement tumoral. La division asymétrique des cellules souches conduit à la formation 
d'une cellule qui conserve  le caractère souche et d'une cellule qui pourra s'engager dans  le 
processus  de  différenciation,  permettant  ainsi  de  maintenir  l’homéostasie  tissulaire.  Un 
défaut  du  contrôle  de  la  division  des  cellules  souches  peut  conduire  à  un  excès  de  la 
population proliférative par rapport à la population différenciée. Quyn et al. [126] montrent 
que  la protéine APC, dont  la mutation est généralement  initiatrice des cancers colorectaux, 
participe à la corrélation entre l’orientation de l’axe de division et l’asymétrie de division des 
cellules souches des cryptes  intestinales. Sa mutation entraîne un défaut d’orientation des 
divisions associé à une perte de  l’asymétrie de division et une forme anormale des cryptes 
intestinales. Ces défauts pourraient participer au développement tumoral. Le groupe de P.G. 
Pelicci [144] et les travaux de Sugiarto et al. [145] démontrent que la perte de l’asymétrie de 
division des  cellules  souches est associée à une augmentation du potentiel prolifératif.  Ils 
prouvent  aussi  que  l’inhibition  de  la  protéine  oncosuppressive  p53  accentue  les  défauts 
d’orientation de division et le potentiel de développement tumoral.  
Les défauts de positionnement et d'orientation de l’axe de division sont également associés 
à d’autres défauts récurrents tels qu'une ségrégation anormale des chromosomes,  la perte 
du  contrôle  de  la  croissance  ou  la modification  du microenvironnement  tumoral,  car  ils 
proviennent de l’activation d’oncogènes ou de l’inhibition de gènes suppresseurs de tumeur 
(APC, VHL  (Von Hippel–Lindau))  [146], etc.  [125, 143]).  Il est donc difficile d’évaluer  le rôle 
spécifique des défauts d’orientation de l’axe des divisions dans le développement tumoral. Il 
existe des pathologies associées à ces problèmes  (telle  la polycystose rénale,  [147]) qui ne 
s’accompagnent pas de développement de tumeurs. Tous ces arguments laissent penser que 
la perte du  contrôle de  l’axe de division  seule n’est pas  suffisante  à  l’initiation  tumorale, 
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mais  qu’elle  doit  être  combinée  à  d’autres  facteurs  pour  avoir  une  incidence  sur  le 
développement tumoral.  
 
ii. Les  défauts  d’orientation  de  l’axe  de  division  sont  des  facteurs  pouvant 
contribuer au développement tumoral 
Différents  travaux montrent  cependant  qu'une mauvaise  orientation  de  l’axe  de  division 
peut contribuer à augmenter l'agressivité et le grade de la tumeur. 
Les  travaux  de  Jaffe  et  al.  [148]  établissent  de  façon  évidente  le  lien  qui  existe  entre  le 
contrôle de  l’orientation de  l’axe de division et  l’organisation tissulaire.  Ils démontrent que 
des  cellules  épithéliales  intestinales  cultivées dans du matrigel  s’auto‐organisent  en  acini, 
avec une  couche  cellulaire périphérique et une  lumière  centrale.  La perte du  contrôle de 
l’orientation de l’axe de division parallèlement à la surface de l’acinus provoque la formation 
d’acini  avec plusieurs  lumières  centrales.  L’organisation  initiale de  l’acinus  est  totalement 
perdue.  Il  est  aisé  de  comprendre  qu’un  tel  désordre,  s’il  intervenait  dans  un  organe, 
pourrait  s’amplifier  et  empêcherait  la  fonction  normale  du  tissu.  De  la même  façon,  en 
intervenant  au  sein  d’une  tumeur,  le  défaut  d’orientation  de  l’axe  de  division  pourrait 
participer  à  une  désorganisation  encore  plus  importante  du  tissu  tumoral,  à  son 
amplification, et à l’invasion totale de l’organe atteint. 
 
Il est également proposé qu’un défaut d’orientation de  l’axe de division entraîne un défaut 
de localisation des cellules tumorales, qui peuvent alors participer à l’invasion tumorale.  
Vasiliev et al. [149] montrent qu’un défaut d’orientation du fuseau mitotique peut entrainer 
une perte des contacts cellulaires d’une des deux cellules filles, qui se détachent alors de la 
colonie pour flotter dans le milieu. Elle est alors capable d'adhérer à nouveau au substrat et 
de  créer une nouvelle  colonie. Cette possibilité  illustrerait un phénomène de métastases. 
Humar et Guilford  [150], quant à eux, prennent en compte  l’environnement  tumoral pour 
expliquer l’invasion des cellules tumorales dans les tissus voisins. Ils proposent que le Cancer 
Gastrique Diffus Héréditaire provienne de la mauvaise orientation du fuseau mitotique suite 
à la perte de polarité des cellules gastriques contrôlée par l’expression de la E‐Cadhérine. Il 
en résulte un défaut de division asymétrique et les déterminants du destin des cellules filles 
ne sont pas correctement distribués. Cependant, ils précisent qu'une perte de l'intégrité de 
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Figure 28 : Le modèle du sphéroïde
(A) Image en lumière transmise d’un sphéroïde. Barre d’échelle : 100µm.
(B) Image en fluorescence d’une coupe à congélation d’un sphéroïde dont l’ADN (bleu) et
les cellules prolifératives (vert) ont été marquées. On remarque un gradient des cellules
prolifératives de la périphérie vert le centre. Ce gradient, représenté par un triangle vert,
résulte de la mise en place de gradients d’oxygène (O2) et de nutriment (représentés par
des triangles blancs) au fur et à mesure de la croissance du sphéroïdes. Barre d’échelle :
100µm.
(C) Combinaison d’images analytiques de sections de sphéroïdes qui reflètent les
différents gradients d’oxygène, de métabolites et catabolites (Glucose et Lactate) et
d’énergie produite (ATP) Ces gradients sont responsables de la mise en place de gradients.
de prolifération, avec les cellules en phase S concentrées en périphérie et la présence d’un
cœur nécrotique au centre du sphéroïde. Ces gradients ont été déterminés selon
différentes méthodes d’études.
Figure extraite de Hirschhaeuser et al. (2010).
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la lame basale par exemple doit être associée à ces défauts de division pour que les cellules 
tumorales envahissent  les  tissus alentours. La mauvaise orientation de  l’axe de division ne 
peut  pas être seule responsable de l’invasion tumorale. 
 
6) Intérêts du modèle du sphéroïde pour l’étude de la biologie des cellules tumorales 
La culture cellulaire en deux dimensions reste  largement prédominante dans  les études de 
biologie cellulaire. Pourtant, les surfaces rigides et plates sur lesquelles adhèrent les cellules 
sont  loin  de  représenter  l’environnement  cellulaire  trouvé  dans  un  organisme 
multicellulaire,  et  ces  modèles  ne  permettent  pas  de  prendre  en  compte  l’architecture 
tissulaire, les régulations biochimiques et biomécaniques, et la communication cellule‐cellule 
et cellule‐matrice. 
Les modèles de culture cellulaire 3D sont devenus une alternative entre la culture cellulaire 
2D  et  l’utilisation  de  modèles  animaux.  Parmi  les  différents  exemples  de  culture 
multicellulaire en 3D  [151],  le sphéroïde  (Figure 28A) est un modèle de choix pour  l’étude 
des comportements des cellules tumorales car il permet de reproduire in vitro l'organisation 
d'une micro‐tumeur.  Il est maintenant admis que ce sujet est plus prédictif de la réponse au 
traitement que les modèles de culture en monocouche. Il peut être utilisé pour le criblage de 
molécules thérapeutiques anticancéreuses. 
 
a) Le modèle du sphéroïde mime in vitro l’organisation d’une micro‐tumeur 
i. La mise en place des gradients d’oxygène, de nutriments et de prolifération 
au cours de la croissance des sphéroïdes 
In  vivo,  des  nodules  tumoraux  de moins  de  1mm  de  diamètre,  présentent  des  gradients 
d’oxygène et de nutriments. De la même façon, la croissance des sphéroïdes s'accompagne 
de  la mise en place d'un gradient décroissant d'oxygène de  la périphérie vers  le centre où 
peut apparaître une  région hypoxique  [152]. Malgré  l'existence de variations d’un modèle 
cellulaire à un autre [153], ces travaux ont démontré une diminution rapide de  la pression 
partielle    en  oxygène  de  la  périphérie  vers  le  centre  des  sphéroïdes.  Parallèlement  au 
gradient d'oxygène, un gradient de glucose, de facteurs de croissance ou d'hormones se met 
en place, tandis qu’un gradient de catabolites s’établit de manière inverse [152, 154]. 
Comme  dans  une micro‐tumeur,  ces  variations  de  l’environnement  cellulaire  au  sein  des 
sphéroïdes  ont  un  impact  direct  sur  le  comportement  des  cellules,  qui  se  manifeste 
84 
 
principalement par  la mise en place progressive d’un gradient de prolifération au cours de 
leur croissance  (Figure 28B et C)  [152, 155]. Les cellules prolifératives  se concentrent à  la 
périphérie,  où  les  nutriments  et  l’oxygène  sont  abondants.  Des  analyses  sur  coupes 
histologiques montrent  la présence de cellules en prolifération  jusqu'à 100 à 220µm de  la 
périphérie en  fonction du modèle étudié. Le  taux de prolifération diminue en  s’enfonçant 
dans  les sphéroïdes,  la proportion de cellules quiescentes augmente  inversement. Lorsque 
les cellules ont moins d’oxygène et de nutriments, elles entrent dans un processus de mort 
cellulaire, conduisant à l'apparition d'un cœur nécrotique. La distance à la périphérie à partir 
de laquelle cette mortalité cellulaire est induite peut varier entre 50 à 300µm en fonction du 
modèle  cellulaire  utilisé,  de  la  concentration  et  du  taux  de  consommation  de  substrats 
cellulaires  comme  l’oxygène  ou  le  glucose,  du  degré  de  compaction  cellulaire,  de 
l’accumulation de catabolites ou d’une augmentation de l’acidité cellulaire. 
 
L’ensemble de  ces données montre que  le modèle de  sphéroïde permet de  reproduire  in 
vitro  les  différents  gradients  et  l’hétérogénéité  cellulaire  qui  existe  au  sein  d’une 
microrégion tumorale ou de micro‐métastases.  
 
ii. Le  modèle  sphéroïde  reproduit  les  interactions  cellule‐cellule  et  cellule‐
matrice extracellulaire 
La  culture  cellulaire  sous  forme  de  sphéroïde  permet  de  reproduire  les  interactions 
cellulaires dans  leurs  trois dimensions,  telles qu’elles existent  in  vivo. Même  si  la matrice 
extracellulaire  participe  à  la  cohésion  des  sphéroïdes,  les  interactions  cellule‐cellule  sont 
quasiment  indispensables à  leur  formation et à  leur maintenance  [156, 157]. Konze et al. 
(2014) [158] démontrent que les jonctions adhérentes formées à partir des E‐Cadhérines ne 
sont  pas  régulées  de  la  même  façon  dans  des  cellules  en  monocouche  et  dans  des 
sphéroïdes. En 3D, la E‐Cadhérine est clivée par  la calpaïne pour se dissocier des  jonctions 
adhérentes,  être  redistribuée  sur  toute  la  surface  des  cellules  et  établir  des  jonctions 
intercellulaires homophiliques. L’inhibition de la calpaïne suffit à empêcher la formation et la 
maintenance des sphéroïdes.  
Les  jonctions  cellulaires,  en  tant  qu’acteurs  de  la  mécanotransduction,  participent 
certainement à  la  régulation des  comportements  cellulaires au  sein des  sphéroïdes  [157]. 
Au‐delà  du  rétablissement  des  jonctions  cellulaires,  le modèle  du  sphéroïde  est  capable 
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d’induire la sécrétion de molécules de la matrice extracellulaire telles que la fibronectine et 
la  laminine,  dont  la  composition  et  l’organisation  se  rapprochent  de  celle  des  tumeurs 
correspondantes  [159, 160]. Des profils d'expression différents des protéines des  jonctions 
cellules‐matrice,  pas  seulement  entre  des  cellules  en  monocouche  ou  sous  forme  de 
sphéroïdes, mais également au sein même des sphéroïdes selon la distance à la surface, ont 
été mis en évidence [161].  
 
L’architecture multicellulaire  dans  son  ensemble,  c’est‐à‐dire  en  intégrant  les  interactions 
cellules‐cellules et cellules‐matrice, joue un rôle important dans la révélation du phénotype 
des  cellules  [162,  163].  La  culture  de  cellules mammaires  dans  du Matrigel,  qui mime  la 
membrane  basale,  permet  de  révéler  des  distinctions  d’organisation multicellulaire  et  de 
comportement entre  les cellules normales et  les cellules malignes  (Figure 29). En effet,  les 
cellules malignes  forment  des  colonies  désorganisées  et  invasives,  alors  que  les  cellules 
normales  forment  des  acini  qui  se  rapprochent  de  l’organisation  originale  du  tissu 
mammaire. L’inhibition de  l’activation aberrante de voies de signalisation dans  les cellules 
tumorales  suffit  à  éteindre  le  phénotype  tumoral  et  à  retrouver  une  organisation 
multicellulaire en acini. Effectivement, la culture en 3D modifie l’expression génique [164] et 
le  contenu  protéique  des  cellules  [165].  Les  profils  génomique  et  protéomiques 
correspondent davantage à ceux des cellules tumorales in vivo [166]. 
 
iii. Le  modèle  du  sphéroïde  est  un  modèle  de  choix  pour  les  études 
pharmacologiques 
Différentes  données montrent  que  le modèle  sphéroïde  est  plus  prédictif  de  la  réponse 
observée  in  vivo  comparativement  aux  modèles  de  culture  en  monocouche  [167].  Les 
cellules  cultivées  en  3D  présentent  une  sensibilité  plus  faible  vis‐à‐vis  d’agents 
chimiothérapeutiques que les mêmes cellules cultivées en monocouche, et surtout similaire 
à celles observées pour des modèles de xénogreffes [168]. En fait, la prédictivité du modèle 
sphéroïde  est  en  partie  liée  au  fait  que  ce  modèle  permet  de  reproduire  la  résistance 
multicellulaire  [169].  Effectivement,  sa  structure  limite  la  pénétration  de  certaines 
molécules,  mais  c’est  également  la  présence  de  zones  hypoxiques,  l’hétérogénéité 
cellulaires, et  l’organisation tridimensionnelle qui participent à  la résistance multicellulaire. 
 
Figure 29 : L’architecture tissulaire participe à la révélation des phénotypes cellulaires 
En haut : sections tissulaires de tissus mammaire normal et tumoral. Le tissu mammaire 
normal est hautement organisé, et cette organisation est perdue dans le tissu tumoral. Au 
milieu : la culture de cellules provenant d’un tissu mammaire normal ou tumoral forme des 
monocouches indistinctes l’une de l’autre en 2D. Dans un gel riche en lamine mimant la 
membrane basale, les cellules épithéliales provenant d’un tissu mammaire normal ou tumoral 
forment des structures différentes. Les cellules normales forment des acini avec une lumière 
centrale, alors que les cellules tumorales forment des agrégats désorganisés. En bas : 
l’activation de voies de signalisation aberrantes dans les cellules normales induit leur 
désorganisation, et inversement leur inhibition dans les cellules malignes permet de renverser 
leur organisation vers une architecture normale. 
Figure extraite de Weigelt et al. (2008). 
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Le  sphéroïde  est  donc  un modèle  pertinent  pour  l’étude  des  réponses  aux  traitements 
anticancéreux, car il permet de reproduire cette résistance multicellulaire telle qu’elle existe 
in vivo. 
 
L’utilisation du sphéroïde comme modèle de complexité intermédiaire entre les cultures 2D 
et les modèles animaux paraît judicieux pour mieux estimer l’efficacité in vivo antitumorale 
des  drogues  et  optimiser  le  développement  d’un  traitement  [170].  Il  met  en  évidence 
l’inactivité en 3D de composés actifs sur cellules cultivées en 2D et  réduit  les tests effectués 
sur  les animaux.  Inversement, ce modèle pourrait révéler  l’activité et  l’intérêt de certaines 
drogues ou de certaines combinaisons qui n’auraient aucun effet sur des cultures cellulaires 
en 2D. 
Ce modèle  possède  un  intérêt majeur  à  être  utilisé  dans  l’évaluation  de  la  réponse  aux 
traitements  [155].  Pour  que  les  sphéroïdes  soient  utilisés  en  routine  dans  les  cribles 
pharmacologiques,  leur  formation doit être aisée, reproductible et parfaitement maitrisée. 
L’analyse  de  la  réponse  aux  drogues  doit  être  la  plus  facile  et  la  plus  directe  possible. 
Différentes  techniques permettant  l’obtention de  sphéroïdes de  taille homogène existent, 
dont  la  plus  efficace  est  la  culture  de  cellules  dans  des  plaques  de  puits  à  fond  rond 
recouverts d’un polymère antiadhésif, le PolyHEMA [171, 172]. Les études fonctionnelles et 
les  études  sur  sphéroïdes  entiers  restent  encore  trop  souvent  limitées  par  l’épaisseur  et 
l’organisation des échantillons qui  représentent une véritable barrière pour  les  techniques 
classiques de  transfection et d’immunomarquage. Des méthodes alternatives qui  reposent 
sur  l’analyse  de  paramètres  globaux  comme  l’augmentation  du  volume  ou  l’analyse  par 
immunodétection sur coupes, ou sur  l’analyse des cellules composant  les sphéroïdes après 
dissociation  se  développent  [173].  Dernièrement,  Reid  et  al.  [174]  ont mis  au  point  un 
algorithme  qui  permet  l’analyse  automatique  et  en  temps  réel  de  rapporteurs 
phénotypiques fluorescents à partir de l’imagerie de plans de sphéroïdes entiers et vivants. 
Cette méthode peut s’appliquer à de nombreux modèles de sphéroïdes pour déterminer  la 
réponse multicellulaire à des traitements. De plus, elle permet d’identifier le mode d’action 
de  la  molécule  sur  le  sphéroïde,  par  exemple  en  différenciant  des  effets  localisés  à  la 
périphérie ou  sur  l’ensemble du  sphéroïde. Des progrès  restent à  faire, mais en  raison du 
potentiel  important que présente  le modèle du  sphéroïde, des méthodes d’analyses  vont 
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Figure 30 : La microscopie à feuille de lumière
(A) Schéma d’un montage de microscopie à feuille de lumière. La feuille de
lumière traverse un plan entier de l’échantillon et les photons émis sont
collectés à 90°C. L’échantillon est suspendu et peut être déplacé dans les 3
directions x, y et z, ainsi qu’être tourné.
Figure extraite de Weber et Huisken (2012).
(B) L’acquisition de plan successifs en profondeur en déplaçant l’échantillon
en z permet d’obtenir une pile (ou un stack) d’images qui permet d’avoir
une représentation 3D de l’échantillon. L’image de droite est une
représentation 3D d’un sphéroïde dont les noyaux ont été marqués au
DRAQ5.
88
89 
 
rapidement se développer pour faciliter et préciser l’étude des comportements des cellules 
tumorales et  leur réponse aux traitements anticancéreux [172, 175].  
 
b) Imagerie du sphéroïde par Microscopie à feuille de lumière 
Malgré  les  progrès  réalisés  sur  l'analyse  de  ce modèle  3D,  ces  caractéristiques  rendent 
difficiles  l'analyse  à  l'échelle  cellulaire  ou  unicellulaire.  Le  modèle  du  sphéroïde  est  un 
modèle  dense,  inhomogène  et  épais,  et  même  si  l’imagerie  biphotonique  permet  une 
meilleure pénétration que  l’imagerie  confocale, elle nécessite des  temps d’exposition  très 
longs  qui  induisent  de  la  phototoxicité,  sa  résolution  3D  restant  assez  mauvaise.  Des 
techniques d’imageries innovantes ont été nécessaires pour exploiter les bénéfices de la 3ème 
dimension [176, 177]. L’imagerie à feuille de lumière [178], dont le principe existe depuis des 
dizaines d’années, a connu un fort développement ces dernières années, qui l’ont conduit à 
devenir l’outil de choix pour l’imagerie des sphéroïdes [179, 180]. Notre équipe a développé 
un  de  ces  microscopes,  le  SPIM  (Single  Plane  Illumination  Microscopy),  et  l’a  adapté 
spécifiquement  à  l’imagerie  en  temps  réel,  en  3  dimensions  et  en  profondeur,  de 
phénomènes cellulaires dans les sphéroïdes. 
Dans  ce microscope, une  feuille de  lumière  illumine un plan entier de  l’échantillon par  le 
côté.  Les  photons  émis  sont  collectés  par  un  objectif  de  détection  positionné 
perpendiculairement  (Figure  30A).  L’échantillon  est  suspendu  au milieu  de  la  feuille  de 
lumière,  et  peut  être  déplacé  dans  les  3  directions,  mais  également  être  tourné  pour 
acquérir plusieurs angles de vue. Une pile (ou un stack) d’images acquises à différents plans 
en  profondeur  dans  l’échantillon,  peut  être  imagée  en  déplaçant  successivement 
l’échantillon en  z à  travers  la  feuille de  lumière  (Figure 30B). Cette disposition permet un 
sectionnement optique rapide, en 3D et en profondeur, ce qui réduit  la phototoxicité et  le 
photoblanchiment.  La  résolution en  z est donnée par  l’épaisseur de  la  feuille de  lumière, 
c’est‐à‐dire environ 3µm dans la configuration du microscope utilisé.Elle est donc adaptée à 
l’acquisition  de  phénomènes  cellulaires.  Pour  imager  les  sphéroïdes,  ceux‐ci  sont  placés 
individuellement dans des  cuves en phytagel qui  sont maintenus dans une petite  cage de 
résine elle‐même  suspendue par une  tige qui  relie  le porte‐objet motorisé  [181].  La  cuve 
baigne dans du milieu physiologique contenu dans une chambre en résine. 
L’imagerie des sphéroïdes avec le SPIM nécessite d’utiliser des échantillons marqués, ou qui 
 
Figure 31 :  Méthode de mesure des propriétés mécaniques des 
cellules par aspiration avec micropipette 
(A) Photos en lumière transmise de l’aspiration d’un sphéroïde 
avec  une micropipette. La zone aspirée est visible dans la pipette 
et augmente entre 60 et 160 minutes.  Barre d’échelle : 50µm.  
(B) Déformation (L) en µm sous l’effet de l’aspiration sous une 
pression de 1180Pa. La flèche indique la transition entre la 
réponse élastique et la réponse cellulaire.  
Figures extraites de Guevorkian et al. (2010) 
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expriment  des  protéines  d’intérêt  fluorescentes.  L’établissement  de  lignées  exprimant  de 
façon  stable  les  trangènes  d’intérêt  permet  le  suivi  des  phénomènes  cellulaires  sur  de 
longues durées de culture. 
 
c) Le  modèle  du  sphéroïde  est  adapté  à  l’étude  de  l’impact  des  propriétés 
mécaniques sur le comportement des cellules tumorales 
Le modèle du sphéroïde est  adapté  à l’étude des propriétés mécaniques des tumeurs, et  à 
celle de l’impact des contraintes mécaniques sur les comportements des cellules tumorales. 
 
i. Techniques de mesure des propriétés mécaniques et des forces existantes au 
sein des sphéroïdes 
La découverte de  l’importance des propriétés physiques du microenvironnement a conduit 
au développement de nombreuses  stratégies de biomécanique cellulaire et de  techniques 
d’analyse des forces et des propriétés mécaniques des tissus et des cellules. Certaines  sont 
applicables au sphéroïde. 
Historiquement,  la  technique prévalente  a été  celle de  la micropipette d’aspiration  [182]. 
Initialement utilisée pour mesurer  les propriétés viscoélastiques des cellules  [183], elle est 
également  utilisable  pour mesurer  la  viscosité  et  la  rigidité  d’un  tissu.  L’aspiration  d’une 
surface de sphéroïde correspondant à 20% du diamètre du sphéroïde (ou au diamètre de 4 à 
10 cellules) induit une déformation rapide et élastique, puis induit un flux cellulaire constant 
(Figure 31). La mesure de la première déformation a permis au groupe de F. Brochard‐Wyart 
[184, 185] de déterminer que  la  rigidité de sphéroïdes de cellules murines de sarcome de 
150‐300µm est d’environ 700Pa. 
 
D’autres types de micromanipulations permettent de mesurer des propriétés mécaniques de 
cellules ou de  tissus. A  titre d’exemple,  celle  réalisée par  l’équipe de R.K. Assoian et P.A. 
Janmey  [186]  avec  simplement  une  sonde  tensiométrique  et  un  micromanipulateur 
hydraulique, a permis de mesurer les propriétés mécaniques globales de petits échantillons 
biologiques. La compression des sphéroïdes entre deux plaques parallèles est utilisée pour 
mesurer  leur  tension  de  surface  (Figure  32).  La  compression  impose  une  déformation  au 
sphéroïde.  La mesure  du  rayon  principal  de  l’agrégat  comprimé  et  de  l’angle  de  contact 
 
a 
b 
c 
Figure 32 : Méthode de mesure des propriétés mécaniques 
des sphéroïdes par compression 
(A) Photos en lumière transmise d’un sphéroïde avant 
compression (a), pendant la compression entre deux plaques 
(b) et après relâchement de la compression (c). Le sphéroïde 
retend vers sa forme originale. 
(B) Mesure de la force exercée contre la plaque supérieure 
par un sphéroïde en fonction du temps après application 
d’une force de compression. 
Figures extraites de Foty et al. (1996) 
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Figure 33 : Méthode de mesure des forces exercées par les sphéroïdes sur le gel par pistage de 
billes fluorescentes 
(A) Image des billes fluorescentes (rouges) détectées dans le gel environnant un sphéroïde (vert). 
L’accumulation de billes  a été induite par la croissance du sphéroïde et indique une zone riche en 
tensions. Barre d’échelle 150µm. 
Figure extraite de Cheng et al. (2009) 
(B) Des cellules de carcinome pulmonaire enrobées dans de l’hydrogel forme des sphéroïdes après 
72h de culture. L’expansion du sphéroïde déforme l’hydrogel environnant et exerce des forces de 
tractions dirigées perpendiculairement à la surface vers l’extérieur du sphéroïde, sur toute la 
surface du sphéroïde. Ces forces ont été mesurées par la méthode du pistage des billes 
fluorescentes contenues dans l’hydrogel. La barre d’échelle colorée présente l’amplitude des 
forces de traction exprimées par le sphéroïde sur le gel. Barre d’échelle métrique : 20µm. 
Figure extraite de Legant et al. (2010) 
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Concentration du gel Taille initiale des sphéroïdes (µm) 
Taille finale des 
sphéroïdes (µm) 
Stress accumulé à 
terme autour des 
sphéroïdes (mmHg) 
0,5% 20 414 45 
0,8% 24 360 100 
0,9% 24 200 120 
1% 24 85 50 
Figure 34 : Sphéroïdes mécaniquement contraints dans 
de l’agarose 
(A) Tableau regroupant les variations de taille et 
l’accumulation de stress autour des sphéroïdes en 
fonction de la densité du gel d’agarose dans lequel ils 
sont enrobés. Les valeurs représente des moyennes 
pour une population de sphéroïdes. L’augmentation de 
la concentration en agarose induit une accumulation de 
stress et une diminution de la croissance des 
sphéroïdes. Cependant, à 1% d’agarose, les sphéroïdes 
ne répondent plus à leur microenvironnement et ne 
grossissent plus. 
(B) Graphe représentant la croissance des sphéroïdes 
LS174S libre en suspension (Free), ou dans des gels de 
concentrations croissantes d’agarose (0,3 à 1%). 
Figure extraite de Helmlinger et al. (1997) 
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entre l’agrégat et la plaque de compression permettent de déduire la tension de surface des 
sphéroïdes  [187].  Le  retour  de  l’agrégat  à  sa  forme  initiale  immédiatement  après  une 
compression de courte durée dépend des propriétés élastiques de l’agrégat. Le groupe de G. 
Forgacs et M.S.  Steinberg  [188] note que  le  relâchement du  sphéroïde  à plus  long  terme 
reflète les réarrangements cellulaires qui s’opèrent jusqu’à ce qu’un état d’équilibre de force 
soit atteint. 
 
Parmi  les  méthodes  de  mesures  des  forces  existantes  au  sein  des  tissus,  le  pistage 
« tracking »  de  billes  fluorescentes  permet  de  mesurer  les  tractions  exercées  par  des 
sphéroïdes  enrobées  dans  du  gel.  Le  déplacement  des  billes  peut  être  acquis  par 
microscopie  à  haute  résolution  puis  mesuré  (Figure  33A).  Des  outils  mathématiques 
permettent de déduire de ces déplacements les forces de tractions exercées localement par 
les  cellules  sur  le  gel  [189]  (Figure  33B).  Gordon  et  al.  [40]  ont  mesuré  que  de  petits 
sphéroïdes  de  cellules  de  glioblastome  (moins  de  200µm  de  diamètre)  exercent,  dès  6h 
d’enrobement,  des  forces  de  traction  sur  le  gel,  dirigées  vers  l’extérieur  des  sphéroïdes, 
corrélé  à  la  croissance  des  sphéroïdes.  En même  temps,  les  cellules  qui  commencent  à 
envahir  le  gel exercent des  forces de  tractions dirigées  vers  le  sphéroïde.  Les  sphéroïdes, 
selon  le comportement des  cellules  les  composant,  sont  capables d’exprimer à  la  fois des 
forces de traction et de pression sur son environnement. 
 
ii. Etudes  de  l’impact  des  contraintes  mécanique  sur  la  croissance  des 
sphéroïdes 
Le  modèle  du  sphéroïde  est  également  adapté  à  l’étude  de  la  réponse  tumorale 
multicellulaire aux contraintes mécaniques. Comme présenté en amont, des études ont déjà 
été menées pour éclaircir  le comportement tumoral  induit par  les contraintes mécaniques. 
Parmi  les  travaux pionniers dans ce domaine, ceux de Helmlinger et al. du groupe de R.K. 
Jain  [59],  montrent  que  la  croissance  de  sphéroïdes  dans  des  gels  d’agarose  induit 
l’accumulation de  stress  solide au  sein des  sphéroïdes. Le  stress  solide accumulé  (de 45 à 
120mmHg, Figure 34A) serait suffisant pour  induire  la destruction des vaisseaux au sein du 
tissu  tumoral. Une  contrainte mécanique  trop  grande  inhibe  l’interaction mécanique  des 
cellules avec le gel, et la taille des sphéroïdes n’évolue plus. Une contrainte mécanique plus 
modérée induit une inhibition de la croissance des sphéroïdes (Figure 34B), qui se manifeste 
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par  une  diminution  du  taux  de  prolifération.  Cette  croissance  dans  un  environnement 
confiné  s’accompagne  également  d’une  inhibition  de  la mort  cellulaire  par  apoptose,  qui 
pourrait  être  dû  à  un  avantage  de  survie  induit  par  la  compaction  cellulaire.  En  2009,  la 
même équipe [60] a repris ce modèle de sphéroïdes contraints dans des gels d’agarose.  Ils 
ont  confirmé  l’accumulation  de  stress  solide  dans  le  voisinage  immédiat  des  sphéroïdes 
contraints.  Lorsque  le  stress  appliqué  sur  les  sphéroïdes est  inégal,  l’apoptose est  induite 
dans  les  zones  fortement  compressives,  et  la  prolifération  dans  les  zones  faiblement 
compressibles.  Loessner et al.  [190] montrent  cependant que  la  croissance de  sphéroïdes 
s’accompagne, à long terme (28 jours), d’une augmentation de l’apoptose. Le groupe de J‐F. 
Joanny [191] a utilisé une autre méthode de compression des sphéroïdes par l’augmentation 
de  la  pression  osmotique  par  ajout  de  dextran  dans  le milieu  de  culture.  Cette  pression 
osmotique induit une force de pression qui s’applique sur les sphéroïdes. De la même façon 
que précédemment, la contrainte mécanique réduit la prolifération.  
 
Cependant,  à  l’heure  actuelle,  il  n’existe  pas  de  données  concernant  les  mécanismes 
impliqués  dans  le  contrôle  de  la  prolifération  par  la  contrainte mécaniques  au  sein  des 
microtumeurs.  Les  études  de  la  régulation  de  la  prolifération  par  l’environnement 
mécanique  portent  généralement  sur  la  division  et  sont  généralement  réalisées  sur  des 
cellules  cultivées  en  deux  dimensions,  qui  ne  reproduisent  donc  pas  l’environnement 
tumoral. Dans ce contexte, l’objectif de ce travail de thèse était de caractériser l’impact de 
la contrainte mécanique sur  la division cellulaire, dans  le modèle multicellulaire  tumoral 
qu’est le sphéroïde.   
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PARTIE 1 : 
ETUDE DE L’IMPACT DES CONTRAINTES MECANIQUES SUR LA PROGRESSION 
EN MITOSE DANS LE MODELE DU SPHEROÏDE 
 
Comme présenté en  Introduction, au cours du développement tumoral,  les populations de 
cellules tumorales sont exposées à différents stress mécaniques et en particulier à un stress 
mécanique résultant de  la résistance des  tissus environnants. Afin d'étudier  l'impact de ce 
stress  mécanique  sur  la  prolifération  cellulaire,  nous  avons  développé  une  stratégie 
expérimentale  permettant  d'induire  un  stress  mécanique  au  cours  de  la  croissance  des 
sphéroïdes. Ces travaux nous ont permis de mettre en évidence  les effets de  la contrainte 
sur la division cellulaire au sein des sphéroïdes. Ces travaux ont fait l'objet d'une publication 
dans la revue Plos One. 
 
1) Résultats 
La stratégie expérimentale utilisée consiste à faire croître des sphéroïdes dans des gouttières 
en PDMS  (Polydiméthylsiloxane) de 300µm de  large.  La  croissance de  sphéroïdes  confinés 
entre ces murs de PDMS distants de 300µm mime  la croissance de microtumeurs dans un 
environnement  confiné. Ce modèle  induit une accumulation de  stress  solide qui  se  révèle 
par un relâchement du sphéroïde lorsque celui‐ci est retiré du microdispositif en PDMS, ainsi 
que par une augmentation de  la densité cellulaire. Ainsi, après 6  jours de croissance entre 
les murs de PDMS, les sphéroïdes sont mécaniquement contraints. 
 
Comme précisé en  Introduction Générale,  la croissance de sphéroïdes s’accompagne de  la 
mise en place de gradients de nutriments et d’oxygène qui  induisent  la mise en place de 
gradient de prolifération. L’analyse de la distribution des cellules prolifératives et des cellules 
apoptotiques   a permis d’analyser  l’impact de  la contrainte mécanique sur  l’établissement 
du  gradient  de  prolifération.  Contrairement  aux  sphéroïdes  contrôles,  les  sphéroïdes 
contraints  présentent  des  cellules  prolifératives  sur  l’ensemble  du  volume  du  sphéroïde. 
Parallèlement,  la  contrainte mécanique  n’induit  ni mort  cellulaire,  ni  zone  hypoxique.  La 
contrainte  mécanique  modifie  ainsi  l’établissement  des  gradients  de  prolifération, 
probablement à cause d’une modification des gradients d’oxygène et de nutriments.  
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En accord avec ces observations,  l'analyse de  la répartition des cellules mitotiques dans  les 
sphéroïdes  après  6  jours  de  croissance  sous  contrainte  révèle  la  présence  de  cellules  en 
mitose  dans  tout  le  volume  des  sphéroïdes  contraints.  Toutefois,  la  codétection  de 
l’incorporation  continue  pendant  24h  d'un  analogue  de  la  thymidine,  l'EdU  (5‐ethynyl‐2’‐
deoxyuridine), permettant de visualiser  les cellules ayant répliqué  leur ADN, et de  l'histone 
H3 phosphorylée (H3P), marquant les cellules en mitose, a révélé la présence de deux sous‐
populations de  cellules mitotiques dans  les  sphéroïdes  contraints.  La majorité des  cellules 
mitotiques ont  intégré de  l’EdU dans  les dernières 24h, soulignant un état prolifératif actif. 
Cependant,  nous  avons  également  mis  en  évidence  l’existence  une  sous‐population  de 
cellules mitotiques  n’ayant  pas  intégré  d’EdU  dans  les  dernières  24h,  suggérant  que  les 
cellules ont passé  la phase S depuis plus de 24h.  L’analyse du pourcentage de  cellules en 
mitoses EdU‐négatives montre que ce pourcentage est multiplié par 6 dans  les sphéroïdes 
contraints  comparativement  aux  sphéroïdes  contrôles.  Ces  résultats  suggèrent  que  la 
contrainte mécanique perturbe  la progression en mitose des cellules au sein des sphéroïdes. 
 
L’augmentation de cette sous‐population de cellules mitotiques entre le 4ème et le 6ème jour 
de croissance entre les murs de PDMS, laisse penser que ces cellules mitotiques n’ayant pas 
intégré d’EdU s’accumulent sous l’effet de la contrainte mécanique. Le marquage des pôles 
du fuseau a révélé une augmentation de  la proportion de cellules mitotiques monopolaires 
et  tripolaires  dans  les  sphéroïdes  contraints,  par  rapport  aux  sphéroïdes  contrôles.  Ce 
résultat suggère que  la contrainte mécanique  induit un défaut de mise en place du  fuseau 
bipolaire au sein des sphéroïdes. De plus, nous avons montré que ce défaut n’est pas dû à un 
défaut d’arrondissement des cellules mitotiques au sein des sphéroïdes. 
 
En conclusion, ce travail a permis de mettre en évidence que : 
‐ La croissance de sphéroïde entre deux murs de PDMS  induit une accumulation de 
stress solide ; 
‐ La  contrainte mécanique  induit une  réorganisation des gradients de prolifération 
au sein des sphéroïdes ; 
‐ La  contrainte mécanique empêche  la progression en mitose d’une population de 
cellules 
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‐ La  contrainte mécanique  induit un défaut de mise en place du  fuseau mitotique 
bipolaire dans des cellules mitotiques qui sont pourtant parvenues à s’arrondir. 
 
2) Article 
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Abstract
Growing solid tumors are subjected to mechanical stress that influences their growth rate and development. However, little
is known about its effects on tumor cell biology. To explore this issue, we investigated the impact of mechanical
confinement on cell proliferation in MultiCellular Tumor Spheroids (MCTS), a 3D culture model that recapitulates the
microenvironment, proliferative gradient, and cell-cell interactions of a tumor. Dedicated polydimethylsiloxane (PDMS)
microdevices were designed to spatially restrict MCTS growth. In this confined environment, spheroids are likely to
experience mechanical stress as indicated by their modified cell morphology and density and by their relaxation upon
removal from the microdevice. We show that the proliferation gradient within mechanically confined spheroids is different
in comparison to MCTS grown in suspension. Furthermore, we demonstrate that a population of cells within the body of
mechanically confined MCTS is arrested at mitosis. Cell morphology analysis reveals that this mitotic arrest is not caused by
impaired cell rounding, but rather that confinement negatively affects bipolar spindle assembly. All together these results
suggest that mechanical stress induced by progressive confinement of growing spheroids could impair mitotic progression.
This study paves the way to future research to better understand the tumor cell response to mechanical cues similar to
those encountered during in vivo tumor development.
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Introduction
A tumor micro-region consists of a heterogeneous cancer cell
population organized in a 3D structure in which cell growth is
influenced by interactions with the microenvironment. The
crosstalk between tumor cells and microenvironmental compo-
nents, including the extracellular matrix (ECM), fibroblasts,
endothelial and immune cells, is essential for tumor progression
and drug resistance [1,2]. In such complex environment, tumor
growth and progression is influenced not only by biochemical
parameters such as growth factors, cytokines, hormones or
hypoxia, but also by mechanical cues [3,4]. Indeed, sensing
compression and tension forces (i.e., mechano-sensing) is an
important component of cell physiology and changes in the
mechanical homeostasis within tissues are observed during tumor
growth [3,5]. Cells sense forces through mechanoreceptors that
are located at the plasma membrane and that transduce the
information to the intracellular machinery to elicit a specific
response to external mechanical cues [6]. Modification of the
mechanical environment can modulate tumor cell growth [7],
migration and invasion [7–10] as well as proliferation and
apoptosis [11,12].
One of the hallmarks of cancer cells is their ability to sustain
uncontrolled proliferation through deregulation of cell cycle
control mechanisms [2]. Many studies have contributed to
deciphering the complex regulatory networks of proteins and
biochemical signals that govern the progression of a cell through
mitosis. Moreover, it has been demonstrated that mitosis
progression is also mechanically regulated. Indeed, cell division
is directed by the environment geometry and ECM organization
[13,14], requires cell rounding and depends on the interaction of
the mitotic spindle with actin cytoskeleton components. However,
the impact of mechanical cues on mitotic progression has been
documented essentially using 2D monolayer-based models and
very little is known about the consequence of mechanical stress on
cell division within tumors.
Multicellular tumor spheroids (MCTS), in which cancer cells
are cultured as 3D organized aggregates, are attractive models to
investigate this issue. These complex multicellular systems
reproduce the cell-cell and cell-matrix interactions found in solid
tumors [15]. Moreover, MCTS can grow up to several hundred
micrometers in diameter and progressively display a gradient of
proliferating cells similar to what found in tumor micro-regions.
Specifically, in large spheroids, dividing cells are in the outmost
layers and quiescent cells are located more centrally in hypoxic
and nutrient-poor regions [16,17].
In this study, we used MCTS as experimental model to explore
how a confined mechanical environment can affect tumor cell
division within an organized tumor cell population. To this aim,
we designed and produced dedicated polydimethylsiloxane
(PDMS) microdevices that alter the microenvironment geometry
and in which MCTS growth was mechanically confined. We show
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that such conditions do not impair cell rounding, but negatively
affect mitotic progression by altering spindle polarity.
Results
MCTS growth in conditions of mechanical confinement
To evaluate the impact of mechanical confinement on MCTS
growth, HCT116 colorectal cancer cell spheroids of 300 mm in
diameter were transferred in especially designed channel-shaped
PDMS microdevices (see Fig. 1 for a description of the
experimental system). In these confined culture conditions, MCTS
progressively elongated as they grew within the channel of the
PDMS device and acquired a rod-shaped morphology (Fig. 1B).
Cell density (number of cells/mm2) was higher in the body
(peripheral and central areas), but not in the tips, of confined
spheroids compared to control MCTS (Fig. 2A and Fig. 1 D for a
schematic description of the spheroid areas). As increased cell
density has been reported in multicellular spheroids subjected to
solid stress [12], we asked whether MCTS grown in confined
conditions were mechanically stressed. Thus, MCTS were
removed from the PDMS microdevice and their shape analyzed
by time-lapse microscopy over time. Following removal from the
PDMS microdevice, rod-shaped MCTS immediately relaxed and
very rapidly acquired the round shape of control spheroids
(Fig. 2B, C and Movie S1). This result and the increased cell
density in the body region of confined spheroids strongly suggest
that MCTS within the microdevice walls experience growth-
associated mechanical stress.
We then analyzed the impact of growth-induced mechanical
confinement on cell proliferation by immunodetection of the
proliferative marker Ki67 (Fig. 3B and S1B) in MCTS cryosec-
tions that were parallel to the bottom of the channel (as depicted in
Fig. 1C). In confined MCTS, Ki67-positive cells were present in
the whole spheroid, but for a small area in the center. Conversely,
in control MCTS grown in suspension, Ki67 staining was
restricted to the outmost cell layers, as expected. Fluorescence
intensity profiles (Figure S1F) confirmed these observations.
Similar results were also obtained for Cyclin A, a marker of cells
progressing to the S- and G2-phase of the cell cycle (Fig. 3C and
S1C & F). This finding indicates that, in mechanically confined
growth conditions, proliferative cells are found even in the most
inner cell layers of rod-shaped MCTS. This was confirmed also by
the absence of hypoxia (detected by pimonidazole staining) and of
apoptotic cells (detected by cleaved PARP staining) in mechan-
ically confined MCTS in comparison to control MCTS (Fig. 3D,
E and S1D & E).
In mechanically confined MCTS, mitotic cells are evenly
distributed in the entire spheroid structure
To characterize the effect of growth-induced mechanical stress
on cell division within MCTS, the expression of phosphorylated
Histone H3 (pH3; a marker of mitotic cells) was investigated after
6 days of growth in control or confined conditions (Fig. 4A). In
control MCTS, pH3-positive mitotic cells were restricted to the
outer cell layers (within the external 70 mm) (Fig. 4B), in
accordance with the existence of a proliferative gradient [18]
(Fig. 3B,C). Conversely, in mechanically confined MCTS
(cryosections parallel to the bottom of the microdevice), pH3-
positive mitotic cells were homogeneously distributed in the entire
body of the spheroid structure (i.e., up to 150 mm away from the
microdevice walls and in the spheroid body) (Fig. 4B). Similar
results were obtained also using sections that were cut perpendic-
ularly to the bottom of the PDMS microdevice through the center
of the MCTS (Fig 1C and 4B). This observation was confirmed by
quantifying the percentage of mitotic cells (Fig. 4C) in the
peripheral (P) and central (C) areas of control and confined
spheroids (see Fig. 1D for a schematic representation of these
areas). These data indicate that spheroid growth in confined
conditions is associated with loss of mitotic cell regionalization.
Mechanical stress induces mitotic arrest in MCTS
Accumulation of mitotic cells in mechanically confined MCTS
could result from enhanced cell proliferation or from mitotic
arrest. To explore these hypotheses, control and mechanically
confined MCTS were incubated with EdU for 24 hours prior to
fixation (total culture time = 6 days). Preliminary experiments
determined that this incubation time was required to ensure that
EdU was incorporated by the majority of proliferating cells during
DNA replication (data not shown). Analysis of EdU incorporation
in cryosections parallel to the bottom of the microdevice and
passing through the center of mechanically confined MCTS
(Fig. 5A) indicated that EdU-positive cell distribution is compa-
rable to that of Ki67-positive cells (see high-contrast image in the
bottom panel of Fig. 5A), showing that EdU was well incorporated
and confirming that proliferating cells are present everywhere in
mechanically stressed MCTS.
In these experimental conditions, mitotic cells (as indicated by
pH3 staining) that underwent S-phase during the last 24 hours
should have incorporated EdU. However, while in the tips of
mechanically confined MCTS most pH3-positive cells were also
EdU-positive, in the body of confined MCTS a number of pH3-
positive cells were EdU-negative (Fig. 5A, B). This was not due to
incomplete EdU penetration in the MCTS body, because EdU/
pH3 double positive cells were detected in proximity of pH3-
positive cells that did not incorporate EdU (Fig. 5B, arrow).
Quantification of the percentage of pH3-positive/EdU-negative
cells in control and confined MCTS showed that nearly 30% of
mitotic cells were EdU-negative in the body of rod-shaped MCTS,
while only about 5% of pH3-positive cells were EdU-negative in
control spheroids and at the tips of mechanically stressed MCTS
(Fig. 5C). This highly significant difference (p,0.0001) indicates
that EdU-negative mitotic cells (pH3 positive) had been in G2- or
M-phase for at least 24 hours prior to fixation. Moreover,
quantification of EdU-negative/pH3-positive cells in MCTS after
4 days of growth in confined conditions showed that only 11.4% of
pH3-positive cells were EdU-negative in the spheroid body (data
not shown). Analysis of the location of mitotically arrested cells
within mechanically stressed MCTS showed that they were mostly
found within the body of the spheroid, both in the peripheral and
central regions (Fig. 5D). These findings indicate that pH3-
positive/EdU-negative cells are progressively accumulated during
growth in the confined environment of the PDMS microdevice
and strongly suggest that growth-induced mechanical stress
impairs mitotic progression in the body region of the MCTS.
External mechanical stress impairs bipolar spindle
assembly
Establishment of a bipolar spindle is a prerequisite to achieve
even mitotic segregation of chromosomes in daughter cells. When
mitotic spindles are not correctly assembled, the mitotic check-
point is activated and cells cannot undergo the metaphase-
anaphase transition, leading to mitotic arrest [19]. To determine
whether mitotic spindle bipolarity was affected in confined
spheroids, the number of spindle poles in entire mitotic cells
within MCTS was determined. To this aim, expression of
cTubulin, a spindle pole component, was assessed in MCTS
cryosections thick enough to identify entire cells (Fig. 6A).
Confocal microscopy allowed the 3D visualization of spindle poles
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and chromosomes (Fig. 6A). In control MCTS, 89.7% of mitotic
cells had two spindle poles. In contrast, in the body of
mechanically confined spheroids only 63.6% of mitotic cells had
two spindle poles, 22.7% only one and 9.1% three (Fig. 6B). The
pole-to-pole distance was similar in cells from control and confined
spheroids when two poles were detected (Fig. 6C). This result
indicates that in spheroids grown in a confined environment,
mitotic spindle bipolarity establishment is locally impaired.
Figure 1. Experimental setup with PDMS devices. (A) Schematic representations (axonometric view) of the PDMS microdevice (left panel), of a
spheroid that has just been placed in the PDMS microdevice (middle panel) and after 6 days of culture (right panel). (B) Transmitted-light images (top
view) of a PDMS microdevice (left panel) and of a spheroid at day 0, day 3 and day 6 of growth within the microdevice (scale bar, 200 mm). (C)
Schematic representation of how control MCTS (grown in non-confined conditions) and mechanically confined MCTS (grown in the PDMS
microdevice) were oriented for cryosectioning. (D) Schematic representations of sections of control and confined MCTS. The dashed lines indicate the
PDMS walls. The peripheral area corresponds to a 60 mm-width region along the surface of control MCTS or along the body walls of confined MCTS.
The central area corresponds to a 60 mm-width region 120 mm away from the surface in control MCTS and from the PDMS walls in the body of
confined MCTS.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g001
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Growth in confined conditions does not affect mitotic
cell rounding
As spindle defects and mitotic progression delay could be caused
by failure of cells to round up [20], the morphology of mitotic cells
was analyzed by incubating thick cryosections of control and
mechanically confined MCTS with antibodies against pH3 and E-
cadherin to identify the contours of entire mitotic cells (Fig. 7A).
The area and circularity of interphase and mitotic cells were
measured (Fig. 7B and C). Overall, mitotic cells had circularity
values higher than interphase cells in both control and confined
MCTS. Moreover, the circularity values of mitotic cells were
similar in both conditions, demonstrating that, in multicellular
tumor models, cells round up when they undergo mitosis. This
result also indicates that mechanical confinement does not impair
cell rounding at mitosis. Then, to test if rounding could be
specifically impaired in mitotically arrested cells, cells were labeled
with EdU to detect pH3-positive/EdU-negative cells as before
(Fig. 7D). No significant difference in the area and circularity
values of pH3-positive/EdU-negative and pH3-positive/EdU-
positive cells was observed in confined MCTS (Fig. 7E). These
data clearly demonstrate that growth-induced mechanical stress
does not prevent mitotic cell rounding within the MCTS body and
indicate that mitosis arrest and bipolar spindle assembly impair-
ment in mechanically stressed MCTS are not due to a defect in
cell rounding at mitosis.
Discussion
In addition to growth-induced solid or stored stress, which are
generated by cell and matrix tumor components, reciprocal forces
from the surrounding environment opposed to tumor growth also
can contribute to the stress experienced by a tumor cell
population. This type of stress can be designed as growth-
associated (induced makes one think that is the growth causing the
stress, whereas in reality is the external ‘‘obstacle’’ that limits
growth) external mechanical stress.
In this study, we investigated the impact of a confined
mechanical environment on cell proliferation in micro-tumors
and our findings suggest that growth-associated external mechan-
ical stress impairs mitosis progression.
As a paradigm we used MCTS, a model that accurately
reproduces the 3D organization of a micro-tumor in vitro [16].
Studies devoted to the exploration of tissue mechanical properties
have been performed on spheroids that were mechanically stressed
by using parallel-plate tensiometry [21,22] or micropipette
aspiration [23]. Various parameters such as surface tension or
viscosity could be recorded, but very few studies addressed the
impact of solid stress on cell proliferation within spheroids.
Helmlinger and coworkers showed that isotropic solid stress
produced by embedding MCTS within an agarose matrix led to
spheroid growth inhibition with decreased apoptosis and slight
reduction of cell proliferation [12]. In similar experiments, Cheng
and collaborators reported that inhomogeneity in the mechanical
properties of the confining environment could lead to morpho-
logical changes during tumor growth by inducing apoptosis in
spheroid regions that are subjected to high compressive stress and
by promoting proliferation in low-stress regions [11]. These studies
indicated that solid stress influences tumor growth at both
macroscopic and cellular levels. In the work reported here we
attempted to explore further the impact of a confined mechanical
environment on spheroids growth. To this aim, we analyzed by
immunohistochemistry the MCTS cell response when grown in a
dedicated PDMS microdevice we developed to generate growth-
associated mechanical stress. After 6 days of culture within the
PDMS channel, spheroids adopted an elongated rod shape with
their longer axis parallel to the channel axis, in agreement with the
previous reports [11,12]. This growth directionality was accom-
panied by modification of the hypoxia and proliferation gradients.
Cell morphology data show that growth-associated mechanical
stress under confinement induces modifications of the cell shape
and organization within the body and the tip regions of spheroids.
It is known, from various biological models, that cell geometry and
organization is modified in response to mechanical forces
Figure 2. MCTS grown in PDMS microdevices are mechanically stressed. (A) Cell density in the peripheral (P) and central (C) areas of control
MCTS (48 ROI analyzed from 15 MCTS obtained in 3 independent experiments) and in the body (56 ROI analyzed), and tips (39 ROI analyzed) of 6
confined MCTS from 3 independent experiments. The bars correspond to the mean6 SEM. (B) Transmitted-light images of an MCTS were acquired at
the indicated times after removal from the PDMS microdevice in which it was cultured for 6 days. Images are extracted from the time-lapse
experiment (Zeiss Axiovert microscope) shown in Movie S1. (C) Change in roundness values of 5 MCTS (from 5 independent experiments) over time
after removal from the PDMS microdevice in which they were cultured for 6 days. The roundness values were calculated as 4x(area)/(px(major axis)2)
at each time point up to 24 hours after removal. A rapid swelling of the MCTS is observed just after the removal and then roundness increases more
slowly.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g002
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Figure 3. Proliferation, hypoxia and apoptosis within MCTS grown in PDMS microdevices. (A) Transmitted light images of control and
confined MCTS grown in a PDMS microdevice for 6 days. (B) Detection by immunofluorescence of Ki67 staining (marker of proliferative cells). Mean
fluorescence intensity of 10 cryosections from 4 different control MCTS (from 3 independent experiments) and of 6 cryosections from 4 mechanically
confined MCTS (6 days in the PDMS microdevice; from 3 independent experiments). (C) Detection by immunofluorescence of Cyclin A staining. Mean
fluorescence intensity of 6 cryosections from 4 different control MCTS (from 3 independent experiments) and of 6 cryosections from 4 mechanically
confined MCTS (from 3 independent experiments). (D) Detection by immunofluorescence of hypoxia (pimonidazole; in green). Mean fluorescence
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occurring during growth and morphogenesis [24]. These cell
morphology parameters are closely related to cell-cell contacts and
cell-cell signaling, which are important for the mechanical
regulation of cell physiology. In the spheroid model, modification
of cell density could affect cell-cell contacts and this might
contribute to the specific cell features observed in confined
spheroids. More advanced cellular and molecular techniques are
required to investigate this hypothesis.
In addition and strikingly, growth-associated mechanical stress
resulted in mitotic defects. Cell division is a crucial step and its
accuracy relies on spatially and temporally tightly controlled
mechanisms. Positioning of the mitotic cleavage plane depends on
the interaction of the cell with the extracellular environment [25]
and with neighboring cells [26–28]. Moreover, several studies
showed that cell rounding, a common feature of cell division that
relies on hydrostatic pressure and cell cortex forces [29], is a key
parameter for correct mitosis progression [30–32]. As cell shape
and interaction with the microenvironment rely on and can be
modeled by forces, all these data emphasize the importance of
mechanical cues on cell division. Mechanical confinement has
been shown to impair mitotic cell rounding and to induce aberrant
cell division [33,34]. However, all these results were obtained
intensity of 8 cryosections from 8 different control MCTS (from 3 independent experiments) and of 8 cryosections from 6 mechanically confined MCTS
(from 4 independent experiments). The grey circle indicates the MCTS margins. (E) Cleaved PARP staining (apoptosis marker). Mean fluorescence
intensity of 6 cryosections from 6 control MCTS (two independent experiments) and of 6 cryosections from 6 mechanically confined MCTS (6 days in
the PDMS device; 4 independent experiments). c-PARP, cleaved PARP. The grey circle indicates the MCTS margins. (A–E) The dashed lines indicate the
PDMS walls. (A–D) The color scale indicates the fluorescence intensity (scale bar, 100 mm.). Nuclei are stained by DAPI (blue).
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g003
Figure 4. Mechanically confined growth impairs the regionalization of mitotic cells in MCTS. (A) Transmitted light images of a control
MCTS and of a MCTS grown in a PDMS microdevice for 6 days. (B) Upper panels: Detection by immunofluorescence of mitotic cells (anti-
phosphorylated Histone H3 antibody, pH3; in green) in cryosections of a control MCTS and a mechanically confined MCTS. The orientation of
mechanically confined MCTS cryosections is parallel to the bottom of the channel (middle, see also Fig 1C) and perpendicular to the bottom of the
channel (right, see also Fig 1C). Nuclei are stained with DAPI (blue). Lower panels: mean fluorescence intensity of pH3 staining in 8 cryosections from
6 control MCTS (3 independent experiments), 11 parallel cryosections from 11 mechanically confined MCTS (4 independent experiments) and 8
perpendicular cryosections from 6 mechanically confined MCTS (3 independent experiments). Dashed lines represent the walls of the PDMS channel.
White lines indicate the width of the area where mitotic cells are localized (scale bar, 100 mm). (C) Percentages of mitotic cells (pH3-positive cells) in
the peripheral (P) and the central (C) areas of control MCTS (n = 14 areas analyzed, from 7 MCTS from 3 experiments) and in the peripheral (P) and
central (C) areas and the tips (Tips) of confined MCTS (n = 29 areas analyzed, from 12 MCTS from 6 experiments). The bars correspond to the mean 6
SEM.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g004
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Figure 5. Growth-associated external mechanical stress leads to accumulation of cells arrested in mitosis. (A) Upper panel:
Immunodetection of EdU incorporation (green) and mitotic cells (pH3-positive, red) in a cryosection from MCTS grown in PDMS microdevices for
6 days. Nuclei are stained using DAPI (blue). Lower panel: High-contrast image of the immunodetection of EdU incorporation (white) (scale bar,
100 mm). (B) Analysis of EdU incorporation in mitotic cells. Images correspond to magnifications of the regions indicated by the white squares in A
from the tip (top panels) and the body (bottom panels) of a mechanically confined MCTS. The white arrow indicates a pH3- positive cell that is not
EdU-positive. This cell is next to a pH3-positive/EdU-positive cell. (C) Percentage of pH3-positive/EdU-negative cells in the body (589 mitotic cells from
48 cryosections) and in the tips (331 mitotic cells from 95 cryosections) of mechanically confined MCTS (20 MCTS from 4 independent experiments)
and in control (CTL) MCTS (358 mitotic cells from 34 cryosections from 15 MCTS from 4 independent experiment). Bars correspond to the mean 6
SEM. (D) Map showing the localization of pH3-positive/EdU-negative cells in 8 cryosections from 8 mechanically confined MCTS from 4 independent
experiments. The white line represents the outline of the MCTS and the red dots the localization of the pH3-positive/EdU-negative cells. The dashed
lines indicate the microdevice PDMS walls.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g005
Figure 6. Mechanically confined MCTS show bipolar spindle defects. (A) Maximal projection of two mitotic cells from two z-stacks of images
of a cryosection from a mechanically confined MCTS (6 days in the PDMS microdevice) incubated with an anti-cTubulin antibody (green). Nuclei were
stained with DAPI (blue) (scale bar, 5 mm). (B) Distribution (percentage) of mitotic cells as a function of the number of spindle poles in control MCTS
(CTL, 37 mitotic cells analyzed from 10 MCTS from 3 independent experiment) and in the body of mechanically confined MCTS (Confined, 66 mitotic
cells analyzed from 8 MCTS from 4 independent experiment). (C) Distribution of the pole-to-pole distance (in mm) in bipolar mitotic cells from the
control (CTL) and mechanically confined (Confined) MCTS analyzed in (B). The lines correspond to the mean 6 SD.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g006
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using 2D cell models or simple epithelia, and little is known about
the impact of such mechanical stress on cell division control within
tumors. The present study demonstrates that mitotic cell rounding
is not impaired within tumor spheroids cultured in growth-
associated stress conditions and that therefore it might not be
involved in the observed mitotic progression delay and mitotic
spindle defect. This result is not in agreement with a recent report
that shows a strong interplay between cell rounding at mitosis and
mitotic progression [33]. However, in this study isolated cells were
used, whereas we analyzed this interplay in a multicellular model
and in experimental conditions that mimic the behavior of a
growing micro-tumor in an anisotropic mechanical environment
resulting from tissue stiffness differences. On the other hand, in
such 3D model it is more difficult to identify the involved
molecular players. Understanding the discrepancies between our
results and previous literature data will require functional studies
based on loss-of-function experiments using pharmacological or
siRNA approaches that are currently under development.
Materials and Methods
Cell culture and spheroid generation
HCT116 colorectal cancer cells (ATCC) were cultured in
DMEM (Invitrogen) containing 10% FCS with 2 mM/l glutamine
Figure 7. Mechanical confinement does not impair mitotic cell rounding within MCTS. (A) Cryosections of a control MCTS and a
mechanically confined MTCS (6 days in the PDMS device), stained for DNA (blue) and E-Cadherin (green) (scale bar, 10 mm). The cell outlines are
drawn manually (green dashed line) to extract the area and the circularity of cells. (B) Area values of interphase cells (blue) and mitotic cells (orange)
in control MCTS and in the body and tips of mechanically confined MCTS (6 days in the PDMS microdevice). Lines correspond to the mean 6 SD. (C)
Circularity values of interphase cells (blue) and mitotic cells (orange) in control MTCS and in the body and tips of mechanically confined MCTS (6 days
in the PDMS microdevice). The error bars represent the mean6 SD. For control MCTS, 167 interphase cells and 175 mitotic cells were analyzed from 8
MCTS from 2 experiments. For confined MCTS, 307 interphase cells and 125 mitotic cells were analyzed in the body, and 146 interphase cells and 91
mitotic cells were analyzed in the tip, both from 10 MCTS from 4 experiments. (D) Cryosections of a mechanically confined MCTS stained for DNA
(blue), E-Cadherin (grey), EdU (green) and pH3 (red) (scale bar, 10 mm). (E) Area (left panel) and circularity (right panel) values of pH3-positive mitotic
cells in the body of mechanically confined MCTS relative to EdU incorporation (EdU+/pH3+: 79 cells analyzed, EdU2/pH3+: 43 cells analyzed, from 3
MCTS from 2 independent experiments). The lines correspond to the mean 6 SD.
doi:10.1371/journal.pone.0080447.g007
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and penicillin/streptomycin in a humidified atmosphere of 5%
CO2 at 37uC. Spheroids were prepared as previously described
[18,35]. Briefly, 500 cells/well were distributed in poly-HEMA-
coated 96-round bottom well plates. Plates were centrifuged (300 g
for 6 min) and then placed in a humidified atmosphere of 5%
CO2 at 37uC.
PDMS device
Polydimethylsiloxane (PDMS) is gas-permeable polymer, non-
toxic and considered as inert. We designed a channel-shape device
(Fig. 1) with reservoirs on both side to ensure homogeneous
feeding of the spheroids. PDMS was first degassed in a vacuum
chamber then poured on a silicium wafer (LAAS technical facility).
After a second degassing, PDMS was heated at 80uC for 6 hours.
PDMS was then peeled off from the wafer to make the molded
devices in which spheroids were transferred when they measured
about 300 mm in diameter.
Immunofluorescence on cryosections
Spheroids in free suspension or in PDMS microdevices were
fixed in formalin (Sigma) for 2–3 hrs, then washed with PBS and
stored at 4uC. After fixation, spheroids alone or within the PDMS
microdevice were incubated in 15% and then 30% sucrose in PBS
at 4uC for 24 h, embedded in Tissue-Tek (Sakura Finetek) and
then 7 mm- or 15 mm-thick cryosections were cut. After blocking in
PSB/1% BSA/0.5% Triton, sections were incubated with
antibodies against Ki67 (rabbit polyclonal, Santa Cruz, 1/200 at
4uC, overnight), cleaved PARP (rabbit monoclonal, Epitomics, 1/
1000 at 37uC, for 1 h), phosphorylated HistoneH3 (rabbit
polyclonal, Millipore, 1/2000 at 37uC, for 1 h), E-Cadherin
(mouse polyclonal, Abcam, 1/200 at 4uC, for 72 h) or cTubulin
(mouse polyclonal, Sigma, 1/5000 at 4uC, for 72 h). After washes
in PBS/0.1% Triton v/v, the secondary antibody was added for
1 h (anti-mouse or anti-rabbit conjugated with Alexa 488, Alexa
594 or Alexa647, Molecular Probes, 1/800, at room temperature).
DNA was stained using DAPI. An initial antigen retrieval step
(boiling in a solution containing 2 mM citric acid and 8 mM
sodium citrate for 367 mn) was included for the anti-Ki67 and -E-
Cadherin antibodies.
For hypoxia detection, spheroids were incubated at 37uC with
100 mM pimonidazole for 2 hours prior to fixation. The hypoxic
regions were revealed on cryosections by incubation with the
FITC-conjugated MAb1 for 2 h (HypoxyprobeTM-1 Plus Kit,
HPI; 1/300 at 37uC).
EdU labeling of spheroids
EdU labeling was performed by using the Click-iTH EdU Alexa
FluorH Imaging Kit (Molecular Probes). EdU (5-ethynyl-29-
deoxyuridine) is a thymidine analog that is incorporated into
newly synthesized DNA. EdU was added to the culture medium to
a final concentration of 10 mM. After 24 h incubation, spheroids
were rinsed in PBS and fixed. EdU detection, based on a specific
click reaction between EdU and the Alexa FLuorH 488 or 594 dye,
was performed following the manufacturer’s instructions.
Images acquisition and analysis
Transmitted light images of spheroids were acquired using a
MacroFluo Z16 APO microscope (Leica) fitted with a CoolSNAP
ES2 CCD camera (Roper). Time-lapse data of spheroids were
acquired using a widefield microscope (Zeiss) with a 10X objective
(NA 0.3). Roundness analyses were performed using the Cellomics
Technologies software (Compartimental Bioapplication-Thermo
Scientific). Briefly, the outline of the spheroid was automatically
detected and its roundness was calculated by the software.
Fluorescence images of 7 mm-spheroid sections were acquired
using a DM5000 (Leica) epifluorescence microscope, fitted with a
Roper COOLsnap ES CCD camera. Images were processed using
the Metavue and ImageJ software packages. The intensity
averaging corresponds to the calculation of the average intensity
of each pixel in the entire stack. It results in the production of an
image showing the average spatial distribution of the antibody of
interest. Cell counting was performed manually. Fluorescence
images of 15 mm-spheroid sections were acquired using a LSM510
NLO multiphoton confocal microscope (Carl Zeiss, Jena,
Germany) and a 63X objective. Imaging of immunofluorescence
experiments involved the sequential use of 488- and 594-nm lasers
and an IR pulsed laser at 750 nm for DAPI. Images were
processed using the Zen 2009 software (Zeiss). Cell shape and cell
density analyses were performed using ImageJ plugins. The cell
outlines were drawn manually and the ROI geometrical param-
eters were given by the software. The density analyses were
performed by counting the number of cell in ROI of 2500 mm2.
Cell polarity analyses were done using the Imaris 7.0.0 software
(Bitplane).
Statistical analyses
Distribution, histograms and the Wilcoxon Mann-Whitney test
were performed using the Microsoft Excel and Prism software
packages.
Supporting Information
Figure S1 Proliferation, hypoxia and apoptosis within
MCTS grown in PDMS microdevices. (A) Transmitted light
images of a control MCTS and a MCTS grown in a PDMS
microdevice for 6 days. (B) Detection by immunofluorescence of
proliferative cells (Ki67; in green) in cryosections from a control
MCTS and a mechanically confined MCTS (6 days in the PDMS
device); nuclei are stained by DAPI (blue) (representative
fluorescence image). (C) Detection by immunofluorescence of cells
in the G1 phase of the cell cycle (Cyclin A; in red) in cryosections
from a control MCTS and a mechanically confined MCTS
(6 days in the PDMS device). Nuclei are stained by DAPI (blue)
(representative fluorescence image). (D) Detection by immunoflu-
orescence of hypoxia (pimonidazole; in green) in cryosections from
a control MCTS and a mechanically confined MCTS (6 days in
the PDMS device). Nuclei are stained by DAPI (blue) (represen-
tative fluorescence image). (E) Detection by immunofluorescence
of apoptotic cells (c-PARP; in red) in cryosections from a control
MCTS and a mechanically confined MCTS (6 days in the PDMS
device). Nuclei are stained by DAPI (blue) (representative
fluorescence image). Scale bar, 100 mm. The dashed lines indicate
the PDMS walls. (F) Plot profiles of the mean Ki67 (top) and
Cyclin A (bottom) fluorescence intensity from Figure 3B and C,
respectively. For each antibody, the fluorescence intensity
corresponded to the average intensity in a 50 mm-wide ROI
spanning along the diameter of control MCTS (green) or along the
major axis (red) of mechanically confined MCTS, as shown in the
schematic representation of MCTS (upper panel).
(EPS)
Movie S1 MCTS removal from the PDMS microdevice.
Time-lapse analysis (image acquisition in transmitted-light) of a
spheroid removed from the PDMS microdevice and grown in
suspension (Zeiss Axiovert microscope, 10X objective). The movie
starts one minute after the removal from the microdevice and
covers a period of 5.5 hours.
(AVI)
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Figure 35 : Mesure des forces au sein des sphéroïdes par incision 
(A) Schéma représentant un sphéroïdes contraint après 6 jours de croissance entre deux murs de 
PDMS, en vue 3D et en vue de dessus. Deux types d’incision ont été effectuées sur les sphéroïdes 
contraints comme indiqué dans la troisième colonne de schémas. Une première incision des 
extrémités des sphéroïdes parallèlement aux murs (haut) aurait permis d’évaluer, par écartement 
des bords de l’entaille, si les extrémités des sphéroïdes étaient sous tension. Le deuxième type 
d’incision est perpendiculaire aux murs passant par le milieu des sphéroïdes (bas). Le gonflement 
ou la rétraction du bord de l’entaille permet d’évaluer la présence de forces de compression ou 
de tension dans le corps du sphéroïde. 
(B) Photos en lumière transmise d’un sphéroïdes contraints entre les murs de PDMS (à gauche) et 
30 sec, 3, 10 et 20 minutes après incision perpendiculaire. L’incision a été effectuée comme 
indiquée par la flèche bleue. Les lignes rouges présentent les extrémités du sphéroïdes 30 
secondes après incision. Le bord du coté de l’entaille se rétracte alors qu’il reste immobile du 
coté intact. Barre d’échelle : 100µm. 
A Vue 3D Vue de dessus Incision Relâchement des forces 
0 30 sec 3 min 10 min 20 min 
B 
Murs de PDMS 
Sphéroïde 
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3) Résultats complémentaires 
a) Analyse de la tension des sphéroïdes contraints 
Le groupe de G. Forgacs et M.S. Steinberg [188] ont mis au point  la mesure des propriétés 
viscoélastiques  des  agrégats  par  compression  entre  deux  plaques  parallèles.  Suite  à  une 
compression  courte  en  durée,  les  propriétés  élastiques  de  l’agrégat  lui  permettent  de 
retendre rapidement vers sa forme initiale. Suite à une compression prolongée, cette phase 
rapide de relâchement élastique est suivie d’un relâchement plus lent et plus long associé à 
un réarrangement cellulaire  jusqu’à ce que  l’équilibre des  forces au sein du sphéroïde soit 
atteint. Lors du  retrait des sphéroïdes des microdispositifs, nous observons également ces 
deux phases  (Figure 2B et 2C de  l’article).  Le premier  relâchement  rapide  signifie que  les 
sphéroïdes  étaient  effectivement  comprimés  entre  les murs  de  PDMS.  Cependant,  cette 
méthode ne permet pas de quantifier  le niveau de  compression  subit par  les  cellules des 
sphéroïdes, ni la résistance réciproque exercée par les sphéroïdes sur les murs de PDMS. 
 
Nous  avons  tenté  de  mettre  en  évidence  les  tensions  et/ou  compressions  au  sein  des 
sphéroïdes dans  les microdispositifs en réalisant des  incisions des sphéroïdes contraints et 
en analysant le relâchement induit (Figure 35A), de façon similaire aux expériences réalisées 
par le groupe de R.K. Jain [39] (Figure 8). L’incision des extrémités des sphéroïdes contraints 
parallèlement aux murs aurait pu révéler une tension circonférentielle des extrémités. Mais 
celle‐ci, en s’accompagnant d’une sortie quasiment systématique des sphéroïdes d’entre les 
murs, empêchait  l’analyse de  l’écartement des bords de  l’entaille. L’incision des sphéroïdes 
perpendiculairement aux murs passant par  le milieu des sphéroïdes permettrait de révéler 
une tension des cellules par rétraction des sphéroïdes, ou une compression des sphéroïdes 
par  gonflement  du  bord  de  l’entaille.  Effectivement,  la  rétraction  des  bords  incisés  a  été 
observée  plusieurs  fois  (Figure  35B  et  Film2)  et  suggère  que  les  cellules  du  corps  des 
sphéroïdes  contraints  sont  sous  tension  orientée  parallèlement  aux murs.  Cependant,  le 
gonflement  du  bord  de  l’entaille  n’a  pas  pu  être  observé  parce  que  les  incisions,  faites 
manuellement, n’étaient pas parfaitement verticales. L’extraction de résultats solides aurait 
nécessité le développement d’une technique de coupe automatique. 
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Figure 36 : Analyse des sphéroïdes libérés des 
dispositifs 
(A) Images d’intensité de fluorence maximale du 
marquage des cellules mitotiques (H3P) de 5 coupes à 
congélation d’un sphéroïde retiré du microdispositif 
depuis 2, 6 et 14h.  
(B) Images d’intensité de fluorence maximale du 
marquage des cellules apoptotiques (Parp-c) de 5 coupes 
à congélation de 5 sphéroïdes retirés des microdispositifs 
depuis 24h. 
Les cercles représentent le pourtour de chaque 
sphéroïde. Barre d’échelle : 100µm. 
A 
B C 
D 
(C) Image en fluorescence d’une coupe à congélation d’un sphéroïde retiré du microdispositif 
depuis 24h dont l’ADN (bleu), les cellules prolifératives (EdU, vert) et les cellules mitotiques (H3P, 
rouge) ont été marquées. 
(D) Graphe représentant le pourcentage de cellules mitotiques EdU-négatives (H3P+/EdU-) 
compté dans le corps des sphéroïdes contraints entre les murs de PDMS (Contraint), à la 
périphérie des sphéroïdes contrôles (Contrôle) et dans l’ensemble des sphéroïdes retirés des 
microdispositifs depuis 24h (Retrait). Les barres d’erreur représentent l’écart type. 
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b) Analyse des gradients des sphéroïdes libérés des dispositifs  
Afin  d’analyser  le  devenir  des  cellules  au  sein  des  sphéroïdes  lorsqu’ils  sont  retirés  des 
microdispositifs,  le  pourcentage  de  cellules  mitotiques  EdU  négatives  a  été  compté  sur 
coupes à congélation de sphéroïdes retirés des microdispositifs depuis 24h. Le pourcentage 
de cellules mitotiques EDU‐négatives chute en 24h jusqu’au niveau des sphéroïdes contrôles 
(Figure 36D, n=49 de 15 sphéroïdes  issus de 4 expériences  indépendantes). Le changement 
d’’environnement des sphéroïdes  impacte sur  le comportement de ces cellules mitotiques, 
mais également  sur  l’organisation globale des  sphéroïdes. En effet,  le  retour à une  forme 
sphérique des sphéroïdes s’accompagne de la mise en place rapide des gradients d’oxygène 
et de nutriments, desquels résultent la redistribution des zones prolifératives exclusivement 
en périphérie et  l’apparition d’un cœur nécrotique en moins de 24h  (Figure 36B‐C). Cette 
réorganisation se met en place progressivement, comme le montre la disparition progressive 
des cellules mitotiques au centre des sphéroïdes retirés des murs au fur et à mesure de leur 
relâchement  (Figure  36A).  Ces  observations  effectuées  sur  coupes  à  congélation  ne 
permettent pas de déterminer le devenir des cellules arrêtées en mitose. Seule une analyse 
dynamique  de  la  progression  en mitose  permettrait  de  suivre  le  devenir  de  ces  cellules 
mitotiques. 
 
c) Analyse de  l’impact des contraintes mécaniques sur  l’hétérogénéité génétique 
au sein des sphéroïdes 
La contrainte mécanique, en allongeant la durée de progression en mitose, pourrait induire 
des  défauts  de  ségrégation  des  chromosomes  ou  de  division.  Afin  de  vérifier  cette 
hypothèse,  des  analyses  de  la  polyploïdie  et  de  l’aneuploïdie  accumulées  au  sein  des 
sphéroïdes contrôles et contraints ont été réalisées. 
 
i. Analyse de la polyploïdie 
Brièvement,  les sphéroïdes ont été dissociés et réensemencés dans des boites de pétri. Les 
cellules  ont  été  traitées  14h  au  Paclitaxel  pour  induire  une  accumulation  en mitose,  et 
différencier  les  cellules  euploïdes  en  G2  comportant  4N  chromosomes,  des  cellules 
polyploïdes en G1 comportant 4N chromosomes. Le marquage des cellules avec l’Iodure de 
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Figure 37 : Analyse de l’effet de la contrainte mécanique sur
le taux de cellules polyploïdes au sein des sphéroïdes
(A) Résultat d’une analyse du contenu en ADN des cellules
provenant de la dissociation de sphéroïdes contrôles (gauche)
et de sphéroïdes contraints (droite) mesurée au cytomètre
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Propidium a permis de mesurer  leur contenu en ADN. La quantité de cellules polyploïdes a 
été évaluée à partir du pourcentage de cellules possédant plus de 4N chromosomes (Figure 
37A  et  37B).  Cependant,  sur  deux  expériences  indépendantes,  aucune  différence  du 
pourcentage  de  polyploïdie  n’a  été  mis  en  évidence  entre  les  cellules  provenant  des 
sphéroïdes contrôles (13,2 +/‐ 2,8%) et celles des sphéroïdes contraints (12,8 +/‐ 1,5%). 
Dans  le  cas où  l’accumulation de  cellules polyploïdes ne pouvait pas être mesurée  car  ce 
phénomène était  trop  faible, une amplification de  l’hétérogénéité cellulaire a été mise en 
place. Pour cela, les mêmes cellules dissociées des sphéroïdes contrôles et contraints ont été 
réutilisées  après  réensemencement  pour  refaire  des  sphéroïdes  contrôles  et  contraints 
respectivement. Ce protocole détaillé dans la figure 37C a été effectué deux fois et à chaque 
réensemencement,  les  cellules  polyploïdes  ont  été  analysées  en  cytométrie  comme 
précédemment (sans traitement au Paclitaxel). Les mesures (Figure 37D) ne montrent pas de 
tendance  de  variation  du  pourcentage  de  cellules  polyploïdes  induite  par  la  contrainte 
mécanique au fur et à mesure des réensemencements. 
 
ii. Analyse de l’aneuploïdie 
L’aneuploïdie a été analysée par étalement des chromosomes et analyse des caryotypes. Le 
protocole d’étalement des  cellules pour  l’analyse est détaillé dans  le  chapitre Matériel et 
Méthodes.  Le  contenu  en  chromosomes  de  74  cellules  respectivement  issues  de  la 
dissociation  de  sphéroïdes  contrôles  et  de  celle  des  sphéroïdes  contraints  (3  expériences 
indépendantes)  a  pu  être  précisément  déterminé  (Figure  38B).  Le  nombre  de  cellules 
euploïdes  (46  chromosomes)  et  aneuploïdes  (45  ou  47  chromosomes)  a  été  déterminé. 
Figure 37 (suite de la légende) : 
(B) Graphe présentant  le pourcentages de  cellules possédant plus de 4N  chromosomes 
comptées  dans  les  cellules  provenant  de  sphéroïdes  contrôles  (vert)  et  de  sphéroïdes 
contraints (rouge). Les barres d’erreur représentent l’écart type. 
(C) Protocole d’amplification de  l’hétérogénéité cellulaire en réensemençant des cellules 
provenant  de  la  dissociation  de  sphéroïdes  contrôles  (à  gauche)  ou  de  sphéroïdes 
contraints  (à  droite). Après  chaque  dissociation  et  réencemencement,  des  cellules  sont 
prélevées  et  analysées  au  cytomètre  après  marquage  au  Iodure  de  Propidium 
(successivement A1, A2 et A3). 
(D) Graphe présentant  le pourcentages de  cellules possédant plus de 4N  chromosomes 
comptées  dans  les  cellules  provenant  de  sphéroïdes  contrôles  (vert)  et  de  sphéroïdes 
contraints  (rouge)  après  un  (A1),  deux  (A2)  ou  trois  (A3)  passage  sous  forme  de 
sphéroïdes. Les barres d’erreur représentent l’écart type.  
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Figure 38 : Analyse de l’effet de la contrainte mécanique sur le taux de cellules polyploïdes au
sein des sphéroïdes
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correctement. Les chromosomes entourés en vert sont ceux qui sont automatiquement détecté
par la logiciel comme nécessitant une détection manuelle.
(B) Graphe présentant le nombre de cellules euploïdes (46 chromosomes) ou aneuploïdes (45
ou 47 chromosomes) provenant de sphéroïdes contrôles (vert) et de sphéroïdes contraints
(rouge). Les barres d’erreur représentent l’écart type.
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Seules 6 cellules aneuploïdes supplémentaires ont été observées dans les cellules provenant 
des sphéroïdes contraints par rapport aux cellules provenant des sphéroïdes contrôles. Cette 
différence n’est donc pas significative, mais peut suggérer une tendance d’augmentation de 
l’aneuploïdie sous l’effet des contraintes mécaniques. La difficulté du protocole pour obtenir 
un bon étalement des cellules réduisait nettement le rendement de l’analyse des cellules. En 
effet, les HCT116 sont de petites cellules et un étalement parfait est nécessaire pour que les 
chromosomes puissent être  individualisés  les uns des autres (Figure 38A). La mise au point 
d’un protocole optimisé aurait nécessité davantage de temps. 
 
4) Discussion 
a) Les microdispositifs en PDMS sont adaptés à la croissance des sphéroïdes 
Le  PDMS  présente  une  rigidité  (~750  kPa)  proche  de  celle  des  tissus.  De  ce  fait,  il  peut 
reproduire  la résistance réciproque qu’exercent  les tissus environnants sur  la croissance de 
la  tumeur.  Sa  résistance  a  induit  l’élongation  des  sphéroïdes  et  l’accumulation  de  stress 
solide  au  cours  de  leur  croissance.  De  plus,  la  forme  de  la  gouttière  s’est  révélée 
avantageuse  car  la  direction  des  contraintes  subies  par  les  cellules  était  contrôlée  et 
unidirectionnelle. Ceci  représentait un avantage à  l’analyse,  comparativement aux  travaux 
du groupe de R.K. Jain [60] dans  lesquels  les modifications du gel d’agarose  induites par  la 
croissance du sphéroïde sont à l’origine de contraintes mécaniques variables sur le pourtour 
du sphéroïde. Cependant, notre dispositif ne permet pas de mesurer et d’analyser les forces 
exercées par  les sphéroïdes sur  les bords des gouttières, et qui sont directement  liées aux 
contraintes  qu’ils  subissent.  Les méthodes  qui  ont  été  essayées  pour  résoudre  ce  point 
critique sont décrites ci‐dessous. 
 
b) La croissance des sphéroïdes entre les murs de PDMS contraint mécaniquement 
les sphéroïdes 
Nous  avons  démontré  la  présence  de  forces  de  compression  et  de  tension  au  sein  des 
sphéroïdes  contraints  par  des  méthodes  de  relâchement  de  ces  forces,  soit  par  retrait 
d’entre les murs, soit par incision des sphéroïdes. Cependant, ces méthodes ne nous ont pas 
permis  de  déterminer  ni  l’amplitude  ni  la  distribution  des  forces  présentes  au  sein  des 
sphéroïdes. 
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La  technique de  suivi de billes  fluorescentes  [40, 189] est difficilement applicable dans du 
PDMS  car  ce  silicone,  bien  qu’il  soit  optiquement  transparent,  induit  des  aberrations 
optiques importantes qui rendraient difficile le suivi précis et exact de billes micrométriques. 
La  fabrication  de microdispositifs  en  agarose  ou  en  phytagel  permettrait  d’adapter  cette 
technique pour mesurer  les  forces de tractions qu’exercent  les sphéroïdes sur  les murs du 
dispositif, mais les contraintes exercées sur le sphéroïde seraient certainement moindres et 
pourraient  induire  un  comportement  multicellulaire  différent.  L’ajout  de  microgouttes 
lipidiques fluorescentes dans  les sphéroïdes [192] pourrait permettre de déduire  les forces 
qu’exercent  les  cellules  localement  au  sein  des  sphéroïdes  selon  leur  position  dans  le 
sphéroïde et selon  l’état de compression de ce dernier. Mais cette technique nécessiterait 
également une  imagerie  fine dans un échantillon dense et compressé entre deux murs de 
PDMS. 
 
Des mesures de rigidité des sphéroïdes contraints ont été envisagées par microscopie à force 
atomique.  Le  balayage  de  la  surface  des  sphéroïdes  contraints  aurait  pu  permettre  de 
révéler les différences de rigidité à la surface du sphéroïde entre les zones proches des murs 
et celle au centre. Cependant,  le balayage d’une zone aussi grande reste difficile à réaliser 
avec les AFM, et l’accès aux zones les plus proches des murs est presque impossible avec le 
cantilever. La comparaison de ces mesures avec  les sphéroïdes contrôles nécessite que des 
mesures  soient  prises  sur  ces  sphéroïdes  flottants,  et  qu’ils  soient  donc  immobilisées 
pendant  la mesure  de  force  atomique,  sans  que  leur  rigidité  n’en  soit  impactée.  Cette 
difficulté technique a aussi mis un frein à des mesures de rigidité de surface par microscopie 
à force atomique. 
 
En conclusion, nous nous sommes heurtés à la difficulté d’évaluer la modification des forces 
induites par la croissance entre les murs de PDMS, tout en sachant qu’il serait intéressant de 
disposer de cette information afin d’établir une corrélation entre la présence de contraintes, 
l’état de compression et de tension des cellules, et les comportements cellulaires observés.  
 
c) La croissance sous contrainte mécanique modifie le gradient de prolifération 
Les  contraintes  mécaniques  résultant  de  la  croissance  des  sphéroïdes  dans  un 
environnement confiné  induisent  la présence des cellules prolifératives sur  l’ensemble des 
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sphéroïdes  contraints,  contrairement  aux  sphéroïdes  contrôles.  En  effet,  les  cellules 
prolifératives  sont  présentes,  bien  qu’en  quantité  réduite,  au  centre  des  sphéroïdes 
contraints, alors qu’elles sont restreintes aux couches cellulaires  les plus périphériques des 
sphéroïdes contrôles (Figures 3B, 3C et S1B, S1C et S1F de l’article). La contrainte mécanique 
induit  donc  une modification  du  gradient  de  prolifération  au  sein  des  sphéroïdes.  Cette 
modification  du  gradient  peut  s’expliquer  par  la modification  du  gradient  d’oxygène.  En 
effet,  le PDMS  étant permissible  aux  gaz,  les  sphéroïdes  contraints ne présentent pas de 
zones hypoxiques (Figures 3D et S1D de l’article). Le contrôle de la diffusion des nutriments 
est  plus  compliqué  à  effectuer.  La  diffusion  de  grosses  protéines  au  sein  des  sphéroïdes 
pourrait être confirmée par  la révélation de  l’albumine par l’Evans Blue ou de  l’ovalbumine 
couplée  à  un  fluorophore,  mais  aucun  des  protocoles  utilisés  n’a  fonctionné  sur  les 
sphéroïdes. Toutefois,  la présence de cellules ayant  incorporé de  l’EdU  localisées au centre 
des sphéroïdes contraints suggèrent que la quantité de nutriments au centre des sphéroïdes 
contraints est suffisante pour le passage du point R de restriction et l’entrée des cellules en 
phase G1 du cycle. 
 
Dans  les sphéroïdes contraints,  il y a davantage de cellules en prolifération aux extrémités 
des  sphéroïdes  que  dans  les  zones  en  contact  avec  les murs  de  PDMS  (Figure  3B‐C  de 
l’article). Le groupe de R.K. Jain [60] avait montré que la prolifération se concentrait dans les 
régions de moindre  stress, ce qui  induisait une croissance orientée. De  la même  façon,  la 
prolifération  se  fait  dans  les  zones  probablement  moins  comprimées  des  sphéroïdes 
contraints,  et  cette  régionalisation  serait  responsable  de  la  croissance  allongée  des 
sphéroïdes. 
 
La modification du gradient de prolifération sous l’effet de la contrainte mécanique pourrait 
également  être  due  à  une  modification  de  la  durée  du  cycle  cellulaire  induite  par  la 
contrainte mécanique. Un  allongement  de  la  progression  dans  le  cycle  cellulaire  pourrait 
expliquer que davantage de cellules soient encore marquées par le Ki67 alors qu’elles sont à 
une distance des bords du sphéroïde qui justifierait qu’elles ne prolifèrent plus. Un outil qui 
permettrait  d’explorer  cette  question  est  la  lignée  HCT116  co‐exprimant  les  rapporteurs 
Fucci  (Fluorescent Ubiquitination‐based  Cell  Cycle  Indicator),  qui  sont  deux  biomarqueurs 
fluorescents  permettant  de  repérer  la  position  de  la  cellule  dans  le  cycle  cellulaire  [193, 
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194].  Son  utilisation  permet  de  connaître  la  répartition  des  cellules  dans  les  différentes 
phases du cycle en fonction de leur localisation dans le sphéroïde contraint, et d’identifier un 
potentiel allongement de la durée du cycle cellulaire. 
 
En cultivant des sphéroïdes dans des gels d’agarose, l’équipe de R.K. Jain avait observé une 
augmentation du nombre de cellules apoptotiques [60]. Au contraire, il n’y a pas d’induction 
de l’apoptose dans les sphéroïdes contraints entre les deux murs de PDMS. Cette différence 
pourrait résulter d’un temps de culture des sphéroïdes différent, d’une réponse spécifique à 
la  lignée cellulaire utilisée (lignée 67NR de carcinome mammaire murin non métastatique), 
ou des différences entre  les dispositifs expérimentaux utilisés. Des travaux plus anciens de 
cette même équipe avaient quant à eux montré une diminution des pourcentages de cellules 
prolifératives et apoptotiques au sein de sphéroïdes cultivés dans des gels à 1% d’agarose 
[59]. Parallèlement,  la densité cellulaire est augmentée.  Ils  font  l’hypothèse que  la densité 
cellulaire confère un avantage de survie aux cellules, inhibant ainsi les programmes de mort 
cellulaire.  La  croissance entre  les murs de PDMS  s’accompagne d’une augmentation de  la 
densité  cellulaire  (Figure 2A de  l’article), qui pourrait également  conférer un avantage de 
survie  aux  cellules.  Cependant,  l’absence  de mort  cellulaire  peut  aussi  s’expliquer  par  la 
modification des gradients d’oxygène et de nutriments dans les sphéroïdes contraints.  
 
d) La contrainte mécanique empêche la progression en mitose 
La méthode de détection des cellules proliférative par  incorporation d’EdU au cours de  la 
réplication de  l’ADN permet de marquer toutes  les cellules qui sont passées par  la phase S 
de  synthèse d’ADN pendant  la durée d’incubation. Les cellules mitotiques qui ne  sont pas 
révélées  par  le marquage  EdU  ont  en  fait  passé  la  phase  S  depuis  plus  de  24h. De  cette 
observation découle trois hypothèses :  
‐ Ces cellules progressent très lentement dans le cycle,  
‐ Ces cellules n’ont que très lentement progressé en G2 avant de finalement entrer en 
mitose, 
‐ Ces cellules sont arrêtées en mitose. 
Un défaut de progression des cellules en G2  laisserait sous entendre qu’il y a eu activation 
de point de contrôle G2/M, qui empêche  les cellules ayant subi des dommages à  l’ADN de 
passer en mitose.  
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De  la même  façon,  l’arrêt des cellules en mitose peut provenir de  l’activation du point de 
contrôle mitotique,  le SAC. L’activation du SAC peut être  révélée par  immunofluorescence 
sur coupe par  l’accumulation des protéines régulatrices du SAC au niveau des kinétochores 
des  chromosomes.  Le marquage des protéines  activatrices du  SAC  est punctiforme.  Il  est 
donc difficile à repérer dans  les cellules des sphéroïdes, qui sont des structures denses. Le 
SAC  est  activé dans  toutes  les  cellules mitotiques  jusqu’à  ce qu’elles mettent en place  la 
plaque  métaphasique.  Elles  ne  représentent  qu’un  faible  pourcentage  de  la  population 
cellulaire  du  sphéroïde  à  un  temps  donné.  La  vérification  de  l’état  du  point  de  contrôle 
mitotique  dans  les mitoses  qui  n’ont  pas  été  révélées  par  l’EdU  est  donc  compliqué.  Le 
marquage  par  immunofluorescence  sur  coupes  à  congélation  n’aboutit  pas 
systématiquement. Aucun des 9 anticorps qui ont été essayés n’a révélé de marquages qui 
auraient pu correspondre à une activation du SAC. 
Une alternative aurait été d’empêcher  l’activation du point de contrôle mitotique dans  les 
sphéroïdes  par  des méthodes  de  perte  de  fonction,  et  d’analyser  si  le  taux  de  cellules 
mitotiques  EdU‐négatives  chute dans  les  sphéroïdes  contraints.  La mise  en œuvre de  ces 
méthodes  reste  difficile  sur  les  sphéroïdes. D’une  part,  au  vu  de  la  durée  de  culture  des 
sphéroïdes, la transfection transitoire des cellules avant formation des sphéroïdes n’est pas 
compatible avec la conservation du transgène jusqu’à l’analyse. D’autre part, la transfection 
transitoire des cellules des sphéroïdes déjà  formés risque d’être  limitée par  la pénétration 
peu profonde des transgènes. 
 
Si  l’hypothèse  de  l’arrêt  des  cellules  en mitose  induite  par  la  contrainte mécanique  est 
avérée,  la proximité des cellules mitotiques EdU‐négatives et de cellules mitotiques qui ont 
incorporées de l’EdU dans les sphéroïdes contraints est perturbante. Ce phénomène pourrait 
s’expliquer  parce  que  les  cellules  mitotiques  EdU  positives  sont  également  arrêtées  en 
mitose, mais depuis moins de 24h. Cela  laisse entendre qu’elles ont pu entrer en mitose 
alors même qu’elles étaient dans un environnement non propice à  la progression normale 
en mitose. Une autre possibilité est que  ces  cellules ne  soient pas arrêtées en mitose, et 
qu’elles  progressent  en mitose  car  elles  ont  une meilleure  capacité  d’adaptation  à  leur 
microenvironnement, alors même que certaines mitoses voisines se sont arrêtées car elles 
ne pouvaient plus s’adapter à leur environnement. 
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Cette hypothèse nous amène à proposer un modèle qui pourrait expliquer  la présence de 
cellules arrêtées en mitose sous l’effet de la contrainte. A mesure de la division des cellules, 
le  sphéroïde  contraint  croît,  augmente  sa  compression  et  accumule  du  stress  solide.  Les 
cellules  localisées  dans  le  corps  du  sphéroïde  entrent  en  mitose,  et  s’arrondissent  en 
conséquence.  Cependant,  la  croissance  du  sphéroïde  induit  une  augmentation  de 
contraintes au sein du sphéroïde, qui se répercute en partie sur la cellule mitotique. Celle‐ci 
ne parvient plus à progresser en mitose, et s’arrête. Une autre mitose à ses côtés pourrait 
être capable d’entrer en mitose et parviendrait à la terminer si elle ne subissait pas d’excès 
de  contraintes  mécaniques.  Cet  arrêt  en  mitose  sous  l’effet  d’une  augmentation  des 
contraintes pourrait également dépendre du stade de la mitose auquel la cellule perçoit les 
contraintes. Ce phénomène induit l’accumulation des cellules arrêtées en mitose au cours de 
la croissance allongée des sphéroïdes entre  les murs de PDMS,  jusqu’à ce que ces cellules 
mitotiques passent à un autre état. 
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PARTIE 2 : 
ETUDE DE L’IMPACT DES CONTRAINTES MECANIQUES SUR LE DEROULEMENT 
DE LA MITOSE AU SEIN DES SPHEROIDES 
 
Les résultats précédents révèlent que les contraintes mécaniques pourraient induire un arrêt 
ou un délai de la progression des cellules en mitose. Ce délai pourrait être dû à un défaut de 
mise en place du  fuseau mitotique dans  les cellules mitotiques, qui n’est pas associé à un 
défaut d’arrondissement des cellules au moment de la division. Dans cette deuxième partie 
des  résultats,  nous  nous  intéressons  à  l'impact  des  contraintes  mécaniques  sur  la 
dynamique de progression des cellules en mitose au sein des sphéroïdes. Afin d’analyser la 
dynamique de progression en mitose des cellules des sphéroïdes, nous avons utilisé le SPIM 
(Single  Plane  Illumination  Microscopy),  qui  est  particulièrement  adapté  à  l’imagerie 
dynamique et en 3D des sphéroïdes, comme présenté en introduction générale. 
 
1) Analyse de la dynamique de progression en mitose dans les sphéroïdes contrôles 
a) Détermination des différentes étapes de  la mitose, en 3D et en temps réel, au 
sein des sphéroïdes 
Afin de pouvoir  suivre  les divisions  cellulaires  au  sein des  sphéroïdes, des  acquisitions de 
sphéroïdes constitués de  cellules HCT116 exprimant  l’histone H2B  fusionnée à  la mCherry 
(HCT116‐H2B‐mCherry) ont été réalisées. Cette lignée cellulaire permet de détecter tous les 
noyaux au sein du sphéroïde et de suivre  la dynamique des évènements chromosomiques 
qui ont  lieu pendant  la mitose. Les conditions d'imagerie en SPIM utilisées  sont détaillées 
dans  la  section Matériel  et Méthodes  [181].  Pour  chaque  sphéroïde  étudié,  un  stack  de 
150µm  est  réalisé  toutes  les  4  minutes  sur  une  durée  inférieure  à  4h  (Film3).  Cette 
résolution permet de suivre, grâce  au logiciel de représentation 3D Imaris, la dynamique des 
évènements chromosomiques qui ont lieu pendant la mitose (Figure 39A‐B, Film4). Le début 
de  la  condensation  de  la  chromatine  est  repérable  à  l’aspect  granuleux  des  noyaux.  La 
condensation  et  l'organisation  des  chromosomes  peuvent  être  suivies  jusqu’à 
l’établissement de  la plaque métaphasique,  identifiée par  l'organisation des chromosomes 
en  un  cylindre  très  aplati  axialement,  plein  et  homogène  sans mouvement  apparent  de 
 
AB
0 min 16,7 min 26,7 min
Condensation
33,3 min 43,3 min 46,6 min 63,3 min
Figure 39 : Durée des étapes de la mitose des cellules
des sphéroïdes contrôles
Anaphase
(A) Projection maximale d’un stack de 130µm d’un
sphéroïde en suspension acquis au SPIM. La zone
encadrée et agrandie à droite, et montre ainsi la
résolution suffisante à la détection de cellules
mitotiques dans un échantillon aussi grand et dense.
Barre d’échelle : 100µm.
(B) Images de la progression en mitose d’une cellule
C
Métaphase
d’un sphéroïde contrôle, en représentation 3D, d’après
une acquisition effectuée avec le SPIM. La durée
représente le temps à partir de la condensation de
l’ADN (0 min). La plaque métaphasique, fine et
homogène, est établie à 33,3 minutes, et l’anaphase se
déroule à 46,6 minutes. Les images encadrées en bleue
d à l ll l ê i lcorrespon ent a ce u e au m me temps, ma s se on
un angle de vue différent. Les schémas encadrés en
vert représentent la plaque métaphasique sous forme
d’un cylindre blanc aplati fin et homogène, selon les
deux angles de vue correspondant aux images du
dessus.
Promet Met P+M
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chromosomes  individuels. Le début de  la métaphase est défini au temps auquel  l'ellipsoïde 
formé par  l'ensemble des chromosomes est  le plus aplati. A  l’anaphase,  la  séparation des 
deux lots de chromosomes est très nettement visible. 
Le repérage de ces différents évènements  lors du suivi en temps réel de  la progression en 
mitose permet de mesurer facilement la durée de la prométaphase (comprise entre le début 
de  la condensation et  le premier temps où  la plaque métaphasique est établie) et  la durée 
de la métaphase (comprise entre le premier temps où la plaque métaphasique est établie, et 
l’anaphase).  Un  pas  de  temps  de  4  minutes  entre  chaque  acquisition  a  été  utilisé.  Les 
sphéroïdes  étudiés  dans  ces  expériences  sont  équivalents  aux  sphéroïdes  contrôles  des 
expériences  de  croissance  entre  les murs  de  PDMS,  c’est‐à‐dire  qu’ils mesurent  environ 
700µm de diamètre. 
 
b) Analyse de la durée des phases de la mitose dans les sphéroïdes contrôles 
Des données de  l’équipe montrent que  la durée moyenne des mitoses dans  les sphéroïdes 
de  cellules HCT116, depuis  la  condensation  jusqu’à  la  cytocinèse et décondensation de  la 
chromatides des cellules filles, est de l’ordre de 90 minutes.  
Les résultats des mesures des durées de prométaphase et de métaphase dans les sphéroïdes 
en conditions contrôle révèlent que la durée moyenne de chaque étape est de 16 (+/‐ 9) et 
13  (+/‐  5)  minutes  respectivement  (Figure  39C).  7,5%  des  mitoses  ont  une  durée  de 
prométaphase  supérieure  à  30  minutes,  moins  de  2%  des  mitoses  ont  une  durée  de 
métaphase qui excède 30 minutes, au  total moins de 5,3% des mitoses ont une durée de 
prométaphase  et  de métaphase  cumulée  supérieure  à  60 minutes  (n>100 mitoses).  Ces 
mesures  confirment  la possibilité de  suivre et de quantifier  la progression des  cellules en 
mitose en temps réel au niveau des couches périphériques des sphéroïdes. Elles permettent 
d'avoir une première caractérisation de la dynamique de progression des cellules en mitose. 
De plus, elles montrent que  les durées de  la prométaphase et de  la métaphase sont assez 
homogènes sur l’ensemble des mitoses. 
 
Figure 39 (suite de la légende) : 
(C)  Graphe  représentant  la  durée  (+/‐  déviation  standard),  en  minutes,  de  la 
prométaphase  (Promet),  de  la métaphase  (Met)  et  de  la  prométaphase  et métaphase 
cummulées (P+M), pour des mitoses de sphéroïdes contrôles. Chaque point correspond à 
une mitose.  
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2) Analyse de la dynamique de progression en mitose dans les sphéroïdes contraints 
a) Caractérisation des sphéroïdes placés sous contrainte isotrope en agarose 
La  stratégie  d'analyse  décrite  ci‐dessus  n'est  pas  applicable  au modèle  de  sphéroïde  en 
croissance entre les murs de PDMS. Des données de l’équipe montrent en effet que le PDMS 
induit  d’importantes  aberrations  optiques  (R.  Jorand,  données  non  publiées).  Le  saut 
d’indice entre  le milieu et  le PDMS est aussi  important que celui existant entre  l’eau et  le 
verre,  et  dévie  largement  la  feuille  de  lumière  lorsqu’elle  attaque  le  PDMS, mais  dévie 
également le trajet des photons émis. Ces contraintes optiques ne permettaient donc pas de 
réaliser l’imagerie de sphéroïdes contraints en faisant passer les trajets optiques à travers le 
PDMS. De surcroît, il était très difficile de contrôler précisément l’orientation du dispositif de 
PDMS contenant le sphéroïde contraint de façon à ce que les trajets optiques d’illumination 
et de détection ne traversent pas le PDMS.  
 
Afin de pouvoir accéder à  la dynamique de progression en mitose au sein des sphéroïdes, 
nous avons opté pour une contrainte induite par la croissance dans de l’agarose. Le groupe 
de R.K. Jain [59] a été le premier à tenter de quantifier l’accumulation de stress mécanique 
induit par la croissance de sphéroïdes enrobés dans de l’agarose. Ils montrent que l’agarose, 
dès une concentration de 0,3%, réduit la croissance des sphéroïdes (Figure 34B). A partir de 
0,7%  d’agarose,  la  croissance  des  sphéroïdes  cause  l’accumulation  de  stress  dans  le  gel 
directement  adjacent  au  sphéroïde.  Par  contre,  au‐delà  de  1%  d’agarose,  la  rigidité  de 
l’agarose est telle qu’elle induit l’inhibition totale de la croissance des sphéroïdes. Il montre 
également que la croissance des sphéroïdes peut induire des fractures dans le gel [60]. Ceci 
modifie la distribution des contraintes mécaniques, et le sphéroïde s’adapte en prenant une 
forme allongée qui lui permet de croître dans les zones de moindre stress (Figure 10A et 33). 
Par  ailleurs,  les  données  de  l’équipe  ont montré  que  l’agarose  induit  peu  d’aberrations 
optiques  avec  un  indice  de  réfraction  proche  de  celui  de  l’eau  [195].  La  croissance  en 
agarose  est  expérimentalement  réalisable  dans  les  cuves  en  phytagel  utilisées  pour 
l'imagerie en temps réel des sphéroïdes [181]. 
 
En nous appuyant sur ces données, nous avons enrobé les sphéroïdes avec de l’agarose Low 
Melting Point à 1%. A cette concentration,  la croissance des sphéroïdes s’accompagne d’un 
 
Figure 40 :  Caractéristiques de la croissance des sphéroïdes dans un gel d’agarose 
(A) Images en lumière transmise de sphéroïdes libres en suspension dans du milieu 
(haut) ou contraint dans de l’agarose (bas) de concentration 1% depuis 24 et 48h. Au 
temps 0, les sphéroïdes font 300µm de diamètre. On remaque que le sphéroïde 
rompt le gel de 1% dès 48h. Barre d’échelle : 100µm  
(B) Graphe représentant les courbes de croissance (+/- écart-type) de sphéroïdes 
libres dans du milieu (Contrôle) ou contraint dans de l’agarode 1% (Agarose). Au 
début des mesures, les sphéroïdes font 300µm de diamètre. La croissance est 
mesurée à partir de l’aire des sphéroïdes détectée sur des images en lumière 
transmise semblables à celles de (C).  
(C) Images représentant la moyenne d’intensité de fluorescence du marquage des 
cellules apoptotiques (Parp-C) de plusieurs coupes de sphéroïdes contrôles (haut) et 
de sphéroïdes contraints (bas). On note qu’il n’y a pas d’avantage d’induction de 
mort cellulaire par la contrainte mécanique qu’en condition contrôle. La cercles 
blancs représentent les pourtours des sphéroïdes. Barre d’échelle : 200µm. 
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arrondissement  presque  parfait  des  sphéroïdes  visible  dès  24h,  et  d’une  rupture  et  d’un 
envahissement  du  gel  par  les  cellules  à  partir  de  30  heures  de  culture  (Figure  40A).  Ces 
phénomènes prouvent  l'existence d'une contrainte mécanique associée à  la croissance des 
sphéroïdes dans le gel d'agarose. Nous avons décidé d’étudier la progression des cellules en 
mitoses  après  24h  de  croissance  des  sphéroïdes  dans  l’agarose  1%.  Cette  contrainte 
mécanique  n’affecte  pas  la  croissance  des  sphéroïdes,  comme  le montrent  les  analyses 
réalisées  sur  des  sphéroïdes  de  300µm  de  diamètre  (Figure  40B).  Nous  avons  mesuré 
l’évolution  de  l’aire  des  sphéroïdes  (Figure  40B)  des  conditions  contrôles  (n=31)  et  des 
conditions  contraintes  (n=23).  Les  résultats  montrent  qu’il  n’y  a  pas  d’inhibition  de  la 
croissance des sphéroïdes lors des 24 premières heures de culture dans de l’agarose 1%. 
Afin de vérifier  l’effet de  la croissance en agarose sur l’induction de  la mort cellulaire, nous 
avons  réalisé  des  marquages  des  cellules  apoptotiques  (Parp‐clivée)  sur  coupes  à 
congélation de sphéroïdes contrôles et de sphéroïdes contraints pendant 24h (Figure 40C). 
La  moyenne  de  l’intensité  de  marquage  de  plusieurs  coupes  montre  qu’il  n’y  a  pas 
d’induction  de mort  cellulaire  dans  les  sphéroïdes  contraints  par  rapport  aux  sphéroïdes 
contrôles. 
 
Ces  résultats  nous  ont  confortés  dans  le  choix  de  concentration  d’agarose  à  1%  pour 
analyser l'impact d'une contrainte mécanique sur la dynamique de progression en mitose au 
sein des sphéroïdes. 
 
b) Analyse de la durée des phases de la mitose dans les sphéroïdes contraints 
La dynamique de progression en mitose des cellules des sphéroïdes contraints en agarose 
depuis 24h a été analysée comme décrit précédemment (Figure 41A, Film 5 et 6). L’analyse 
des  durées  des  étapes  de  prométaphase  et  de  métaphase  des  mitoses  des  sphéroïdes 
contraints en agarose (n>40) révèle une différence notable de la durée de la prométaphase 
avec ceux des sphéroïdes contrôles (Figure 41B). En effet,  la durée de  la prométaphase est 
en moyenne  augmentée  d’une  dizaine  de minutes  (27  +/‐  15 minutes,  contre  16  + /‐  9 
minutes en condition contrôle), mais les résultats obtenus montrent surtout une dispersion 
plus  importante des valeurs en condition contrainte. Ainsi, une sous‐population de cellules 
en mitose présente des durées de prométaphase comprises entre 45 et 60 minutes, alors 
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que  cette  population  est  inexistante  en  condition  contrôle.  Une  organisation  des 
chromosomes  en  rosace  est  également  nettement  visible  au  cours  de  cette  phase  de  la 
mitose dans les sphéroïdes contraints en agarose. 
A  l’inverse,  la  contrainte  mécanique  semble  avoir  peu  d’impact  sur  la  durée  de  la 
métaphase. Celle‐ci voit sa moyenne maintenue proche de celle de  la condition contrôle et 
sa  dispersion  augmente  peu  (15  + /‐  10 minutes  contre  13  +/‐  6 minutes  en  condition 
contrôle). 
 
Ces  résultats  montrent  que  la  contrainte  mécanique  induit  un  délai  de  progression  en 
prométaphase, et n’a qu’un  impact mineur sur  la progression en métaphase des mitoses 
dans les sphéroïdes. 
 
3) Discussion 
a) Une  organisation  des  chromosomes  en  rosace  est  visible  dans  les  cellules 
mitotiques des sphéroïdes contraints 
Lors de l’analyse de la progression des cellules mitotiques dans les sphéroïdes contraints, la 
conformation  en  rosace,  prise  par  les  chromosomes  de  façon  récurrente  pendant  la 
prométaphase, est nettement observable. Cette conformation consiste en un disque proche 
de celui obtenu à  la métaphase mais qui est vide de chromosomes en son centre,   dont  le 
contour est irrégulier et l’épaisseur supérieure à celle des plaques métaphasiques (Figure 21 
et 41A). Cette conformation en rosace est  le plus souvent associée à un allongement de  la 
durée  de  la  prométaphase  dans  les  sphéroïdes  contraints  (Film  6).  Cette  conformation 
propre à  la prométaphase, est connue de  longue date [196] et a été décrite au cours de  la 
prométaphase sans altération de la mitose. Elle dure en moyenne 5 minutes. 
Il se trouve qu’elle est effectivement visible épisodiquement dans  les sphéroïdes contrôles. 
Ayant un pas de temps de 4 minutes entre chaque acquisition, ceci explique qu’elle n’est que 
transitoirement  aperçue  au  cours  des mitoses  dans  les  sphéroïdes  contrôles.  Le  fait  que 
cette  organisation  soit  plus  systématiquement  visible  dans  les  sphéroïdes  contraints  est 
associé à l'allongement de la prométaphase dans cette condition. Ainsi, sa persistance dans 
les sphéroïdes contraints suggère un défaut de capture des kinétochores des chromosomes 
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par  les microtubules pour  former  la plaque métaphasique. Un défaut de mise en place du 
fuseau bipolaire pourrait donc expliquer ces observations. 
 
b) La contrainte mécanique induit un délai de progression en prométaphase 
Le délai de progression en prométaphase mis en évidence  semblerait donc provenir d'un 
défaut de mise en place du fuseau. Ce délai en prométaphase laisse penser que le point de 
contrôle mitotique a été activé. Nous n’avons pas pu mettre en évidence l’activation du SAC 
à cause de problèmes techniques. Cependant, la plupart des cellules analysées parviennent à 
établir une plaque métaphasique et à progresser en anaphase, suggérant que les défauts du 
fuseau existant  aient pu être  corrigés ou  compensés.  Il existe de nombreuses  raisons qui 
peuvent  expliquer  un  défaut  de mise  en  place  du  fuseau  bipolaire.  Certaines  des  causes 
entrainant ce défaut de mise en place du fuseau et qui pourrait être corrigées par un délai 
en prométaphase sont présentées dans les paragraphes suivants. 
 
i. Défaut de duplication des centrosomes 
Le  défaut  de  mise  en  place  du  fuseau  bipolaire  pourrait  s’expliquer  par  un  défaut  de 
duplication des centrosomes. 
Le  contrôle  du  cycle  de  duplication  des  centrosomes  implique  de  nombreux  acteurs 
moléculaires.  Il  est  partiellement  régulé  de  la  même  façon  que  le  cycle  cellulaire.  Par 
exemple,  la déplétion des complexes Cdk2‐CyclineE bloque  la duplication des centrosomes 
[197]. 
L’absence de démonstration de liens entre l’environnement mécanique et la duplication des 
centrosomes pour le bon déroulement de la mitose n’exclut pas l’hypothèse que le délai en 
prométaphase observé dans les sphéroïdes contraints résulte d’une décoordination entre la 
duplication des centrosomes et  le cycle cellulaire.  Il est envisageable que  la séparation des 
centrioles parentaux pour permettre  la mise en place du fuseau bipolaire soit par exemple 
retardée par la contrainte mécanique. 
 
ii. Défauts de dynamique des microtubules 
L’établissement  d’un  fuseau métaphasique  nécessite  que  la  cellule mitotique  ait  contrôlé 
tous ses éléments biochimiques et biomécaniques pour parvenir à un état d’équilibre. Cet 
état d’équilibre est apparent,  car  il  résulte d’un  contrôle précis de  toutes  les dynamiques 
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pour  qu’elles  s’équilibrent  les  unes  les  autres  [198].  Le  fait  qu’un  seul  kinétochore  non 
correctement attaché aux microtubules empêche la transition vers l’anaphase [199] prouve 
bien  qu’un  léger  déséquilibre  des  forces  empêche  la  progression  de  la  mitose  par  des 
signaux biochimiques  (tel que  le changement de conformation de Mad2)  [120].  Il est donc 
possible que la contrainte mécanique modifie l’état biomécanique des cellules et entraîne un 
déséquilibre qui met plus de temps à être corrigé. 
 
Puisque nous observons une conformation des chromosomes en rosace, c’est que  la  force 
d’éjection polaire existe dans les cellules des sphéroïdes sous contrainte. Il est probable que 
l’attachement  des  microtubules  aux  kinétochores  soit  perturbé  par  la  contrainte  et 
ralentisse la transition vers la plaque métaphasique. 
Des protéines motrices accrochées aux chromosomes,  les chromokinésines, participent à  la 
régulation  de  la  dynamique  des  microtubules  pour  l’établissement  de  la  plaque 
métaphasique [200]. Les effets antagonistes des chromokinésines Kid et Kif4A permettent de 
moduler  les  mouvements  de  centrosomes  pour  mieux  les  aligner  sur  la  plaque 
métaphasique.  Elles  participent  à  la  régulation  de  la  dynamique  des microtubules, mais 
peuvent cibler des populations de microtubules distinctes. Par exemple, Kif18A supprime la 
polymérisation  des  microtubules  kinétochoriaux,  tandis  que  Kif4A  supprime  celle  des 
microtubules  non  kinétochoriaux.  Ces  régulations  apparemment  opposées  contribuent  à 
limiter les mouvements des centromères. Ce résultat n’est qu’un exemple parmi l’ensemble 
des  chromokinésines  qui  participent  à  la  régulation  de  la  dynamique  des microtubules, 
prouvant que cette régulation est complexe.  
Le groupe de B. Baum  [131]   montre que  le défaut de mise en place du  fuseau dans des 
cellules  confinées  peut  être  corrigé  par  un  allongement  des  microtubules.  Dans  leur 
expérience, l’allongement est permis par  la déplétion d’une kinésine de désassemblage des 
microtubules  associés  aux  centrosomes,  MCAK  (Mitotic  Centromere‐Associated  Kinesin), 
mais  l’on peut  imaginer que, selon  le contexte cellulaire,  l’adaptation des dynamiques des 
microtubules  peut  provenir  de  la  cellule  elle‐même.  Cet  exemple  illustre  l’adaptation 
possible de la dynamique des microtubules à l’état cellulaire pour la progression en mitose.  
 
La stabilité de l’attachement des microtubules aux kinétochores est aussi très importante car 
les chromosomes pourront alors être alignés correctement sur  la plaque métaphasique par 
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les microtubules,  avant  l’anaphase. Deux exemples  illustrent  clairement  l’implication d’un 
défaut  d’attachement  stable  de  microtubules  aux  kinétochores  dans  un  délai  en 
prométaphase. Le premier démontre que  la déplétion en Nuf2, une protéine du complexe 
Ndc80 nécessaire à  l’attachement stable des microtubules aux kinétochores [201], perdure 
plus longuement la conformation des chromosomes en rosace [116]. Le deuxième concerne 
la protéine Spindly chez la Drosophile, qui régule la localisation de la dynéine au niveau des 
kinétochores  [202].  Son  inhibition  réduit  la  tension  aux  kinétochores  et  empêche  la 
stabilisation des microtubules kinétochoriaux.  Il en résulte un délai en prométaphase et un 
mauvais  alignement  des  chromosomes  sur  la  plaque  métaphasique.  Un  défaut 
d’attachement  correct  des microtubules  aux  kinétochores  pourrait  très  bien  expliquer  le 
délai  en prométaphase  associé  à une  configuration des  chromosomes  en  rosace dans  les 
sphéroïdes sous contrainte mécanique. L’attachement stable prendrait plus de temps mais 
serait  finalement  établi  par  la  suite,  peut‐être  grâce  à  des  mécanismes  redondants 
d’attachement des microtubules aux kinétochores. 
 
De  la même  façon que dans  les sphéroïdes contraints entre  les murs de PDMS,  le délai en 
prométaphase pourrait s’apparenter à un défaut de bipolarité. Celui‐ci pourrait s’expliquer 
par un défaut de  séparation des centrosomes. Les  forces générées par  le mouvement des 
microtubules participent à la séparation des centrosomes [203]. Lorsque les centrosomes ne 
sont  pas  correctement  séparés,  le  fuseau  a  plus  de  difficultés  à  s’organiser,  il  peut  en 
résulter  un  délai  en  mitose.  La  régulation  des  forces  nécessaires  à  la  séparation  des 
centrosomes  fait  intervenir  de  nombreuses  protéines :  la  Dynéine  [204],  Eg5  [205]  la 
chromokinésine KLP3A [206], Nuf2 [207], etc. 
 
La  régulation des  forces par  la dynamique des microtubules est certainement encore plus 
complexe que  ce que nous  en  savons  à  l’heure  actuelle. C’est  l’intégration de  toutes  ces 
petites unités  créatrices et  gestionnaires des  forces qui permet  l’établissement du  fuseau 
mitotique à l’équilibre. Il est donc envisageable que les contraintes mécaniques induisent un 
défaut dans  la création des  forces  internes par  les protéines motrices ou par  les protéines 
régulatrices  des  microtubules,  et  soient  ainsi  responsables  de  l’allongement  en 
prométaphase  observé,  jusqu’à  ce  qu’une  adaptation  efficace  se  mette  en  place  pour 
l’établissement  du  fuseau mitotique.  Puisqu’il  existe  des mécanismes  redondants  pour  le 
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déroulement correct de  la mitose,  l’analyse et  la compréhension des  interactions entre  les 
différents  éléments  résultant  en  un  allongement  de  la  prométaphase  sous  contrainte 
mécanique  s’avèrent  particulièrement  compliquées,  surtout  si  l’on  considère  les  lacunes 
scientifiques concernant la dynamique du fuseau mitotique dans sa globalité [198]. 
 
iii. Défaut de dynamique du cytosquelette d’actomyosine 
L’établissement,  la  régulation  et  la  fonction  du  fuseau  mitotique  ont  longtemps  été 
considérés  comme  dépendant  exclusivement  du  cytosquelette  des  microtubules. 
Cependant, de plus en plus d’études démontrent la participation évidente du cytosquelette 
d’actomyosine dans le contrôle du fuseau mitotique [208]. 
 
Tout d’abord, l’actine corticale permet l’arrondissement des cellules mitotiques, dont le but 
peut‐être d’élargir l’espace cellulaire pour le bon déroulement de chacune des étapes de la 
mitose. Le groupe de B. Baum [131] propose qu’une grande partie des défauts de formation 
du fuseau mitotique soient associés à un défaut d’arrondissement des cellules mitotiques. Ils 
montrent  que,  lorsque  les  cellules  sont  mécaniquement  confinées,  le  défaut 
d’arrondissement entraîne un défaut d’organisation des chromosomes en rosace, un défaut 
de capture des kinétochores par les microtubules,  un allongement de la durée des mitoses. 
Afin de vérifier si un défaut d’arrondissement peut expliquer le phénotype observé dans les 
sphéroïdes contraints, l’aire et la circularité des cellules mitotiques ont été comparées entre 
les sphéroïdes contrôles et les sphéroïdes contraints (Figure S1). De la même façon que pour 
les cellules mitotiques des sphéroïdes confinés entre les deux murs de PDMS, il n’y a pas de 
défaut  d’arrondissement  des  cellules  mitotiques  dans  les  sphéroïdes  contraints  dans 
l’agarose. Ainsi,  leur modèle de confinement de cellules uniques ne semble pas reproduire 
ce  qui  existe  dans  des microtumeurs.  Dans  notre modèle,  l’arrondissement  des  cellules 
mitotiques  est  peut‐être  permis  par  une  adaptation  du  tissu  entier  à  la  contrainte 
mécanique  environnante,  et  n’est  probablement  pas  impliqué  dans  le  défaut  de mise  en 
place du fuseau mitotique. 
 
Il est maintenant établi que  le cytosquelette d’actomyosine participe, en coordination avec 
les microtubules, à la séparation et au positionnement des centrosomes après la dislocation 
de  l’enveloppe  nucléaire.  Le  groupe  de  B.  Baum  [209]  démontre  que  l’inhibition  de  la 
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contractilité  du  cytosquelette  d’actomyosine  empêche  la  séparation  complète  des 
centrosomes  après  la  dislocation  de  l’enveloppe  nucléaire.  Le  fuseau mitotique  se  forme 
anormalement entre les centrosomes regroupés dans un coin de la cellule. Il semblerait que 
ce  soit  la  coordination entre  la  contraction et  l’expansion du  cortex par  la myosine  II qui 
entraîne  les  centrosomes  jusqu’à  leur  localisation  terminale, par  le biais des microtubules 
astraux. Cao et al. [210], quant à eux, montrent que la séparation précoce des centrosomes 
dans  l’embryon  de  Drosophile  nécessite  un  réarrangement  dynamique  de  l’actine  en 
l’interphase. Cependant, un défaut de séparation des centrosomes par l’inhibition de l’actine 
est ensuite compensé par un autre mécanisme plus tardif. 
Les deux études  s’accordent  à montrer que  le  cytosquelette d’actomyosine est  impliquée 
dans  la  séparation  des  centrosomes.  Dans  notre  cas,  la  contrainte  mécanique  pourrait 
induire  un  défaut  de  cytosquelette  d’actomyosine  qui  ralentirait  le  positionnement  des 
centrosomes, et ainsi l’établissement du fuseau mitotique. 
 
Bien qu’il y ait peu d’arguments pour cette hypothèse, un défaut de dynamique de  l’actine 
pourrait  aussi  être  impliqué  dans  le  délai  en  prométaphase.  Il  a  déjà  été  décrit  que 
l’augmentation de polymérisation des filaments d’actine entraîne une localisation anormale 
de l’actine autour des chromosomes condensés et un délai de transition de la métaphase à 
l’anaphase  dans  les  cellules  hématopoïétiques  [211].  La mauvaise  localisation  de  l’actine 
pourrait être une barrière physique pour  la capture et  la séparation des chromosomes, ce 
qui expliquerait le délai en mitose observé dans les cellules de cette étude. Cette hypothèse 
n’est  donc  pas  exclue  pour  l’explication  du  phénotype  observé  dans  les  cellules  des 
sphéroïdes sous contraintes. 
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Figure 42 : Modèle cellulaire du déroulement de la mitose dans les cellules des sphéroïdes
(A) Dans un sphéroïde en suspension, le cortex d’actine participe à la mise en place du fuseau
mitotique grâce à ses mouvements contractiles qui entrainent les microtubules astraux
accrochés au cortex Ces mouvements participent à l’éloignement et au positionnement des
Contractilité du cortex d’actine
Mouvement des centrosomes
Contraintes mécaniques
.
centrosomes, et permettent aux microtubules kinétochoriaux d’attraper les chromosomes pour
les aligner sur la plaque métaphasique.
(B) Selon l’hypothèse 1, les contraintes mécaniques pourraient induire une organisation
différente du cortex d’actine comparativement aux cellules mitotiques des sphéroïdes en
suspension, par exemple avec une accumulation plus importante d’actine sous la membrane
plasmique. Davantage de temps serait alors nécessaire à la réorganisation d’un cortex d’actine
efficace pour l’établissement du fuseau mitotique.
(C) Selon l’hypothèse 2, les contraintes mécaniques pourraient déstabiliser le cytosquelette
d’actomyosine. Ainsi, ce dernier devient inefficace, et un autre mécanisme devrait prendre le
relai pour permettre l’établissement du fuseau mitotique.
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PARTIE 3 : 
ETUDE  DE  L’IMPLICATION  DU  CYTOSQUELETTE  D’ACTOMYOSINE  DANS  LE 
DEROULEMENT DE LA MITOSE AU SEIN DES SPHEROÏDES 
 
Le cytosquelette d’actomyosine participe activement à l’établissement du fuseau mitotique, 
en arrondissant les cellules [89], en séparant les centrosomes [209] et en orientant le  fuseau 
mitotique  [139], tout en prenant en compte de  façon continue  le contexte mécanique des 
cellules en division. Pour  la  suite de  l’étude, nous nous  sommes  appuyés,  sur un modèle 
cellulaire  qui  regroupe  ces  rôles  du  cytosquelette  d’actomyosine  (Figure  42).  Dans  les 
sphéroïdes  sous  contrainte  mécanique,  le  cytosquelette  d’actomyosine  perçoit 
l’environnement  contraint,  ajuste  son  organisation  et  participe  à  la mécanotransduction 
intracellulaire. Il est envisageable que le délai en prométaphase induit par la contrainte soit 
la  conséquence  d'une modification  de  l'organisation  du  cytosquelette  d’actomyosine  en 
réponse à la contrainte mécanique (deux hypothèses sont détaillées dans la Figure 42B‐C). 
Cette partie porte sur l'implication du cytosquelette d'actomyosine dans la progression des 
cellules en mitose au sein des sphéroïdes contrôles et contraints. 
 
1) Analyse de l’impact de la déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine sur 
l’organisation de l’actine au sein des sphéroïdes 
Nous avons souhaité agir à deux niveaux pour inhiber le cytosquelette d’actomyosine : d’une 
part, en inhibant la contractilité des filaments d’actine, d’autre part en inhibant l’assemblage 
et donc la dynamique des filaments d’actine. 
 
a) Inhibition de la contractilité des filaments d’actine par la Blebbistatine 
La Blebbistatine est une  inhibiteur de  l’activité ATPase de  la myosine II [212]. La myosine II 
ne peut plus utiliser l’énergie de l’ATP pour changer de conformation. La Blebbistatine induit 
la  rupture  du  réseau  établi  avec  l’actine,  mais  également  entre  l’actine  et  les  sites 
d’adhésion. Il en résulte un système contractile déstabilisé [213]. 
   
Figure 43 : Impact des traitements sur l’organisation des filaments d’actine 
Marquage du cytosquelette d’actine (Phalloïdine, vert) et de l’ADN (DAPI, bleu) sur coupe à 
congélation de sphéroïdes contraint non traité (Agarose non traité), contraint traité à la 
Blebbistatine (Agarose + Blebbistatine) et contraint traité à la Latrunculine A (Agarose + 
Latrunculine A). Barre d’échelle : 10µm. 
Agarose non traité Agarose + Blebbistatine Agarose + Latrunculine A 
Ac
tin
e 
(P
ha
llo
ïd
in
e)
 
AD
N
/A
ct
in
e 
140 
141 
 
Des données de l’équipe ne montrent pas d’effet net de la Blebbistatine sur l’organisation du 
cytosquelette  d’actine  de  cellules HCT116  cultivées  en  2D  après  2h  de  traitement,  et  ce 
jusqu’à la concentration de 50µM. Pourtant, la Blebbistatine a un effet sur la formation des 
sphéroïdes dès 5h de  traitement à 5µM. Afin d’être certains d’inhiber en grande partie  la 
myosine II, nous avons choisi de traiter les sphéroïdes avec 20µM de Blebbistatine pendant 
24h.  
Bien  que  la  diffusion  de  molécules  200  fois  plus  grosses  que  la  Blebbistatine  (comme 
l’Albumine)  à  travers  l’agarose  ait  déjà  été  démontrée  [214],  la  diffusion  de  la  drogue  à 
travers l’agarose et le phytagel, qui constitue les parois des cuves utilisée pour l’imagerie en 
temps réel, a été vérifiée. La diffusion de  la Blebbistatine a été analysée en comparant  les 
concentrations par mesure d'absorbance à  l'extérieur et à  l'intérieur de cuves d'agarose et 
de phytagel. Les résultats présentés en annexe  (Figure S2) montrent de  faibles différences 
de concentration après diffusion. Dans les conditions expérimentales utilisées pour l'analyse 
de sphéroïdes en SPIM, les épaisseurs d'agarose et de phytagel étant beaucoup plus faibles, 
ces résultats indiquent que l’effet des gels sur la diffusion des drogues semble négligeable. 
 
Sur  coupes  à  congélation  de  sphéroïdes  contraints  traités  à  la  Blebbistatine,  dont  les 
filaments d’actine ont été  révélés par  la Phalloïdine, on  remarque qu’il existe  toujours un 
réseau d’actine, bien qu’il soit différent de celui des sphéroïdes contraints non traités (Figure 
43). Les cellules possèdent un réseau d’actine cortical relativement  fin et homogène. Mais 
dans d’autres  zones du  sphéroïde, on observe une accumulation de  filaments d’actine qui 
semblent organisés de  façon multidirectionnelle. Ces zones correspondent peut‐être à des 
protrusions membranaires qui n’ont pas été  rétractées après blebbing. Les blebs  sont des 
protrusions de la membrane plasmique découplées du cortex d’actine. Le détachement de la 
membrane  plasmique  du  cortex  d’actine  permet  au  cytosol  de  s’infiltrer  dans  cette 
protrusion qui  grossit en  conséquence. Au‐delà d’une  certaine  taille,  le  cortex d’actine  se 
reforme à  l’intérieur du bleb. Ensuite,  la myosine II est recrutée pour guider  la rétractation 
du bleb jusqu’à sa disparition. Ce phénomène est aussi inhibé par la Blebbistatine [215]. Ses 
observations suggèrent qu’après 24h de traitement à  la Blebbistatine,  l'actine corticale est 
toujours présente sans différence d'intensité évidente sur les images analysées. 
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Figure 44 : Impact des traitements sur la durée des étapes de la mitose de cellules de sphéroïdes
contraints dans de l’agarose
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contraint dans l’agarose depuis 24h, en représentation 3D d’après une acquisition effectuée avec le
SPIM. La durée représente le temps à partir de la condensation de l’ADN (0 min). Une rosace est
visible à 20,4 minutes. La plaque métaphasique est établie à 27,4 minutes, et l’anaphase se déroule
à 41,1 minutes. Les images encadrées en bleue correspondent à la cellule au même temps (27,4
min), mais selon un angle de vue différent.
(B) Images de la progression en mitose d’une cellule d’un sphéroïde traité à la Latrunculine A et
contraint dans l’agarose depuis 24h, en représentation 3D d’après une acquisition effectuée avec le
SPIM. La durée représente le temps à partir de la condensation de l’ADN (0 min). Une rosace se
devine à 12,4 minutes. La plaque métaphasique est établie à 29,0 minutes, et l’anaphase se déroule
à 45,5 minutes.
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b) Déstabilisation  de  la  dynamique  d’assemblage  des  filaments  d’actine  par  la 
Latrunculine A 
Nous avons  choisi d’inhiber  l’assemblage des  filaments d’actine en  traitant  les  sphéroïdes 
avec  la  Latrunculine  A  [216].  La  Latrunculine  forme  des  complexes  avec  l’actine 
monomérique, et empêche ainsi son assemblage en filaments. 
Les données de  l’équipe montrent que  sur des cellules cultivées en 2 dimensions au  fond 
d’une boite de pétri, les effets de la Latrunculine A sur l’organisation des filaments d’actine 
sont visibles dès 2h de  traitement à 0,1µM. Nous avons donc choisi une concentration de 
0,5µM afin d’assurer une déstabilisation correcte des filaments d’actine jusqu’en profondeur 
dans  les  sphéroïdes.  Le  marquage  des  filaments  d’actine  sur  coupes  à  congélation  de 
sphéroïdes  contraints  et  traités  à  la  Latrunculine  A montre  une  forte  désorganisation  du 
réseau d’actine (Figure 43). L’actine corticale a presque disparu, et reste très disparate là où 
elle persiste encore. En d’autres endroits,  il y a des accumulations très fortes d’actine sans 
qu’aucune architecture ne puisse être distinguée. Ce seul contrôle suffit à convaincre de  la 
pénétration de la drogue jusqu’au sphéroïde contraint dans l’agarose. 
 
2) Analyse de l’implication du cytosquelette d’actomyosine sur la durée des étapes 
de la mitose dans les sphéroïdes contraints 
Nous  avons  traité  les  sphéroïdes  à  partir  du moment  où  nous  les  avons  transférés  dans 
l’agarose 1% afin de faire coïncider l’effet des drogues avec le changement d’environnement 
mécanique.  L’agarose  dans  lequel  étaient  contraints  les  sphéroïdes,  et  les  milieux  dans 
lesquels  baignaient  les  sphéroïdes  contraints  comportaient  tous  les  traitements  aux 
concentrations  choisies.  Nous  avons  imagé  la  dynamique  de  progression  en mitose  des 
cellules dans les sphéroïdes 24h après  (Figure 44A et Films 7 et 8 concernant les sphéroïdes 
contraints traités à la Blebbistatine, et Figure 44B et Films 9 et 10 concernant les sphéroïdes 
contraints traités à la Latrunculine A). 
 
Figure 44 (suite de la légende) : 
(C) Graphe représentant  la durée (+/‐ déviation standard) de  la prométaphase (Prometa) 
et  la durée de métaphase  (Met) pour  les mitoses des  sphéroïdes  contraints non  traités 
(rouge)  et  des  sphéroïdes  contraints  traités  avec  la  Blebbistatine  (vert)  ou  avec  la 
Latrunculine A (violet). Chaque point représente une mitose.  
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Les résultats des mesures de durées de la prométaphase et de la métaphase sont présentés 
dans la figure 44C.  
La première conclusion déduite de ces mesures, est que la déstabilisation du cytosquelette 
dans les sphéroïdes contraints ne bloque pas la progression des cellules en mitose.  
 
La Blebbistatine  induit une  légère augmentation de  la durée moyenne de  la prométaphase 
et n’en change que peu la distribution (33 +/‐ 19 minutes, n>55) par rapport aux sphéroïdes 
contraints  non  traités  (27  +/‐  15 minutes).  Les  durées  de  prométaphase  inférieures  à  13 
minutes  n’apparaissent  plus.  Une  sous‐population  de  mitoses  dont  la  durée  de  la 
prométaphase  est  particulièrement  élevée,  entre  50  et  70  minutes,  est  observée.  La 
différence  de  durée  de  prométaphase  entre  ces  deux  conditions  apparait  significative 
d’après les tests statistiques, mais au vu de la faible différence entre elles, nous considérons 
l’effet  de  l’inhibition  de  la myosine  II  sur  l’induction  du  délai  en  prométaphase  par  les 
contraintes mécaniques comme étant faible. 
De plus, la Blebbistatine n’induit qu’une très légère hausse de la durée de la métaphase. 
 
La Latrunculine A n’induit pas d’augmentation de  la durée de  la prométaphase  (29 +/‐ 10 
minutes, n>30) comparativement à  la condition contrainte non  traitée. La dispersion de  la 
population  est  légèrement  diminuée.  Une  nouvelle  fois,  il  n’y  a  pas  d’effet  net  de  la 
déstabilisation des filaments d’actine sur la durée de la métaphase. 
 
En  conclusion,  ces  résultats  montrent  que  la  déstabilisation  du  cytosquelette 
d’actomyosine  ne  semble  pas  avoir  d’effet  supplémentaire  sur  la  progression  en 
prométaphase dans les sphéroïdes contraints. 
 
3) Analyse de l’implication du cytosquelette d’actomyosine dans le déroulement des 
mitoses dans les sphéroïdes contrôles 
Pour  déterminer  si  le  cytosquelette  d’actomyosine  est  impliqué  dans  le  délai  en 
prométaphase  observé  dans  les  mitoses  des  sphéroïdes  contraints,  il  est  nécessaire  de 
vérifier  l’impact de  la déstabilisation du  cytosquelette d’actomyosine dans des  sphéroïdes 
non contraints. En effet, nous pourrons vérifier si, en absence de contraintes mécaniques, la 
déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine induit un délai en prométaphase. Si elle n’en 
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induit  pas,  c’est  que  le  phénotype  que  nous  observons  n'impliquerait  pas  l’intégrité  du 
cytosquelette  d’actomyosine.  Si  elle  en  induit  un,  c’est  que  la  déstabilisation  du 
cytosquelette  d’actomyosine  pourrait  mimer  un  effet  de  la  contrainte,  suggérant  qu'en 
condition  de  croissance  sous  contrainte,  le  délai  en  prométaphase  puisse  impliquer  une 
déstabilisation  du  cytosquelette  d'actomyosine. Cependant,  ces  résultats  seront  à  étudier 
avec prudence, car  la déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine peut  induire un délai 
en prométaphase en condition contrôle par un mécanisme différent de celui qui  intervient 
dans la progression en prométaphase des sphéroïdes sous contrainte mécanique.  
 
a) Analyse de la durée des étapes de la mitose 
Les sphéroïdes contrôles ont été traités avec la Blebbistatine ou la Latrunculine A 24h avant 
d’imager  la  dynamique  de  progression  en mitose  des  cellules  au  SPIM.  Les  résultats  des 
mesures de durées de  la prométaphase et de  la métaphase  sont présentés dans  la  figure 
45A.  
A nouveau, nous  remarquons que même en présence d’un  cytosquelette d’actomyosine 
déstabilisé, les cellules progressent en mitose dans les sphéroïdes non contraints. 
 
Cependant,  l’analyse  des  durées  des  phases  montrent  que  la  déstabilisation  du 
cytosquelette d’actomyosine a un  impact différent dans  les sphéroïdes contrôles que dans 
les  sphéroïdes  contraints.  L’inhibition  de  la  fonction  de  la myosine  II  fait  disparaitre  les 
durées  de  prométaphases  inférieures  à  10  minutes  et  celles  supérieures  à  30  minutes 
(n>20).  En  conséquence,  la  durée  moyenne  des  prométaphases  dans  les  sphéroïdes 
contrôles  traités  à  la  Blebbistatine  est  légèrement  supérieure  à  celle  des  sphéroïdes 
contrôles  non  traités  (19+/‐  5 minutes  contre  16  +/‐  9 minutes).  De  la même  façon,  la 
Blebbistatine semble réduire la dispersion des valeurs de durée de métaphase par rapport à 
la condition non traitée. 
Ces résultats suggèrent que l’inhibition de la fonction ATPase de la myosine II n’empêche pas 
le déroulement de la mitose mais réduit les variations possibles de durée de ces étapes. 
 
La Latrunculine A rend beaucoup plus difficile l’analyse de la durée des étapes de la mitose, 
et particulièrement de  l’étape de prométaphase, pour une raison principale : elle  induit un 
 
Figure 45 : Comparaison des effets de la déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine sur le déroulement des mitoses 
entre les sphéroïdes contrôles et les sphéroïdes contraints 
(A) Graphe représentant les durées (+/- déviation standard) de la 
prométaphase (Promet), de la métaphase (Met) et de la 
prométaphase et métaphase cumulées (P+M) pour les mitoses 
des sphéroïdes contrôles non traités (bleu) ou traités avec la 
Blebbistatine (vert) ou avec la Latrunculine A (violet). Chaque 
point représente une mitose. 
(B) Graphe représentant les valeurs des rapports Rcc des durées 
moyennes de prométaphase (Promet), de métaphase (Met) et 
prométaphase et métaphase cumulées (P+M) des sphéroïdes 
contraints sur celles des sphéroïdes contrôles, deux à deux, pour 
les sphéroïdes non traités (bleu), traités à la Blebbistatine (vert) 
ou traités à la Latrucunline A (violet). Ce rapport montre une 
augmentation de la durée étudiée sous l’effet des contraintes s’il 
est supérieur à 1, et une absence d’effet s’il est proche de 1. 
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grand nombre de divisions multipolaires  (voir Partie 5) et  l’absence d’établissement d’une 
plaque métaphasique  ne  permet  pas  de  déterminer  les  durées  de  prométaphases  et  de 
métaphases  des  cellules  mitotiques  multipolaires  des  sphéroïdes  contrôles  traités  à  la 
Latrunculine A. Il en résulte un faible nombre d’observations pour lesquelles les durées des 
phases sont mesurables. 
L’imagerie des  sphéroïdes  contrôles  traités à  la  Latrunculine A a été assez délicate,  car  le 
réglage  de  la  feuille  de  lumière  du  SPIM  ne  semblait  jamais  être  optimal  pour  observer 
l’échantillon  sur  une  profondeur  suffisante.  Ceci  est  probablement  lié  au  fait  que  le 
traitement  rend  la surface des sphéroïdes granuleuse, modifie certainement  l’organisation 
des sphéroïdes en profondeur, et perturbe la pénétration de la feuille de lumière.  
 
Etant donné  le faible nombre de durées de prométaphases ou de métaphases obtenues en 
condition contrôle traitée Latrunculine A, une attention plus particulière a été portée sur la 
durée  cumulée  de  la  prométaphase  et  de  la  métaphase  (P+M,  c’est‐à‐dire  depuis  la 
condensation  jusqu’à  l’anaphase)  en  incluant  les  divisions  multipolaires  afin  d’avoir 
davantage de valeurs (n=25). Les mesures révèlent une augmentation de la durée moyenne 
de  la division et de sa dispersion, dans  les sphéroïdes traités à  la Latrunculine A (43 +/‐ 18 
minutes  contre  30  +/‐  12  minutes  en  condition  non  traitée).  Ainsi,  l’inhibition  de 
l’assemblage des filaments d’actine induit un allongement de  la durée des mitoses dans  les 
sphéroïdes non contraints. 
 
b) Analyse du rapport des durées entre conditions contrainte et contrôle 
Afin de comparer  les durées mesurées entre  les mitoses des sphéroïdes contrôles et celles 
de  sphéroïdes  contraints pour  chaque  condition (non  traitée,  traitée à  la Blebbistatine ou 
traitée à  la Latrunculine A),  le rapport de  la durée moyenne dans  les sphéroïdes contraints 
sur  celle  des  sphéroïdes  contrôles  a  été  calculé  pour  chaque  étape  de  la mitose,  en  les 
comparant  deux  à  deux  selon  les  conditions  de  traitement  ou  d’absence  de  traitement 
(Figure 45B). Ce rapport est noté « contraint sur contrôle » Rcc(Promet) pour la comparaison 
de  durées  de  prométaphases,  Rcc(Met)  pour  la  comparaison  de  durées  de métaphase,  et 
Rcc(P+M) pour la comparaison de durées de prométaphases et métaphases cumulées.  
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En condition non traitée, Rcc(Promet) est égal à 1,70 et démontre d’une autre façon que  la 
contrainte  mécanique  induit  effectivement  une  augmentation  de  la  durée  de  la 
prométaphase.  Cependant,  comme  il  a  déjà  été  démontré  plus  haut,  la  contrainte 
mécanique a peu d’impact  sur  la durée de  la métaphase  (Rcc(Met) = 1,12). Par ailleurs,  la 
différence  statistique  de  ces  durées  entre  les  conditions  contrôles  et  contraintes  est 
significative pour les durées de prométaphases (p<0,0001) mais ne l’est pas pour les durées 
des métaphases. 
 
La valeur de Rcc(Promet) pour les sphéroïdes traités à la Blebbistatine (Rcc(Promet) = 1,68) est 
équivalente à celle des sphéroïdes non  traités. Ce résultat est également souligné par une 
différence statistique de cette durée entre les conditions contrôles et contraintes traitées à 
la  Blebbistatine  significative  (p<0,0001).  Par  contre,  la  Blebbistatine  induit  une  légère 
augmentation de  la durée de  la métaphase en  condition  contrainte  (Rcc(Met) =1,24) mais 
dont la différence avec la condition contrôle n’est pas significative.  
 
Concernant  les  sphéroïdes  traités  à  la  Latrunculine  A,  le  rapport  Rcc(P+M)  est  le  plus 
exploitable car il a été déterminé à partir d’un plus grand nombre de valeurs. On note que la 
contrainte mécanique  n’induit  pas  d’augmentation  de  la  durée  P+M  dans  les  sphéroïdes 
traités à la Latrunculine A (Rcc(P+M) = 1,06, la différence statistique des durées P+M entre la 
condition contrôle et la condition contrainte est non significative).  
Il n’y a que peu de valeurs des durées de prométaphases et de métaphases en  condition 
contrôle  traitée  à  la  Latrunculine  A,  mais  c’est  pourtant  l’étude  de  leur  rapport  qui 
permettrait de préciser le rôle de la dynamique des filaments d’actine dans l’allongement de 
la prométaphase sous l’effet des contraintes. Toutefois, ces rapports Rcc(Promet) et Rcc(Met) 
peuvent  être  analysés,  avec  prudence  et  en  considérant  qu’ils  doivent  absolument  être 
confirmés avec davantage de mesures de durées des mitoses dans les sphéroïdes contrôles 
traités à la Latrunculine A. 
Rcc(Promet) est très proche de 1 et montre qu’il n’y aurait pas d’augmentation de la durée de 
la  prométaphase  sous  l’effet  des  contraintes  lorsque  les  sphéroïdes  sont  traités  à  la 
Latrunculine. A nouveau,  il n’y a pas de différence significative de durée de prométaphase 
entre la condition contrôle et celle contrainte. Les durées moyennes de prométaphases des 
sphéroïdes contrôles traités à la Latrunculine A et des sphéroïdes contraints non traités sont 
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équivalentes (28 +/‐ 15 et 27 +/‐ 15) et de distributions semblables (Figure S3). Ainsi, même 
avec un  faible nombre de  valeurs,  l’analyse des durées de prométaphases  s’accorde  avec 
celle des durées de P+M.  
A  l’inverse,  et  de  la même manière  que  la  Blebbistatine,  la  Latrunculine  A  induirait  une 
légère augmentation de  la durée de la métaphase en condition contrainte (Rcc(Met) = 1,26, 
toutefois la différence de durées de métaphases reste non significative). 
 
En  conclusion,  ces  résultats montrent d’une  part que  le  traitement par  la Blebbistatine 
réalisé  dans  cette  étude  ne  modifie  pas  l’effet  de  la  contrainte  mécanique  sur  le 
déroulement de  la mitose. D’autre part,  la Latrunculine  induit un délai en prométaphase 
dans  les  sphéroïdes  contrôles  qui  semble  similaire  à  celui  induit  par  la  contrainte 
mécanique. 
 
4) Discussion 
La  Blebbistatine  a  un  impact  faible  sur  le  déroulement  de  la mitose  dans  les  sphéroïdes 
contrôles et dans  les sphéroïdes contraints, suggérant que  la contractilité du cytosquelette 
d’actomyosine  n’est  probablement  pas  l’élément  qui  est  perturbé  par  la  contrainte 
mécanique  et  qui  serait  responsable  du  délai  en  prométaphase,  car  son  inhibition  aurait 
réduit  l’allongement  en  prométaphase  induit  par  la  contrainte.  Ce  n’est  pas  non  plus,  à 
priori, un élément  impliqué davantage dans  la prométaphase des mitoses des  sphéroïdes 
sous  contraintes mécaniques  que  dans  celles  des  sphéroïdes  contrôles,  car  son  inhibition 
aurait  induit  une  augmentation  plus  importante  de  la  durée  de  prométaphase  dans  les 
sphéroïdes contraints. La myosine  II n’a probablement qu’une  implication mineure dans  le 
déroulement de la prométaphase en condition contrainte. 
 
La Latrunculine, quant à elle, induit un délai en prométaphase dans les sphéroïdes contrôles 
qui correspond à celui induit par la contrainte mécanique. 
De cette observation résultent deux hypothèses :  
‐ Soit  la Latrunculine empêche  les cellules d’ajuster  le déroulement de  leur mitose à 
leur  environnement.  Ainsi,  que  ce  soit  en  condition  contrôle  ou  en  condition 
contrainte,  les  délais  observés  sont  identiques.  L’inhibition  des  filaments  d’actine 
impacte donc la progression en mitose, mais de façon indépendante de la contrainte 
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mécanique. Cette hypothèse serait vérifiée si  les effets de  l’inhibition des  filaments 
d’actine  et  ceux  de  la  contrainte  mécanique  ne  s’accumulent  pas :  le  délai  en 
prométaphase serait identique à celui induit par la contrainte mécanique.  
‐ Soit  la  Latrunculine  A  reproduit  le  phénotype  induit  par  la  contrainte mécanique. 
Ainsi,  le  déroulement  des  mitoses  dans  les  sphéroïdes  contrôles  traités  à  la 
Latrunculine  serait  identique  au  déroulement  des  mitoses  dans  les  sphéroïdes 
contraints non traités. 
Si  l’on compare  les durées de P+M entre ces deux conditions  (Figure S3), on note que  les 
durées  moyennes  sont  proches  (43  +/‐  18  et  39  +/‐  20  minutes  respectivement)  et 
pourraient soutenir la deuxième hypothèse. Cependant, les distributions des durées ne sont 
pas tout à fait semblables : en condition contrôle traitées à  la Latrunculine,  les durées sont 
régulièrement distribuées entre 25 et 50 minutes, alors que l’on devine deux populations de 
mitoses dont  les durées  sont comprises entre 20 et 40 minutes d’une part, et de 50 à 80 
minutes d’autre part dans la condition contrainte non traitée.  
Si  la  tendance  des  mesures  obtenues  en  condition  contrôle  traitée  à  la  Latrunculine  A 
s’avère  correcte,  ceci  confirmerait  que  la  dynamique  des  filaments  d’actine  est  soit 
nécessaire à la perception des contraintes mécaniques et à l’ajustement du déroulement de 
la  prométaphase  en  conséquence,  soit  que  cette  dynamique  est  perturbée  en  condition 
contrainte  de  la même manière  qu’elle  l’est  par  la  Latrunculine A. Une  étude  précise  de 
l’organisation  et  de  la  dynamique  des  filaments  d’actine  dans  les  sphéroïdes  contraints 
permettrait de trancher entre ces hypothèses. 
 
Toutefois,  les  cellules  mitotiques  parviennent  à  établir  une  plaque  métaphasique  et  à 
progresser en anaphase, même en présence d’un cytosquelette d’actomyosine déstabilisé. A 
la  lumière de  ces  résultats,  il devient envisageable que des mécanismes  indépendants du 
cytosquelette  d'actomyosine  puissent  être  mis  en  jeu  pour  l’établissement  du  fuseau 
mitotique  fonctionnel  dans  les  cellules  en  mitose  au  sein  de  sphéroïdes  contrôles  ou 
contraints.  Effectivement,  plusieurs  données  bibliographiques  montrent  que  la  division 
cellulaire peut être réalisée en l'absence d'un cytosquelette d'actine fonctionnel. 
 
Ce premier exemple  illustre  la  restauration des  fonctions du  cytosquelette d’actomyosine 
sous  une  certaine  forme  de  culture  cellulaire.  Kunda  et  al.  [217]  parvient  à  restaurer  la 
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tension corticale nécessaire à  l’établissement correct du fuseau mitotique dans des cellules 
déplétées  en  Moésine.  Ces  cellules  ne  peuvent  assembler  les  filaments  d’actine  à  la 
membrane. Cependant,  lorsque  les cellules sont en suspension dans de  la Concanaviline A 
qui est capable d’organiser  le cortex depuis  l’extérieur de  la cellule,  la rigidité cellulaire est 
récupérée, la cellule devient ronde, le fuseau mitotique se met en place correctement et la 
cellule se divise avec succès. Ils montrent que  la restauration de  la rigidité corticale suffit à 
restaurer une morphogénèse normale du fuseau. 
 
Ce deuxième exemple illustre l’indépendance possible au cytosquelette d’actomyosine pour 
l’établissement  du  fuseau  mitotique  dans  un  modèle  multicellulaire.  Cao  et  al.  [210] 
montrent que  l’inhibition de  l’assemblage des filaments d’actine par  la Latrunculine A dans 
des  embryons  de  Drosophile  n’empêche  pas  la  mise  en  place  du  fuseau  mitotique.  Ils 
soulèvent  la possibilité qu’un autre mécanisme  intervienne dans  la  séparation  tardive des 
centrosomes après la dislocation de l’enveloppe nucléaire. 
 
Par ailleurs,  les  travaux de Balzer et al.  [218], bien qu’ils ne  s’intéressent pas à  la division 
cellulaire mais à la migration cellulaire, démontrent que le confinement physique induit une 
prise en charge de  l’activité migratoire des cellules par  les microtubules en présence d’un 
cytosquelette d’actomyosine déstabilisé. Alors que  le cytosquelette d’actomyosine reste  le 
composant  clé  de  la  migration,  ces  travaux  prouvent  que  dans  certaines  conditions  de 
contrainte mécanique,  la cellule peut poursuivre sa destinée en  l’absence de cytosquelette 
d’actomyosine actif.  
 
D’après  ces  exemples,  il  est  possible  que  la  croissance  sous  forme  de  sphéroïde  puisse 
modifier la tension corticale des cellules, l’organisation de leur cytosquelette d’actomyosine 
ou  les  fonctions  des microtubules,  de  telle  sorte  que  leur  dépendance  au  cytosquelette 
d’actomyosine soit diminuée. 
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Figure 46 : Détermination de l’axe de division des mitoses au sein des sphéroïdes
(A) Schéma représentant la plaque métaphasique d’une mitose repérée au sein d’un sphéroïde. Le
logiciel Imaris permet de segmenter la mitose en créant une surface (en bleue) correspondant à la
plaque métaphasique. Le logiciel fait correspondre un ellipsoïde à la surface. L’ellipsoïde est décrit
par trois axes a, b et c, dont les directions et les longueurs peuvent être extraits d’Imaris, comme
indiqué en (B) L’axe a le plus court correspond à l’axe d’aplatissement de la plaque métaphasique. , , ,
et donc à l’axe de division de la mitose.
(C) Images illustrant la détermination de l’axe de division d’une cellule à partir des représentations
3D. Les trois premières vignettes représentent la plaque métaphasique d’une cellule de sphéroïde
contrôle précédent l’anaphase. La première vignette représente la fluorescence seule (blanc). La
deuxième représente la surface (rouge) générée dans Imaris, superposée à la fluorescence (blanc).
La troisième représente l’ellipsoïde (vert) correspondant à la surface (rouge), et à l’axe de division
( l ) è é l ll l h l’ d d déf drouge, trait p ein . La quatri me repr sente a ce u e en anap ase, et axe e ivision init ans
la vignette précédente. On note que l’axe de division est conservé à la transition métaphase‐
anaphase.
(D) Représentation 3D d’un sphéroïde contrôle non traité (blanc) et d’une mitose d’intérêt (flèche)
dont une surface (rouge) a été générée.
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PARTIE 4 : 
ETUDE DE L’IMPACT DES CONTRAINTES MECANIQUES SUR L’ORIENTATION DE 
L’AXE DE DIVISION DES MITOSES AU SEIN DES SPHEROIDES 
 
Nous avons montré que le cytosquelette d’actine n’est pas indispensable à la progression en 
mitose et à l’établissement d’un fuseau mitotique, puisque les cellules des sphéroïdes traités 
parviennent à terminer leur mitose. Pourtant, les données bibliographiques montrent que le 
cytosquelette  d’actomyosine  participe  également  au  contrôle  de  l’orientation  du  fuseau 
mitotique [139, 209]. Dans ce contexte, une attention particulière a été portée à  l’impact 
de  la contrainte mécanique sur  l'orientation de  l'axe de division des mitoses au sein des 
sphéroïdes,  et  sur  le  rôle  du  cytosquelette  d’actomyosine  dans  la  détermination  de 
l’orientation de l’axe de division. 
 
1) Analyse de l’orientation de l’axe de division des cellules dans les sphéroïdes 
contrôles et contraints. 
L’orientation de l’axe de division des cellules en mitose au sein des sphéroïdes a été analysée 
en 3 dimensions, à partir des acquisitions en temps réel réalisées au SPIM et décrites dans la 
seconde partie.  
 
L’axe de division est déterminé par la droite passant par les deux pôles du fuseau mitotique. 
La plaque métaphasique s’établit sur un plan perpendiculaire à l’axe du fuseau mitotique et 
donc à  l'axe de division. Aucun mouvement de rotation de  l’axe de division n'étant visible 
entre la métaphase et l'anaphase sur les séquences étudiées, il est défini comme étant l'axe 
perpendiculaire au plan de  la plaque métaphasique au temps précédant  l’anaphase (Figure 
46C). 
La méthode utilisée est détaillée dans  la section "Matériel et méthodes". Brièvement,  l'axe 
de  division  de  chaque  cellule  en mitose  est  défini  à  partir  de  l'ellipsoïde  plein,  aplati  et 
homogène  formé  par  l'organisation  de  la  plaque  métaphasique  (Figure  46A‐C).  Chaque 
plaque métaphasique est segmentée en 3D, et de la surface créée correspondant à la plaque 
métaphasique  peuvent  être  extraits  des  paramètres  descriptifs,  dont  celui  de  l’ellipsoïde 
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Figure 47 : Détermination de l’enveloppe des sphéroïdes par le script Matlab
(A) Schéma représentant une mitose d’intérêt au sein d’un sphéroïde, dont l’axe de division est
déterminé en rouge. Le référentiel utilisé pour déterminer l’orientation de l’axe de division θ est
l’axe tangent à la surface du sphéroïde, indiqué en violet, au point le plus proche à la surface du
sphéroïde, nommé S.
(B) Zoom sur une mitose d’intérêt provenant du sphéroïde présenté en (D), dont l’enveloppe a été
coupée pour permettre de mieux voir la mitose et le segment la reliant à la surface.
(C) Vues orthogonales des plans xy (en haut à gauche), yz (en haut à droite) et xz (en bas) d’un
sphéroïde contrôle non traité (blanc) et de l’enveloppe déterminée par le script Matlab (rouge).
L’enveloppe correspond correctement au pourtour du sphéroïde, et ce dans les 3 plans. Les flèches
indiquent une mitose d’intérêt. Un segment rouge la relie au point S le plus proche à la surface.
Barre d’échelle : 100µm.
(D) Représentation 3D d’un sphéroïde contrôle non traité (blanc, aux contrastes exagérés pour en
percevoir plus nettement le volume) et de l’enveloppe déterminée par le script (vert).
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correspondant  à  la  surface.  Un  ellipsoïde  est  caractérisé  par  trois  axes  d’orientations 
perpendiculaires et de longueurs différentes (Figure 46B). L’axe le plus court, correspondant 
à  l’axe d’aplatissement,   est orienté dans  le  sens de  l’axe de division,  le  long de  la droite 
fictive  liant  les deux pôles du fuseau. L’orientation de cet axe  indique donc  l’orientation de 
l’axe de division de la mitose. L'orientation de l'axe de division est mesurée par rapport à la 
tangente à  la  surface du  sphéroïde, au point de  la  surface  le plus proche de  la  cellule en 
mitose  (Figure 47A).  L’enveloppe du  sphéroïde,  le point  à  la  surface  le plus proche de  la 
mitose,  la  profondeur  et  l’orientation  de  son  axe  de  division  sont  déterminés  par  un 
programme Matlab développé et écrit par le Dr. Pierre Weiss, un mathématicien de l’équipe 
PRIMO de  l’ITAV. Une valeur d’orientation de  l'axe de division proche de 0° signifie que  la 
cellule  se divise parallèlement  à  la  surface. Une orientation proche de  90°  signifie que  la 
cellule se divise perpendiculairement à la surface.  
 
L’analyse de  l’orientation des mitoses au sein des sphéroïdes contrôles révèle tout d’abord 
une orientation préférentielle des divisions parallèlement à la surface (Figure 48A). En effet, 
les  cellules  se divisent avec une orientation  faisant en moyenne un angle de 19°  (+/‐ 17°, 
n=20) avec la surface du sphéroïde. La distribution des orientations reste relativement large. 
La Figure 48B présente la distribution de l’orientation des axes de division en fonction de la 
distance à la surface. L’orientation préférentielle de  l’axe de division semble maintenue sur 
une cinquantaine de microns de profondeur, dans des sphéroïdes de 700µm de diamètre.  
 
Les résultats de mesures de l’orientation de l’axe de division des mitoses dans les sphéroïdes 
contraints  en  agarose  (Figure  49A)  montrent  que,  de  façon  identique  aux  sphéroïdes 
contrôles, les divisions se font en moyenne avec une orientation préférentiellement parallèle 
à  la surface. Toutefois,  l’orientation moyenne est  légèrement déviée (34 +/‐ 18°, n=13) par 
rapport à l’orientation de division dans les sphéroïdes contrôles.  
 
En conclusion, la contrainte mécanique induit une modification de l’orientation de l’axe de 
division des mitoses au sein des sphéroïdes. Cependant, la différence d’orientation de l’axe 
de division entre  les mitoses des  sphéroïdes  contrôles et  celles des  sphéroïdes  contraints 
reste  faible  (15°).  La  contrainte  mécanique  induite  par  la  croissance  des  sphéroïdes  en 
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Figure 48 : Orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes contrôles 
(A) Graphe représentant l’orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes 
contrôles par rapport à la tangente à la surface. Chaque trait correspond à l’orientation 
d’une mitose par rapport à la surface, représentée par le trait orange. Lorsqu’une mitose 
fait un angle proche de 0° avec la surface, c’est qu’elle se divise parallèlement à la surface, 
comme indiqué par le petit schéma en haut à droite. Lorsqu’une mitose fait un angle 
proche de 90° avec la surface, c’est qu’elle se divise perpendiculèrement à la surface, 
comme indiqué par le petit schéma en bas à gauche. Le trait rouge représente l’orientation 
médiane de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes contrôles. 
(B) Graphe représentant l’orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes 
contrôles par rapport à la tangente à la surface, et en fonction de la profondeur de la 
mitose dans le sphéroïde. Chaque  point correspond à une mitose. 
A B 
90° 
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Figure 49 : Orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes contraints 
(A) Graphe représentant l’orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes 
contraints par rapport à la tangente à la surface. Chaque trait correspond à l’orientation 
d’une mitose par rapport à la surface, représentée par le trait orange. Lorsqu’une mitose 
fait un angle proche de 0° avec la surface, c’est qu’elle se divise parallèlement à la surface, 
comme indiqué par le petit schéma en haut à droite. Lorsqu’une mitose fait un angle 
proche de 90° avec la surface, c’est qu’elle se divise perpendiculèrement à la surface, 
comme indiqué par le petit schéma en bas à gauche. Le trait rouge représente l’orientation 
médiane de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes contraints. 
(B) Graphe représentant l’orientation de l’axe de division des mitoses des sphéroïdes 
contraints par rapport à la tangente à la surface, et en fonction de la profondeur de la 
mitose dans le sphéroïde. Chaque  point correspond à une mitose. 
0° A B 
90° 
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Contrôle 
Agarose 
Figure 50 : Impact de la déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine sur l’orientation de 
l’axe de division des cellules au sein des sphéroïdes 
Graphe représentant l’orientation de l’axe de 
division par rapport à la tangente à la surface, des 
mitoses des sphéroïdes contrôles (en bleu) et des 
sphéroïdes contraints (en rouge), en condition non 
traitée (NT), ou traitée à la Blebbistatine (Blebbi) ou 
à la Latrunculine A (LatA). Chaque  point correspond 
à une mitose. Les barres d’erreur représentent la 
moyenne et l’écart type de chaque condition. 
NT Blebbi LatA 
ns p=0.008 
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agarose  semble  donc  n’avoir  qu’un  effet mineur  sur  la  détermination  de  l’orientation  de 
l’axe de division. 
 
2) Analyse du rôle du cytosquelette d’actomyosine dans la détermination de 
l’orientation de l’axe de division des cellules 
Sous  contrainte mécanique,  il  semble que  les  cellules peuvent  se passer du  cytosquelette 
d’actomyosine pour progresser en mitose. Cependant,  il est possible que cette progression 
s’accompagne d’un défaut d’orientation de  l’axe de division. Afin de vérifier  la dépendance 
au cytosquelette d’actomyosine pour l’orientation de l’axe de division, en condition contrôle 
et en condition contrainte,  les mêmes analyses que précédemment ont été effectuées sur 
les sphéroïdes traités à la Blebbistatine et à la Latrunculine A (Figure 50). 
 
a) Analyse de l’orientation de l’axe de division 
L’analyse de l’orientation de l’axe de division des mitoses dans les sphéroïdes contrôles dont 
le  cytosquelette  d’actomyosine  a  été  déstabilisé  par  la  Blebbistatine  montre  que  la 
Blebbistatine n’affecte pas l’orientation préférentielle de l’axe de division des cellules (22 +/‐ 
19°,  n  =  10).  Il  semblerait  que  l’activité  de  la myosine  II  ne  soit  pas  indispensable  à  la 
détermination  de  l’orientation  de  l’axe  de  division  dans  les  sphéroïdes  contrôles.  En 
condition  contrainte, malgré  le  faible  nombre  de mesures,  il  semblerait  que  l’orientation 
préférentiel de l’axe de division soit conservé (25 +/‐ 19°, n=5) et  que l’effet de la contrainte 
mécanique  sur  la  détermination  de  l’orientation  de  l’axe  de  division  soit  inhibé  par  la 
Blebbistatine. Plus de mesures permettraient de préciser si  l’activité de  la myosine II  induit 
une  légère  modification  de  l’orientation  de  l’axe  de  division  dans  les  sphéroïdes  sous 
contrainte. 
 
Dans  les  sphéroïdes  contrôles  traités à  la  Latrunculine A,  il  semblerait que  l’inhibition des 
filaments  d’actine  n’empêche  pas  une  orientation  préférentielle  de  l’axe  de  division 
parallèlement  à  la  surface  (13 +/‐ 11°, n=3) des  cellules effectuant une division bipolaire. 
Dans  les sphéroïdes contraints,  la Latrunculine A ne semble pas  induire de modification de 
l’orientation  de  l’axe  de  division  (26  +/‐  19°,  n=  17),  bien  que  la  dispersion  paraisse  plus 
importante. 
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Figure 51 : Etude de l’oscillation de la plaque métaphasique des mitoses des sphéroïdes
(A) Représentation schématique de la détermination de l’oscillation de la plaque métaphasique.
L’oscillation moyenne, pour une mitose, est la moyenne des angles de rotation effectués entre
chaque pas de temps compris entre l’établissement d’une plaque métaphasique jusqu’au temps
précédent l’anaphase. L’angle de rotation de la plaque métaphasique, nommé θ, corresponde à
l’angle entre la normale à la plaque métaphasique à un temps n et celle au temps n+1. La
l à l l é h i é d l ê f l dnorma e a p aque m tap as que est mesur e e a m me açon que pour a mesure e
l’orientation de l’axe de division.
(B) Représentation de la mesure de l’angle de rotation de la plaque métaphasique entre le
temps n et n+1, à partir de photos de la représentation 3D d’une mitose. Les images du haut
représentent la fluorescence de l’ADN. L’image du bas représente la surface créée à partir de
cette fluorescence. L’ellipsoïde correspondant à cette surface permet d’extraire l’axe normal à la
plaque métaphasique, indiqué en blanc sur les images.
(C) Graphe représentant l’oscillation moyenne de la plaque métaphasique par minute, des
mitoses des sphéroïdes contrôles (en bleu) et des sphéroïdes contraints (en rouge), en condition
non traitée (NT), ou traitée à la Blebbistatine (Blebbi) ou à la Latrunculine A (LatA). Chaque
point correspond à une mitose. Les barres d’erreur représentent la moyenne et l’écart type de
chaque condition.
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En  conclusion,  les  filaments d’actine ne  semblent pas nécessaires à  la détermination de 
l’orientation de l’axe de division des cellules dans les sphéroïdes contrôles ou contraints. 
 
b) Analyse de l’oscillation de la plaque métaphasique 
Les acquisitions de  la progression en mitose des cellules montrent qu’avant de se stabiliser 
pour progresser en anaphase,  la plaque métaphasique oscille. Ce paramètre peut être un 
reflet de  la capacité d’ajustement de  l’orientation de  la plaque métaphasique. Etant donné 
que les mouvements de l’actine corticale par la myosine II participent au positionnement des 
pôles  du  fuseau  par  le  biais  des  microtubules  astraux,  ils  participent  probablement  à 
l’oscillation de la plaque métaphasique. L’analyse de l’oscillation de la plaque métaphasique 
permettrait de vérifier si l’orientation de l’axe de division est déterminée dès le début de la 
formation du  fuseau mitotique ou  si elle est ajustée pendant  l’établissement de  la plaque 
métaphasique. 
 
L’oscillation  est  déterminée  comme  étant  l’amplitude  de  mouvement  de  la  plaque 
métaphasique par unité de  temps. Pour  la mesurer,  l’angle de  rotation que  fait  la plaque 
métaphasique  est  noté  entre  chaque  pas  de  temps  précédant  l’anaphase,  à  partir  du 
moment où une rosace chromosomique ou une plaque métaphasique est détectable (Figure 
51A‐B, Films 11A et B). La moyenne de ces angles donne l’amplitude d’oscillation par pas de 
temps pour chaque mitose. Pour plus d’homogénéité, ces amplitudes ont été ramenées à la 
minute. La Figure 51C montre  l’amplitude moyenne d’oscillation par minute effectuée par 
chaque plaque métaphasique, pour chaque condition de croissance des sphéroïdes. 
 
En condition contrôle non traitée, l’oscillation moyenne est de 4,6°/min (+/‐ 2,0°/min, n=37). 
Ce  paramètre  est  absolument  inchangé  dans  les  sphéroïdes  contraints  (4,5°/min  +/‐ 
2,3°/min,  n=22).  La  contrainte  mécanique  n’affecte  donc  pas  l’oscillation  de  la  plaque 
métaphasique. 
La  Blebbistatine  diminue  légèrement  l’oscillation  de  la  plaque  métaphasique  dans  les 
sphéroïdes  contrôles  (3,9°/min +/‐ 2,2°/min, n=22). Cette  inhibition est amplifiée dans  les 
sphéroïdes  contraints  (3,1°/min +/‐ 1,4°/min, n=44).  La différence avec  les  conditions non 
traitées n’est significative que pour  les sphéroïdes traités à  la Blebbistatine et contraints.  Il 
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semblerait que  la myosine  II soit plus nécessaire à  l’oscillation de  la plaque métaphasique  
dans les sphéroïdes sous contraintes que dans les sphéroïdes contrôles. 
La Latrunculine A ne semble pas avoir d’impact sur  l’oscillation de  la plaque métaphasique 
dans les sphéroïdes contrôles, mais le faible nombre de mesures ne permet pas de conclure 
(4,5°/min  +/‐  1,4°/min,  n=5). Dans  les  sphéroïdes  contraints,  la  Latrunculine  A  augmente 
légèrement  l’oscillation de  la plaque métaphasique  (5,6°/min +/‐ 3,1°/min, n=31), mais de 
façon non significative. 
D’une  façon  générale,  la  déstabilisation  du  cytosquelette  d’actomyosine  n’a  que  peu 
d’impact  sur  l’oscillation  de  la  plaque métaphasique. On  peut  simplement  penser  que  la 
myosine  II  augmente  l’amplitude  d’oscillation  de  la  plaque  métaphasique  de  façon 
contrôlée. Ce contrôle est perdu si  l’actine corticale est désassemblée.  Il semble donc que 
l’ajustement de  l’orientation de  l’axe de division se  fasse au cours de  la mitose, même en 
présence d’un cytosquelette d’actomyosine déstabilisé. 
 
3) Discussion 
Comme  décrit  en  introduction,  les  jonctions  intercellulaires,  la  forme  des  cellules  et  la 
topologie  tissulaire participent  toutes  trois à  l’orientation de  l’axe de division des cellules. 
Nos résultats montrent que dans  les sphéroïdes contrôles,  l'axe de division des cellules en 
mitose est préférentiellement parallèle à  la surface. Nous supposons que cette orientation 
préférentielle dépend de l'organisation multicellulaire des sphéroïdes intégrant les jonctions 
cellule‐cellule, les jonctions cellule‐matrice et les tensions intercellulaires. 
 
Nos  résultats  montrent  par  ailleurs  que  les  contraintes  mécaniques  paraissent  modifier 
légèrement  l’orientation moyenne de  l’axe de division des cellules au sein des sphéroïdes. 
Cette  influence  des  contraintes  ne  semble  pas  impliquer  le  cytosquelette  d’actomyosine 
puisque  nos  résultats  prouvent  que  les  traitements  n’induisent  pas  de modifications  de 
l’orientation de  cet  axe.  Le  cytosquelette d’actomyosine n’aurait qu’un  rôle mineur. Dans 
chacune des conditions analysées,  l’oscillation des plaques métaphasiques des cellules est 
maintenue, suggérant que  les cellules conservent  la capacité d’ajuster  l’orientation de  leur 
axe de division. 
De ce  fait,  il est envisageable que  la croissance des sphéroïdes sous contrainte mécanique 
modifie  la  forme  des  cellules  ou  la  distribution  des  jonctions  intercellulaires,  et  que  ces 
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modifications entraînent une orientation de l’axe de division légèrement différente de celle 
des sphéroïdes en suspension. Dans cette condition,  l’orientation préférentielle de  l’axe de 
division des cellules est adaptée à l’environnement des cellules. 
Ainsi,  la comparaison de  l’organisation multicellulaire entre  les sphéroïdes contrôles et  les 
sphéroïdes  contraints  apporteraient  certains  éléments  de  réponse  quant  au  contrôle  de 
l’orientation de l’axe de division des cellules des sphéroïdes sous contrainte mécanique. 
 
Par ailleurs, il est surprenant que l’inhibition du cytosquelette d’actomyosine n’impacte pas 
davantage  l’orientation préférentielle de  l’axe de division des cellules. Les cellules ayant un 
cytosquelette  d’actomyosine  déstabilisé  parviennent  peut‐être  à  positionner  le  fuseau 
mitotique  correctement,  de  la  même  façon  qu’elles  parviennent  à  établir  une  plaque 
métaphasique et à progresser en anaphase par la suite. Ce positionnement correct peut être 
permis par  l’intervention d’autres mécanismes. Par exemple, une étude de Woolner et al. 
[219] effectuée sur de  l’épithélium d’embryon de grenouille, montre que  la  localisation et 
l’orientation de  l’axe de division ne sont que peu altérées par  l’inhibition du cytosquelette 
d’actomyosine  car  elles  mettent  en  jeu  de  façon  redondante  le  cytosquelette  des 
microtubules.  Il  est  possible  qu’en  dépit  de  la  déstabilisation  du  cytosquelette 
d’actomyosine, l’architecture tissulaire du sphéroïde soit suffisamment maintenue pour que 
l’orientation préférentielle de l’axe de division soit conservée. 
 
Afin de vérifier toutes ces hypothèses,  il paraît nécessaire de corréler  l’orientation de  l’axe 
de division des cellules à  l’organisation multicellulaire du sphéroïde, pour chaque condition 
de culture. 
Cette  analyse  permettrait  également  de  vérifier  l’hypothèse  selon  laquelle  la 
désorganisation  tissulaire  induite  par  un  défaut  d’orientation  de  l’axe  de  division  est  un 
facteur  amplifiant  le  développement  tumoral.  Elle  donnerait  également  une  réponse 
partielle quant au contrôle de  l’orientation de  l’axe de division par  le microenvironnement 
tumoral.  Ce  dernier  subit  d’importantes modifications  tissulaires  et mécaniques.  Puisque 
l’orientation de  l’axe de division est partiellement contrôlée par ses paramètres,  il est  fort 
probable  que  les  changements  du  microenvironnement  tumoral  participent  aussi  à  la 
modification de  l’orientation du  fuseau mitotique et à une orientation de  l’axe de division 
différent de celui établi dans les tissus sains. Ainsi, l’organisation de la tumeur en expansion 
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dans un environnement confiné pourrait  induire une orientation préférentielle de  l’axe de 
division pour maintenir une cohésion tissulaire de  la tumeur primaire, alors que  les cellules 
tumorales  qui  envahissent  un  tissu mou  de  façon  individuelle  ou  collective  pourraient  se 
diviser sans orientation prédéfinie afin d’élargir  la zone envahie. Si  le microenvironnement 
tumoral affecte lui‐même l’orientation de l’axe de division des cellules de la tumeur, il serait 
d’autant  plus  envisageable  que  ces  défauts  participent  au  développement  tumoral,  et  il 
serait alors intéressant de pouvoir les cibler pharmacologiquement. 
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PARTIE 5 : 
ETUDE DE L’IMPACT DES CONTRAINTES MECANIQUES SUR L’ACHEVEMENT DE 
LA MITOSE AU SEIN DES SPHEROIDES 
 
L’analyse  du  déroulement  des  mitoses  des  sphéroïdes  contrôles  et  traités  avec  les 
inhibiteurs  pharmacologiques  du  cytosquelette  d’actomyosine  a  révélé  un  effet  des 
traitements sur l’achèvement des mitoses, absent dans les sphéroïdes contraints et traités. 
 
1) Analyse de la fidélité des divisions 
L’analyse des acquisitions des progressions en mitose dans  les  sphéroïdes non  contraints, 
qu’ils soient traités à la Blebbistatine ou à la Latrunculine A, a révélé de forts pourcentages 
de divisions provenant de cellules apparemment binucléées, ainsi que de forts pourcentages 
de  divisions  multipolaires  (principalement  tripolaires)  (Figure  52A  et  Films  12  et  13 
concernant les sphéroïdes contrôles traités à la Blebbistatine, et Figure 52B et Films 14 et 15 
concernant  les sphéroïdes contrôles traités à  la Latrunculine A). Les divisions provenant de 
cellules binucléées  commencent par  la  condensation de deux noyaux  juxtaposés, par  leur 
fusion  avant  de  subir  le  remodelage  de  l’organisation  des  chromosomes  pour  tenter  de 
mettre en place une plaque métaphasique. 2/3 des divisions provenant de la fusion de deux 
noyaux résultent en divisions multipolaires. A ce nombre s’ajoutent de nombreuses divisions 
multipolaires provenant d’un  seul noyau. Ce  sont principalement des divisions  tripolaires. 
Elles  se différencient des divisions bipolaires par  l’absence de mise en place d’une plaque 
métaphasique proche du disque, mais au contraire par l’arrangement des chromosomes sur 
trois plans d’orientation différentes et réunis au niveau d’une arrête commune. L’anaphase 
résulte en trois lots de chromosomes séparés. Au total, dans les sphéroïdes contrôles traités 
à  la Blebbistatine, 12% des mitoses proviennent de cellules binucléées et 29 % des mitoses 
sont multipolaires, contre 2% dans chaque cas pour  les mitoses des  sphéroïdes contraints 
traités à  la Blebbistatine (Figure 53). Dans  les sphéroïdes contrôles traités à  la Latrunculine 
A,  ces  pourcentages  montent  à  23  et  49%  respectivement,  contre  2  et  6%  dans  les 
sphéroïdes contraints traités à la Latrunculine A (Figure 53). 
   
A
0 min 8,4 min 24,9 min 45,7 min
83,0 min 87,2 min 137,0 min91,3 min
B
15,1 min 26,5 min0 min
45,4 min 52,9 min 68,0 min60,5min 98,3 min
Figure 52 : Impact des traitements sur le déroulement de la mitose de cellules de sphéroïdes
contrôles
(A) Images de la progression en mitose d’une cellule d’un sphéroïde contrôle traité à la
Blebbistatine, en représentation 3D d’après une acquisition effectuée avec le SPIM. La durée
représente le temps à partir de la condensation de l’ADN (0 min). Une rosace est visible à 8,4
minutes. La plaque métaphasique tente de s’établir mais on note la présence de chromosomes non
alignés (flèches). Finalement, la cellules effectue une division tripolaire.
(B) Images de la progression en mitose d’une cellule d’un sphéroïde contrôle traité à la Latrunculine
A, en représentation 3D d’après une acquisition effectuée avec le SPIM. La durée représente le
temps à partir de la condensation de l’ADN (0 min). La cellule effectue une division tripolaire, puis
refusionne ses noyaux. Les images encadrées en bleue correspondent à la cellule au même temps,
mais selon un angle de vue différent.
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Figure 53 : Comparaison des 
effets de la déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine 
sur la fidélité des divisions 
entre les sphéroïdes contrôles 
et les sphéroïdes contraints 
(A) Graphe représentant le 
pourcentage de mitoses 
provenant de cellules 
binucléées parmi les mitoses 
analysées dans les sphéroïdes 
non contraints (bleu) ou 
contraints dans l’agarose 
(rouge) non traités ou traités 
avec la Blebbistatine (Blebbi) 
ou la Latrunculine A (LatA). 
(B) Graphe représentant le 
pourcentage de mitoses 
multipolaires parmi les mitoses 
analysées dans les sphéroïdes 
non contraints (bleu) ou 
contraints dans l’agarose 
(rouge) non traités ou traités 
avec la Blebbistatine (Blebbi) 
ou la Latrunculine A (LatA). 
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En conclusion, ces résultats montrent que  la contrainte mécanique réduit  le pourcentage 
de  divisions  aberrantes  résultant  d’un  défaut  de  cytocinèse  induit  par  les  inhibiteurs 
pharmacologiques  du  cytosquelette  d’actomyosine.  Il  semblerait  que  la  contrainte 
mécanique  puisse avoir un effet protecteur sur le bon déroulement des mitoses. 
Afin  de  vérifier  cette  hypothèse,  il  est  d’abord  nécessaire  de  comprendre  comment  les 
divisions s’accomplissent en présence d’un cytosquelette déstabilisé en condition contrôles. 
Ensuite, nous pourrons  formuler des hypothèses de correction des défauts de progression 
en mitose  induit  par  la  déstabilisation  du  cytosquelette  d’actomyosine,  par  la  contrainte 
mécanique.  Pour  finir,  la  confirmation  ou  l’infirmation  de  ces  hypothèses  permettrait  de 
préciser  les mécanismes  indépendants du cytosquelette d’actomyosine mis en  jeu dans  le 
déroulement des mitoses sous l’effet des contraintes. 
 
2) Discussion 
a) Les  divisions  anormales  résultent  de  l’inhibition  de  la  cytocinèse  par  les 
inhibiteurs pharmacologiques du cytosquelette d’actomyosine 
La Blebbistatine et la Latrunculine A sont deux drogues qui inhibent la cytocinèse [212, 220]. 
La myosine II  nécessaire à l’ingression du sillon de clivage fait coulisser, les uns par rapport 
aux  autres,  les  filaments  d’actine  attachés  à  la  membrane.  Pourtant,  la  Blebbistatine 
n’empêche par la mise en place de l’anneau contractile. L’actine et la myosine se localisent 
correctement sur  le plan équatorial, et  les microtubules persistent sous  forme d’un  fuseau 
central ; seule la contraction de l’anneau est inhibée. Il semblerait également que l’inhibition 
de la myosine II par la Blebbistatine stabiliserait les filaments d’actine, ce qui réduirait aussi 
la dynamique des filaments nécessaire à la cytocinèse. De même, au‐delà d’un certain temps 
sans  évolution  vers  la  cytocinèse,  la  sortie  de  mitose  s’effectue.  Les  chromosomes  se 
décondensent  et  les  enveloppes  nucléaires  se  forment.  Celle‐ci  n’est  inhibée  ni  par  la 
Blebbistatine, ni par la Latrunculine A. 
 
Les  défauts  de  cytocinèse  induit  par  les  inhibiteurs  pharmacologiques  du  cytosquelette 
d’actomyosine  sont  probablement  responsables  de  la  présence  de  cellules  binucléées  au 
sein  des  sphéroïdes  traités.  Il  a  été  démontré  que  des  cellules  possédant  un  défaut  de 
phosphorylation  de  la myosine  II  ne  sont  pas  capables  de  faire  aboutir  leur  cytocinèse, 
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deviennent des cellules binucléés et leur division suivante aboutit, dans 90% des cas, à une 
division  multipolaire  [221,  222].  Les  divisions  multipolaires  et/ou  provenant  de  cellules 
binucléés  observées  dans  les  sphéroïdes  contrôles  traités  Blebbistatine  et  Latrunculine  A 
résultent probablement d’un défaut de cytocinèse à la mitose précédant celle observée. Les 
résultats montrent  que  les  pourcentages  de  ces  divisions  anormales  sont  très  faibles  en 
conditions contraintes. Ils sont diminués par 6 à 14 selon le traitement utilisé. Ils suggèrent 
qu’un mécanisme  indépendant du cytosquelette d’actomyosine est activé sous  l’effet de  la 
contrainte mécanique  pour  réduire  le  nombre  de  divisions multipolaires  et  de  divisions 
provenant de cellules binucléés. Plusieurs hypothèses de ce mécanisme sont possibles : 
‐ La  contrainte mécanique permet  l’achèvement de  la  cytocinèse par un mécanisme 
indépendant du cytosquelette d’actomyosine 
‐ La  contrainte  mécanique  protège  partiellement  de  l’action  des  drogues  pour 
permettre au cytosquelette d’actomyosine d’achever la cytocinèse 
‐ La  contrainte  mécanique  facilite  la  fusion  des  noyaux  et  le  regroupement  des 
centrosomes  surnuméraires  pour  réduire  le  nombre  de  cellules  binucléées  et  les 
divisions multipolaires 
‐ La  contrainte mécanique  ne  restaure  pas  la  cytocinèse mais  prévient  l’entrée  en 
mitose  des  cellules  binucléées,  soit  par  un  arrêt  de  la  progression  dans  le  cycle 
cellulaire, soit par une mise en quiescence des cellules binucléées. 
Ces hypothèses sont détaillées dans les paragraphes ci‐dessous. 
 
b) Arguments  soutenant  l’existence  d’un  processus  de  cytocinèse  dans  les 
sphéroïdes contraints traités 
i. Les autres modes de cytocinèse dans le monde vivant 
Il existe des mécanismes de cytocinèse différents de celui décrit dans  les cellules animales, 
et certains d’entre eux sont indépendants du cytosquelette d’actomyosine (Figure 54, [223]). 
Les bactéries se divisent selon un mode proche de celui des cellules animales, mettant en jeu 
un  anneau  contractile  constitué  d’une  protéine  FtsZ,  qui  se  rapproche  sur  le  plan  de  la 
structure de la tubuline animale et non de l’actine. 
Les plantes possèdent une paroi cellulaire rigide et n’utilisent pas un mécanisme d’anneau 
contractile pour se diviser. La cytocinèse se réalise par  la construction d’une nouvelle paroi 
 
Figure 54 : La cytocinèse chez les animaux, les plantes, et les levures 
Schéma représentant les différent types de cytocinèse entre les cellules animales, les plantes et les 
levures. Les chromosomes sont représentés en bleu, les kinétocores et les centrosomes en jaune, 
les microtubules en vert et l’anneau contractile d’actine en marron. Cette figure est tirée de la 
publication de Bar et al. (2007). 
La cytocinèse chez les animaux se déroule telle que je l’ai décrite en l’introduction générale. Un 
anneau d’actine se forme au niveau du plan de clivage, et régresse grâce à l’action de l’actine, 
jusqu’à ce que la machinerie d’abscission prenne le relai pour la séparation physique des deux 
cellules.  Chez les plantes, l’accumulation et la fusion de vésicules au niveau du plan de clivage 
permet la séparation des deux cellules filles. Chez les levures, la séparation est menée par un 
anneau contractile d’actine. 
170 
171 
 
entre  les deux cellules  filles. Des vésicules golgiennes contenant des matériaux de  la paroi 
cellulaire s’accumulent au niveau de l’équateur, fusionnent  puis se raccordent à la paroi de 
la  cellule  mère.  Les  deux  cellules  filles  sont  ainsi  séparées  et  reconstituent  leur  paroi 
cellulaire rigide. 
Les  levures  à  fission  possèdent  également  un  mécanisme  de  cytocinèse  qui  présente 
quelques similitudes avec celui des cellules animales. Un anneau d’actine et de myosine se 
localise sur le plan équatorial de division et se contracte partiellement. Ensuite intervient la 
synthèse locale de membrane pour former la cloison entre les deux cellules. 
 
Les  modes  de  cytocinèse  ont  probablement  changé  avec  l’évolution  des  espèces.  Des 
mécanismes  relativement  variés  existent maintenant  dans  le monde  vivant.  Il  n’est  pas 
impossible que les cellules aient gardé la possibilité d’achever leur cytocinèse selon un mode 
ancestral. 
 
ii. Mécanismes  de  cytocinèse  partiellement  indépendant  du  cytosquelette 
d’actomyosine 
Des  travaux  scientifiques  supportent  la  possibilité  d’un  mécanisme  de  cytocinèse 
indépendant du  cytosquelette d’actine  chez  les  cellules  eucaryotes, qui  serait  activé  sous 
l’effet de contraintes mécaniques.  
 
Le Dictyostelium discoideum possède au moins deux mécanismes redondants de cytocinèse 
[224,  225].  Le  premier  correspond,  à  peu  de  choses  près,  à  celui  de  la  constriction 
actomyosine‐dépendante.  Le  second  est  un  clivage  dépendant  de  l’adhésion  cellulaire. 
Neujahr  et  al.  [226],  ont montré  que  des Dictyosteliums  déficients  en myosine  II  étaient 
capables de subir  la cytocinèse  lorsqu’ils adhéraient à un substrat rigide. D’un point de vue 
morphologique,  les  mutants  subissent  les  mêmes  modifications  de  forme  que  les 
Dictyostelium sauvages, mais ne présentent pas d’anneau contractile d’actine au niveau du 
sillon de clivage. L’actine forme un cortex superficiel et s’épaissit légèrement au niveau des 
protrusions cellulaires en contact avec  le substrat. Il semblerait que  l’actine accumulée soit 
suffisante pour participer  à  ce mode de  cytocinèse. Ce phénomène est  considéré  comme 
une forme de cytocinèse car il est corrélé temporellement avec la mitose et la présence d’un 
fuseau et d’asters, qu’il ne  s’accompagne pas d’un allongement de  la  cellule associé à un 
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étirement  du  cytoplasme  tel  qu’il  peut  exister  lors  d’une  cytofission.  Le mouvement  des 
centrosomes dans ces Dictyostelium mutants semble être guidé par la Dynéine se déplaçant 
le long de microtubules « guides » (différents de microtubules d’aster) qui sont raccrochés à 
la membrane plasmique ou au cortex d’actine [227].  
Cette étude montre que la myosine II n’est pas essentielle à la cytocinèse des Dictyosteliums, 
si ceux‐ci peuvent établir des contacts cellulaires. Il est possible que ce soit la traction que la 
cellule  exprime  sur  le  substrat  par  ses  points  d’ancrage  qui  lui  permet  cette  forme  de 
cytocinèse  [228].  La myosine  II  servirait  alors  simplement  à  en  accélérer  la  vitesse  et  à 
stabiliser les tensions internes. 
 
Quelques  études  du  déroulement  de  la  cytocinèse  en  présence  d’un  cytosquelette 
d’actomyosine déstabilisé par la Latrunculine A ont également été menées chez les levures. 
Les  levures  à  fission  et  à  bourgeonnement  semblent  coupler  la  fonction  de  l’anneau 
contractile  avec  la  synthèse  locale  de membrane  pour  former  le  septum  entre  les  deux 
cellules. Bi  et al.  [229] montrent que  la  Latrunculine empêche  la  contraction de  l’anneau 
contractile ainsi que  le recrutement de  la Septine pour  la formation de  la cloison cellulaire. 
Pourtant,  la  culture  de  certaines  souches  de  levures  mutantes  pour  l’homologue  de  la 
myosine  (Myo1p)  a  révélé  un  mécanisme  de  séparation  du  bourgeon  qui  semble  être 
indépendant du cytosquelette d’actomyosine. En traitant les levures avec de la Latrunculine 
A, c’est la Septine qui prend le relai précocement. Elle encercle le cou du bourgeon et induit 
la formation d’un complexe protéique qui va cibler  les vésicules sécrétrices à  la membrane 
pour  la  synthèse  du  septum.  Des  résultats  similaires  ont  été  mis  en  évidence  chez  le 
protozoaire Tetrahymena [230]. 
 
Une autre étude menée par Kunda et al.  [217], supporte cette même hypothèse chez des 
cellules  de  Drosophile.  Ils  démontrent  que  la  restauration  de  la  tension  de  surface  des 
cellules déplétées en moésine suffit à rétablir la mise en place d’un fuseau mitotique correct. 
Cette étude ne s’intéresse pas à la cytocinèse car la moésine, si elle contribue à la rigidité du 
sillon de clivage, n’est pourtant pas essentielle pour la cytocinèse. Dans ce cas, la diminution 
de  rigidité ne  semble pas affecter  la  cytocinèse. De plus,  la Concanaviline A, utilisée pour 
restaurer la tension de surface des cellules, bloque la contractilité corticale [231], et ceci ne 
semble pas non plus avoir d’effet sur le déroulement de la mitose. 
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Des  résultats  similaires ont été obtenus avec des  cellules murines et humaines  [232]. Des 
cellules  NRK  (Normal  Rat  kidney  Epithelial  cells),  3T3  ou  HeLa  ont  été  traitées  avec  un 
inhibiteur de Rho (C3 ribosyltranférase) qui agit sur la voie de signalisation de la myosine II. 
Cette  dernière  se  retrouve  distribuée  de  façon  homogène  sur  l’ensemble  des  cellules 
traitées, l’actine ne se localise plus au niveau du sillon de clivage. Toutefois, plus de la moitié 
des NRK  et  la  totalité  des  3T3  sont  capables  d’achever  la  cytocinèse  en  présence  de  ce 
traitement. Les HeLa, peu adhérentes, n’y parviennent toutefois pas. Ces résultats révèlent à 
nouveau un mécanisme de  cytocinèse différent  selon  l’état d’adhérence des  cellules. Rho 
devient essentiel à la cytocinèse en absence de forces de traction établies grâce à l’adhésion. 
Par contre, même dans ces conditions, Rho reste nécessaire au contrôle spatio‐temporel de 
la cytocinèse. O’Connell et al. [232] font l’hypothèse qu’un mécanisme moteur indépendant 
de Rho peut être impliqué dans le clivage de cellules adhérentes. 
 
Ces résultats soulignent à nouveau l’importance du contrôle de la rigidité corticale, et le rôle 
compensatoire des ancrages cellulaires forts, pour faire progresser le sillon de clivage même 
en  absence  d’anneau  contractile  d’actine,  et  ce même  dans  des  cellules  humaines.  Ces 
ancrages permettent peut‐être  à  la  cellule d’augmenter et de  réguler  sa  rigidité  corticale 
nécessaire  à  la  cytocinèse. Matzke  et al.  [233] ont mesuré  la  rigidité  corticale de  cellules 
rénales  de  rat  au  cours  de  la  cytocinèse  par  microscopie  à  force  atomique  (AFM).  Ils 
observent une augmentation très  importante de  la rigidité corticale au niveau du sillon de 
clivage.  Elle  précède  l’apparition  du  sillon  de  clivage,  ce  qui  laisse  penser  qu’elle  est 
nécessaire  pour  surmonter  localement  la  tension  corticale  et  créer  le  sillon  de  clivage. 
L’ajout de Blebbistatine  [234] ou de Latrunculine A  [220] au niveau du sillon ou au niveau 
des pôles a des effets différents, ce qui suppose que  le cortex doit être compartimentalisé 
pour réguler localement sa rigidité [235]. Werner et al. [236] proposent qu’un paramètre de 
compartimentalisation pourrait être la distribution de la myosine II de façon dépendante des 
microtubules  astraux.  Les microtubules  astraux  réguleraient  négativement  la  présence  de 
myosine  II aux pôles de  la cellule. Un autre signal viendrait ensuite de  la zone médiane du 
fuseau central, qui  induirait  la  localisation de  la myosine au niveau du plan de clivage pour 
induire l’ingression du sillon [237].  
   
Figure 55 : Coordination entre les cellules pour l’achèvement de la cytocinèse dans un épithélium 
(A) Schéma représentant une cellules en train d’effectuer sa cytocinèse, entourée de ses voisines 
au sein d’un épithélium. Les zones encadrées en (A) sont aggrandies en (B). 
(B) A gauche : Au début de la rétraction du sillon de clivage, la tension de l’anneau contractile 
entraine l’accumulation de myosine II (MyoII) dans la cellules voisine, au niveau du pont de part et 
d’autre du sillon. Cette accumulation de myosine II permet à la cellule voisine d’exercer une tension 
sur le sillon (flèches noires) qui va rapprocher les bords du sillon. Droite : Le rapprochement des 
bords du sillon rapproche les membranes des deux cellules filles. Ceci pourrait faciliter la formation 
de nouvelles jonctions intercellulaires entre les deux cellules filles. Cette figure est tirée de la 
publication de Herszterg et al. (2013). 
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Un  autre  paramètre  important  à  prendre  en  compte  est  la multicellularité.  Lorsque  les 
cellules  sont  cultivées  ensemble  en  3  dimensions,  la  communication  et  les  contacts 
intercellulaires  prennent  une  importance  négligée  lors  de  cultures  de  cellules  en  deux 
dimensions. Le groupe de Y. Bellaïche [238] propose par ailleurs une vision multicellulaire de 
la cytocinèse dans les épithéliums, dans laquelle les cellules voisines participent activement 
au déroulement de  la cytocinèse de  la cellule en division  (Figure 55). Au sein de ces tissus 
cohésifs  et  polarisés,  la  cellule  en  division  doit  à  la  fois  exercer  une  force  contractile  et 
résister aux  forces exercées par  les cellules voisines.  Il pense que ces  forces  induisent une 
accumulation de myosine  II et d’actine au sein des cellules voisines au niveau du sillon de 
clivage,  par  perception  des  tensions  de  l’anneau  contractile.  La  contraction  de  l’actine 
entraîne  le  rapprochement des deux  cellules  filles  l’une  contre  l’autre en  rapprochant  les 
bords  du  sillon.  Ce  mécanisme  faciliterait  l’établissement  de  nouvelles  jonctions 
intercellulaires tout en maintenant la cohésion tissulaire.  
 
Pour  conclure,  l’ensemble  de  ces  études  montre  qu’il  existe  plusieurs  mécanismes  de 
cytocinèses possibles, qui peuvent être redondants pour un même type cellulaire mais dont 
le  choix dépendrait du modèle de  culture.  Elles prouvent  également que  les mécanismes 
cellulaires opérant dans des  cellules  cultivées en deux dimensions ne  sont pas  forcément 
présents, ou du moins majoritaires dans des conditions de cultures différentes. L’adhésion 
cellulaire, la tension corticale, l’état de confinement, la présence de drogues sont autant de 
paramètres  pris  en  compte  par  la  cellule.  Il  n’est  donc  pas  exclu  qu’un  mécanisme  de 
cytocinèse  « alternatif »  s’active  dans  des  cellules  animales  confinées  et  ayant  un 
cytosquelette  d’actomyosine  déstabilisé.  Ceci  pourrait  expliquer  que  les  cellules  des 
sphéroïdes  contraints  présentent  si  peu  de  défauts  de  divisions  résultant  d’un  défaut  de 
cytocinèse, malgré l’inhibition pharmacologique du cytosquelette d’actomyosine. 
 
iii. Protection partielle de  l’action des traitements déstabilisant  le cytosquelette 
d’actomyosine par la contrainte mécanique 
Le  seul  argument  bibliographique  qui  supporte  une  protection  partielle  de  l’effet  des 
drogues par la contrainte mécanique provient des travaux de l’équipe de T. Lecuit [239]. Ils 
expliquent que l’inhibition des filaments d’actine par la Latrunculine A dans des épithéliums 
 
Figure 56 : La contrainte mécanique semble 
partiellement protéger l’organisation des filaments 
d’actine contre les traitements 
(A) Schéma représentant les deux populations 
d’actine qui régulent différemment les jonctions 
intercellulaires faisant intervenir la E-Cadhérine. Une 
population de F-actine petite et stable reste 
concentrée au niveau des jonctions intercellulaires, 
même en présence de Latrunculine A. Une autre 
population dynamique et contractile forme un large 
reseau cortical qui régule la distribution des 
jonctions intercellulaires. Cette figure est tirée de la 
publication de Cavey et al. (2008). 
(B) Marquage des noyaux (DAPI, bleu) et de l’actine 
(Phalloïdine, vert) sur coupes à congélation de 
sphéroïdes contrôles et de sphéroïdes contraints 
dans l’agarose, non traités ou traités à la 
Blebbisatine ou à la Latrunculine A. La contrainte 
mécanique pourrait tendre à réduire légèrement les 
effets des traitements sur l’organisation du 
cytosquelette d’actine. Barre d’échelle : 10µm. 
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d’embryons  de  Drosophile  ne  supprime  pas  l’accumulation  de  F‐actine  au  niveau  des 
jonctions adhérentes. Ils révèlent ainsi deux sous‐populations de F‐actine coexistantes : l’une 
petite et stable au niveau des jonctions adhérentes, l’autre plus large et dynamique (Figure 
56A).  Toutefois,  la  redistribution  continuelle  de  ces  jonctions  est  permise  par  une 
réorganisation de l’actine (dépendante de la dynamique d’assemblage et désassemblage des 
filaments,  ainsi  que  de  leur  contractilité  par  la  myosine  II).  Les  plaques  d’actine  stable 
participeraient  à  la  stabilité  des  jonctions  adhérentes,  l’actine  corticale  plus  dynamique 
influencerait la régulation de la mobilité et de la redistribution de ces jonctions, ainsi qu’à la 
modulation de leur ancrage. 
 
Il est possible que, dans les sphéroïdes, la régulation de ces deux populations de F‐actine soit 
différente  en  condition  contrôle  et  en  condition  contrainte.  Par  exemple,  la  compression 
pourrait induire une augmentation du nombre ou de la densité des jonctions intercellulaires 
constituées d’E‐Cadhérine, et augmenter la proportion de F‐actine stable à leur niveau. S’il y 
a une accumulation bien plus  importante de  jonctions  intercellulaires et donc d’une actine 
stable  et  protégée  contre  la  Latrunculine  A  dans  les  sphéroïdes  contraints,  il  n’est  pas 
impossible qu’elle puisse participer, au moins partiellement à des processus  cellulaires  tel 
que  la  cytocinèse.  Il  ne  serait  alors  pas  surprenant  que  l’inhibition  de  la myosine  II  n’ait 
également pas d’impact sur ce mécanisme dépendant de la F‐actine stabilisée aux jonctions. 
 
L’analyse  de  la  distribution  et  l’organisation  de  l’actine  sur  coupes  à  congélation  de 
sphéroïdes marquées à  la Phalloïdine, semble révéler que  la contrainte mécanique protège 
partiellement  contre  la  désorganisation  de  l’actine  induite  par  les  différents  traitements 
(Figure 56B). D’une part,  la contrainte  semble  réduire  l’accumulation d’actine dans  ce qui 
paraît  être  des  protrusions  membranaires.  Dans  les  sphéroïdes  contrôles  traités  à  la 
Blebbistatine,  de  larges  zones  riches  en  actine  s’accumulent  entre  les  noyaux.  L’actine  y 
semble organisée en tourbillons multidirectionnels. Le nombre et la taille de ces zones riches 
en  actine  semblent moindres  dans  les  sphéroïdes  sous  contrainte mécanique  traités  à  la 
Blebbistatine. 
D’autre  part,  la  contrainte  préserverait  partiellement  l’actine  de  la  déstabilisation  par  la 
Latrunculine A. Dans les sphéroïdes contrôles traités, l’actine corticale n’est quasiment plus 
discernable.  Le  marquage  est  très  faible  et  punctiforme  sur  la  majorité  des  contours 
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cellulaires. Pourtant, en certains points très  localisés,  l’actine s’accumule sans organisation 
apparente.  En  condition  contrainte,  les  pourtours  cellulaires  sont  légèrement  plus 
discernables,  et  on  retrouve  quelques  zones  où  l’actine  ne  serait  pas  tout  à  fait 
désorganisée, même si elle reste plus faible en quantité que dans les sphéroïdes non traités. 
D’ailleurs, Luxenburg et al. [240] montrent qu’à la concentration de 0,25µM, le cytosquelette 
d’actine est réduit mais pas totalement détruit. Il est possible qu’à la concentration que nous 
utilisons, 0,5µM, le cytosquelette d’actine ne soit pas suffisamment déstructuré pour induire 
les mêmes phénotypes observés dans les sphéroïdes contrôles. 
 
c) Arguments  soutenant  une  fusion  des  noyaux  et  un  regroupement  des 
centrosomes surnuméraires sous l’effet des contraintes mécaniques 
Il  est  également  envisageable  que,  sous  l’effet  des  traitements,  la  cytocinèse  n’ait  pas 
davantage  lieu dans  les sphéroïdes contraints que dans  les sphéroïdes contrôles, mais que 
les défauts de division  qui  en  résultent  soient masqués par d’autres phénomènes  activés 
sous la contrainte mécanique uniquement. La fusion des noyaux des cellules n’ayant pas subi 
de  cytocinèse  pourrait  expliquer  le  faible  nombre  de  divisions  provenant  de  cellules 
binucléées.  Pourtant,  les  cellules  auraient  toujours  un  double  contenu  en  ADN  et  en 
centrosomes,  ce  qui  devrait  conduire  à  des  divisions  multipolaires.  Ces  divisions 
multipolaires pourraient  être  limitées par un mécanisme de  régulation des  centrosomes : 
soit par  inactivation ou expulsion des  centrosomes  surnuméraires,  soit par  regroupement 
des  centrosomes  en  deux  lots,  un  pour  chaque  pôle.  Pour  que  l’association  de  ces  deux 
mécanismes  explique  la  différence  de  fidélité  des mitoses  observée  entre  les  sphéroïdes 
contrôles  et  contraints,  il  faudrait  qu’ils  soient  tous  les  deux  induits  par  la  contrainte 
mécanique. Il en résulte des cellules qui doubleraient leur contenu en ADN sans cytocinèse à 
chaque cycle, passant de 2 à 4, 8, 16 contenus en ADN et au‐delà après 4 cycles. Si une autre 
régulation n’intervient pas,  la tumeur ne serait alors composée que de cellules géantes, ce 
qui paraît peu pertinent par rapport aux données anatomopathologiques des tumeurs.  
 
Par ailleurs, réunir à la fois deux mécanismes de régulation du déroulement de la mitose par 
la contrainte mécanique peut paraître excessif pour  les capacités d’adaptation des cellules 
tumorales.  Pourtant,  concernant  la  fusion  des  noyaux,  il  n’est  pas  impossible  que  la  
compression  et  la modification  des  tensions  des  cellules  induites  par  la  croissance  sous 
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contraintes  mécaniques  facilitent  la  fusion  spontanée  des  noyaux.  A  titre  d’exemple, 
Campinho et al. [241] observent la fusion de cellules au cours de la gastrulation du poisson 
zèbre  lorsque  celui‐ci  accumule  trop  de  tension  tissulaire.  Il  existe  des  mécanismes  de 
contrôle  de  regroupement  des  centrosomes  dans  les  cellules  tumorales,  qui  seraient 
importants  pour  la  survie  des  cellules  cancéreuses.  Si  les  cellules  ne  subissent  que  des 
divisions multipolaires,  leurs  capacités de  survie  avec un  génome  complètement  aberrant 
s’amenuisent  [242].  Sachant  que  la  grande majorité  des  cancers  contiennent  des  cellules 
possédant des centrosomes surnuméraires, il paraît nécessaire que la tumeur développe des 
mécanismes de contrôle des centrosomes afin de mener des divisions bipolaires normales. 
Dans  cet  esprit,  les  travaux  de  l’équipe  de M.  Théry  [243]  apportent  des  arguments  qui 
soutiennent  le  fait  que  le  regroupement  des  centrosomes  pourrait  être  contrôlé  par  les 
contraintes  tissulaires.  Par  un  criblage  des  gènes  impliqués  dans  le  regroupement  des 
centrosomes,  ils  identifient  que  la  contractilité  et  les  forces  dépendantes  de  l’actine 
participent au regroupement des centrosomes, qui est en partie contrôlé par  la  forme des 
cellules  et  la  disposition  de  leurs  sites  d’adhésion.  Ainsi,  pour  un même  type  cellulaire 
présentant des  centrosomes  surnuméraires,  les  cellules  correctement étalées et allongées 
sur  un  substrat  font  davantage  de  divisions  bipolaires  que  celles  qui  restent  rondes  en 
interphase.  Les  contraintes  tissulaires  sont  dépendantes  des  contraintes mécaniques,  et 
pourraient  expliquer  que  le  regroupement  des  centrosomes  est  plus  efficace  dans  les 
sphéroïdes sous contrainte mécanique même en présence d’un cytosquelette déstabilisé. 
De plus,  il  semblerait que  les protéines du point de  contrôle mitotique  agissent de  façon 
indirecte dans  le regroupement des centrosomes. En effet,  les divisions bipolaires résultant 
d’un regroupement des centrosomes présentent un délai pour  l’établissement de la plaque 
métaphasique.  L’activation  du  point  de  contrôle mitotique  donnerait  plus  de  temps  aux 
cellules pour regrouper leurs centrosomes. Cette supposition corrèle avec nos observations, 
puisque  les  mitoses  dans  les  sphéroïdes  contraints  présentent  un  allongement  en 
prométaphase, qui résulterait de  l’activation du point de contrôle mitotique jusqu’à ce que 
les  centrosomes  soient  bien  regroupés.  Si  cette  hypothèse  s'avère  exacte,  il  resterait  à 
comprendre  comment  le  regroupement  des  centrosomes  est  permis  dans  les  sphéroïdes 
contraints ayant un cytosquelette d’actomyosine déstabilisé. 
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d) Arguments soutenant un contrôle de  la progression dans  le cycle, activé dans 
les sphéroïdes contraints 
Il est possible que la contrainte mécanique ne participe pas à l’achèvement de la cytocinèse 
en  présence  d’un  cytosquelette  d’actomyosine  déstabilisé,  mais  qu’il  empêche  la 
progression dans  le cycle de cellules polynucléées ou polyploïdes. Il en résulterait toutefois 
une  augmentation  du  nombre  de  cellules  binucléées,  ainsi  que,  à  court  terme,  une 
diminution de l’index mitotique puis de la prolifération.  
 
i. « Tetraploid checkpoint » 
La présence de  cellules polyploïdes et de divisions multipolaires nécessite  la présentation 
rapide du point de contrôle tétraploïde. 
Peu de choses sont connues au sujet du destin des cellules nouvellement tétraploïdes, et sur 
leur contrôle de progression dans le cycle cellulaire. Il a été proposé qu’un point de contrôle 
soit  activé  dans  les  cellules  tétraploïdes,  induisant  leur  arrêt  immédiat  en  G1  [244]. 
Cependant, il a aussi été montré que la tétraploïdie n’empêche pas la progression de toutes 
les cellules dans  le cycle  [245‐247], et que pour certaines  lignées ou conditions de culture, 
c’est  l’accumulation  de  défauts  de  ségrégation  de  chromosomes  au  cours  des  divisions 
triploïdes  qui  conduit  à  la  réduction  progressive  des  capacités  prolifératives  des  cellules 
triploïdes par activation de p53 et arrêt en G1 [242]. La sortie de mitose par mitotic slippage 
conduit au même arrêt. Un défaut de cytocinèse ne s’accompagne pas forcément de défaut 
de  ségrégation  des  chromosomes  [222].  Ni  la  binucléation,  ni  le  contenu  doublé  en 
centrosomes et en chromosomes qui en résulte n’activent un point de contrôle tétraploïde. 
Ainsi, seules  les cellules polyploïdes ayant régulé  leur nombre de centrosomes ou regroupé 
les centrosomes surnuméraires pour établir une division bipolaire continuent à proliférer. 
Les  divisions  multipolaires  observées  dans  les  sphéroïdes  traités  sont  probablement  les 
premières divisions suivant le défaut de cytocinèse puisque le temps de traitement n’excède 
pas la durée de deux cycles cellulaires. Leur présence suggère que nos conditions de culture 
ne  permettent  pas  l’activation  du  point  de  contrôle  tétraploïde. D’autres  part,  l’arrêt  de 
progression  dans  le  cycle  suite  à  des  erreurs  de  division  reste  probablement  faible  au 
moment  des  acquisitions.  Ceci  n’explique  toutefois  pas  ce  qui  peut  se  passer  dans  les 
sphéroïdes contraints traités pour que le taux de cellules binucléées entrant en mitose soit si 
181 
 
faible. Il est possible que dans ces conditions de contraintes, le point de contrôle tétraploïde 
soit actif. 
 
ii. Arrêt en G1 suite à un délai en prométaphase 
Le groupe de G. Sluder [248] a découvert un mécanisme d’arrêt en G1 qui pourrait expliquer 
un  arrêt  de  prolifération  des  cellules  binucléées  ou  polyploïdes  dans  les  sphéroïdes 
contraints.  Ils  démontrent  qu’un  prolongement  en  prométaphase  d’au moins  une  heure 
trente induit un arrêt en G1, chez les cellules humaines transformées (RPE1, Retinal Pigment 
Epithelial  cell  line).  Cet  arrêt  est  dépendant  de  l’activation  transitoire  de  p53  puis  de 
l’activation prolongée de p21 (jusqu’à 100h). Il n’est pas dépendant des dommages à l’ADN, 
ni de  la résolution du point de contrôle mitotique, ni de  la durée de  la métaphase, ni de  la 
mauvaise ségrégation des chromosomes. Il est dépendant de l’activation de la protéine p38. 
Cette kinase appartient à  la famille des mitogen‐activated proteins kinases (MAPKs) dont  la 
voie de signalisation est activée en réponse à de nombreux stress cellulaires. L’activation de 
la voie p38‐MAPK  joue un rôle dans  la différenciation cellulaire,  l’inhibition de prolifération 
et  l’apoptose  [249, 250]. Son  inhibition permet de contourner  l’arrêt des cellules en G1. Si 
p38 est à nouveau activé après avoir contourné une première fois l’arrêt en G1, les cellules 
petites‐filles s’arrêtent à  leur tour en G1 en souvenir de  l’allongement de  la prométaphase 
de leur cellule grand‐mère, et ce malgré une durée de prométaphase précédente normale. 
 
Ce  résultat est particulièrement  intéressant, puisque  la progression en mitose des cellules 
des  sphéroïdes  contraints est associée à un allongement des  cellules en prométaphase.  Il 
serait  donc  possible  que  la  contrainte mécanique  induise  l’activation  de  la  voie  de  p38 
conduisant à un arrêt des cellules en G1, et ce, qu’elles aient ou pas achevé leur cytocinèse. 
L’arrêt des cellules en G1 ne nous permettrait plus d’analyser  l’état mono‐ ou binucléé des 
cellules  entamant  une  nouvelle  division,  ni  si  leur  division  est  bi‐  ou  tripolaire,  ce  qui 
masquerait  l’achèvement correct de  la cytocinèse à  la mitose précédente. Cette hypothèse 
suggère que les divisions dont la prométaphase n’est pas allongée achèvent leur cytocinèse, 
ou du moins que celles qui ne l’ont pas achevées ont subi un allongement de prométaphase 
suffisant pour les conduire à s’arrêter en G1. 
Figure 57 : Impact de la contrainte mécanique et 
des traitements sur l’aspect de surface des 
sphéroïdes 
(A) Images en lumière transmise de sphéroïdes de 
300µm de diamètre cultivés pendant 24h en 
condition contrôle et contrainte, non traitées, ou 
traitée Blebbistatine ou Latrunculine A. La perte de 
la régularité de surface des sphéroïdes traités 
Latrunculine est nettement visible. Tous les 
sphéroïdes contraints ont une surface très lisse et 
régulière. Barre d’échelle : 100µm. 
(B) Graphe représentant les mesures de 
« solidity » extraite des images en lumière 
transmise de sphéroïdes de 300µm cultivés en 
suspension (Contrôle, bleu) ou contraints dans 
l’agarose (rouge), en présence (Blebbi ou LatA) ou 
en absence (NT) de traitement, pendant 20h. La 
solidity correspond au rapport de l’aire détectée 
sur la plus petite aire convexe qui lui correspond. 
La solidity représente l’inverse de la rugosité. Les 
barres d’erreur représentent la moyenne et sa 
déviation standard. 
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PARTIE 6 : 
ETUDE DE L’IMPACT DE LA CONTRAINTE MECANIQUE SUR LES TENSIONS ET 
L’ORGANISATION CELLULAIRE AU SEIN DES SPHEROIDES 
 
Nous avons montré que  la contrainte mécanique  induit un délai de progression en mitose, 
modifie  l’orientation de  l’axe de division des cellules et  impacte  la réponse aux  inhibiteurs 
pharmacologiques  du  cytosquelette  d’actomyosine.  Afin  de  mieux  comprendre  ces 
phénomènes au sein des sphéroïdes, nous avons étudié l’impact des contraintes mécaniques 
sur  les  forces et sur  l’organisation multicellulaire qui existent au sein du sphéroïde. Cette 
partie présentera donc les résultats préliminaires obtenus à ce sujet. 
 
1) Analyse de l’impact de la déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine sur la 
tension de surface des sphéroïdes 
La  tension  de  surface  d’un  tissu  est  un  paramètre  qui  reflète  la  cohésion  intercellulaire, 
intégrant  l’adhésion  et  la  tension  corticale des  cellules  constituant  le  tissu. Ce paramètre 
peut  être  étudié  pour  les  sphéroïdes  cultivés  en  suspension.  Parmi  les  paramètres 
permettant d’apprécier  la tension de surface d’un sphéroïde, nous avons utilisé celui de  la 
régularité de contour des sphéroïdes  [187]. Ce paramètre peut être déduit de  l'évaluation 
d'une critère de rugosité, "solidity", de l’aire détectée à partir d’images en lumière transmise 
des sphéroïdes (Figure 57). Plus ce paramètre à une valeur proche de 1, plus  la surface du 
sphéroïde  est  lisse  et  révèle  une  tension  de  surface  importante.  Cette  analyse  a  été 
effectuée avec des sphéroïdes de 300µm de diamètre et cultivés en suspension, non traités 
ou traités Blebbistatine et Latrunculine pendant 20h. 
 
L’analyse de l’aspect des sphéroïdes contrôles non traités en lumière transmise révèle qu’ils 
sont  relativement  sphériques, et que  leur  surface est  régulière  (solidity = 0,964 +/‐ 0,014, 
n=27, Figure 57B). 
La  tension  de  surface  de  sphéroïdes  est  dépendante  de  la  contractilité  du  cytosquelette 
d’actomyosine, comme  il a été démontré par  le groupe de J‐P. Rieu [187]. Ce résultat n’est 
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Figure 58 : Impact des traitements sur l’écartement des bords après incision des sphéroïdes
(A) Schéma représentant le sphéroïde avant (gauche), au moment (milieu) et 3 minutes après
(droite) l’incision. La longueur des incisions est comprise entre 250 et 350µm. L’incision induit
un écartement des bords de longueur L qui a été comparé pour les différentes conditions 3
minutes après que l’entaille ait été réalisée.
(B) Images en lumière transmise d’un sphéroïde contrôle non traité (gauche), traité
Blebbistatine (milieu) et traité Latrunculine A (droite) 3 minutes après l’incision. Barre
d’échelle : 200µm.
(C) Graphe représentant les valeurs d’écartement des bords (L) 3 minutes après incision de
sphéroïdes contrôles non traités (NT, bleu), traité Blebbistatine (Blebbi, vert) et traités
Latrunculine A (LatA, violet). Les barres d’erreur représentent la moyenne et la déviation
standard.
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pas reproduit dans notre étude à partir des mesure de rugosité sur les sphéroïdes contrôles 
traités  Blebbistatine  (solidity  =  0,969  +/‐  0,010,  n=16,  différence  non  significative  avec  la 
condition  non  traitée)  (Figure  57B).  Cependant,  la  rugosité  des  sphéroïdes  contrôles  est 
nettement  augmentée  par  l’inhibition  de  l'assemblage  des  filaments  d’actine  par  la 
Latrunculine  A  (solidity  =  0,909  +/‐  0,052,  n=26,  p<0,0001  avec  la  situation  contrôle  non 
traitée)  (Figure 57B). On devine des cellules qui se détachent presque du sphéroïde, et sa 
surface devient très  irrégulière (Figure 57A). En conclusion, ces résultats suggèrent que  la 
tension  de  surface,  et  donc  la  cohésion  cellulaire,  sont  diminuées  par  l’inhibition  du 
cytosquelette d’actomyosine. 
 
Notre  méthode  d’étude  ne  révèle  pas  d’effet  de  l’inhibition  de  la  contractilité  du 
cytosquelette  d’actomyosine  sur  la  tension  de  surface  des  sphéroïdes.  Nous  avons  donc 
voulu  vérifier  l’impact  de  l’inhibition  du  cytosquelette  d’actomyosine  sur  le  stress  solide 
accumulé au cours de  la croissance des sphéroïdes. De  la même façon que dans  le modèle 
d’incision de tumeur de R.K. Jain [39], l’incision de sphéroïdes et la mesure de l’écartement 
des bords de  l’entaille peut permettre de mettre en évidence des différences de ce stress 
selon les conditions de croissance. L’ouverture des sphéroïdes après incision reflète alors la 
tension circonférentielle de périphérie. 
Les sphéroïdes contrôles non  traités,  traités Blebbistatine et  traités Latrunculine A ont été 
incisés sur 35 à 50% du diamètre du sphéroïde, et l’écartement des bords de l’entaille a été 
mesuré 3 minutes après l’incision (Figure 58). Les sphéroïdes contrôles s’ouvrent de 347µm 
en  moyenne  (+/‐  65µm,  n=29).  Les  sphéroïdes  traités  Blebbistatine  et  Latrunculine  A 
s’ouvrent seulement de 232µm (+/‐ 61µm, n=28, p<0,0001 avec  la situation contrôle) et de 
210 µm (+/‐ 49µm, n=31, p<0,0001 avec la situation contrôle) respectivement. Ces résultats 
montrent que l’inhibition du cytosquelette d’actomyosine réduit la tension circonférentielle 
de périphérie accumulée dans les sphéroïdes. 
 
Ainsi,  le cytosquelette d’actomyosine participe à  la maintenance de  la tension de surface 
des  sphéroïdes,  résultat  possible  d’une  accumulation  de  stress  solide  induit  par  la 
croissance à l’intérieur des sphéroïdes. 
   
Figure 59 : Effet de la contrainte mécanique sur la 
localisation de YAP dans les cellules des sphéroïdes 
(A) Image en fluorescence d’une coupe à congélation 
d’un sphéroïde contrôle non traité dont l’ADN (DAPI, 
bleu) et YAP (vert) ont été marqués. La ligne pointillée 
représente le contour du sphéroïde. Barre d’échelle : 
20µm. 
(B) Graphe représentant le pourcentage de cellules 
ayant une localisation nucléaire de YAP dans la couche 
cellulaire périphérique de sphéroïdes contrôles (bleu) 
et contraints (rouge) non traités. Les barres d’erreur 
représentent la moyenne et la déviation standard. 
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2) Analyse de l’impact de la contrainte mécanique que l’organisation des tensions au 
sein des sphéroïdes 
 
Concernant  les  sphéroïdes  contraints,  la  présence  d’agarose  autour  des  sphéroïdes  ne 
permet pas d’étudier la tension de surface. Nous avons tout de même analysé l’aspect de la 
surface des sphéroïdes par mesure de la solidity (Figure 57B). 
Quelque soit la condition de traitement, la croissance des sphéroïdes dans l’agarose les rend 
davantage  circulaires,  avec  une  surface  plus  lisse  et  régulière  (solidity  =  0,973  +/‐  0,022, 
n=22, p=0,0052 par rapport à la situation contrôle pour les sphéroïdes contraints non traités, 
solidity  =  0,967  +/‐  0,024,  n=24,  et  0,964  +/‐  0,023,  n=10,  pour  les  sphéroïdes  contraints 
traités Blebbistatine et traités Latrunculine respectivement). Ainsi, les sphéroïdes contraints 
en  agarose  dont  le  cytosquelette  d’actomyosine  a  été  déstabilisé  ne  présentent  pas  de 
différences de rugosité comparativement aux sphéroïdes contraints non traités : leur surface 
est parfaitement lisse et régulière. 
Ces observation démontrent que  la contrainte mécanique  induit une augmentation de  la 
régularité de surface des sphéroïdes, indépendemment de l’inhibition pharmacologique du 
cytosquelette d’actomyosine. 
 
Afin de  compléter  ces observations, une analyse de  la  localisation nucléaire de YAP a été 
effectuée. La localisation nucléaire de YAP/TAZ permet de détecter les cellules qui possèdent 
un cytosquelette d’actomyosine sous tension [102, 103]. Afin d’étudier la tension cellulaire à 
la  périphérie  des  sphéroïdes  en  suspension  et  en  réponse  à  la  contrainte mécanique,  le 
pourcentage de cellules dans lesquelles YAP est détecté dans le noyau a été analysé dans la 
couche  cellulaire  périphérique  des  sphéroïdes  contrôles  et  contraints  (Figure  59B).  En 
moyenne, 45%  (+/‐ 7%, n=19) des  cellules de  la  couche périphérique ont une  localisation 
nucléaire  de  YAP  dans  les  sphéroïdes  contrôles.  Ce  pourcentage  est  inchangé  dans  les 
sphéroïdes contraints (42% +/‐ 5%, n=4). 
Ce  résultat  signifie  que  la  contrainte  mécanique  ne  modifie  pas  le  taux  de  localisation 
nucléaire de YAP des cellules de la couche.  
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Figure 60 : Effets de la contrainte 
mécanique sur la distribution des 
jonctions intercellulaires 
Images en fluorescence de 
coupes à congélation d’un 
sphéroïde contrôle et d’un 
sphéroïde contraint non traités, 
dont l’ADN (DAPI, bleu), les 
cellules mitotiques (H3P, rouge) et 
les jonctions intercellulaires (E-
Cadhérine, vert) ont été 
marquées. Barre d’échelle : 10µm. 
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3) Analyse de la topologie tissulaire des sphéroïdes 
Comme conclu à la fin de la partie 4, la corrélation des résultats obtenus avec l’organisation 
multicellulaire  des  sphéroïdes  est  nécessaire  pour  mieux  comprendre  l’implication  de 
l’organisation cellulaire au sein des sphéroïdes dans  la progression en mitose. Les résultats 
présentés ci‐dessous sont préliminaires. 
 
a) Analyse de la distribution des jonctions intercellulaires au sein des sphéroïdes 
La détection de la E‐Cadhérine sur coupes à congélation de sphéroïdes permet d’identifier la 
distribution des  jonctions  intercellulaires au  sein des  sphéroïdes  (Figure 60). L’observation 
de ces coupes  semble  révéler que  les cellules en périphérie dans  les  sphéroïdes contrôles 
possèdent moins de  jonctions  intercellulaires contenant de  la E‐Cadhérine que  les cellules 
plus  en  profondeur  dans  le  sphéroïde.  Cependant,  dans  les  sphéroïdes  contraints,  les 
couches  cellulaires  les plus périphériques  semblent posseder des  jonctions  intercellulaires 
révélées  par  une  présence  d’E‐Cadhérine  très  nette.  Il  est  possible  que  la  contrainte 
mécanique  augmente  l’expression  et/ou  la  localisation  membranaire  d’E‐Cadhérine, 
induisant  la  formation ou  le  renforcement des  jonctions  intercellulaires en périphérie des 
sphéroïdes, ce qui contribuerait à  l’augmentation de  la cohésion cellulaire des sphéroïdes. 
Ces observations doivent être confirmées par des analyses précises et reproductibles pour 
comparer la présence d’E‐Cadhérine dans les sphéroïdes selon les différentes conditions de 
culture. 
 
b) Analyse de l’organisation des noyaux au sein des sphéroïdes 
La forme des noyaux dans les cellules peut‐être dépendante de la forme des cellules, et des 
tensions  subies  par  la  cellule  [93].  Le  rapport  noyau/cytoplasme  étant  élevé  au  sein  des 
sphéroïdes  HCT116,  nous  avons  décidé  d’analyser  l’organisation  multicellulaire  des 
sphéroïdes  en  étudiant  l’organisation  des  noyaux.  L’orientation moyenne  des  noyaux  par 
rapport à la normale à la surface et en fonction de la distance à la surface a été déterminée à 
partir  de  coupes  à  congélation  de  sphéroïdes  cultivés  selon  les  six  conditions  de  culture 
(Figure  61).  Cette  analyse  a  été  effectuées  avec  un  programme  Matlab  développé  par 
l’équipe PRIMO, de  l’ITAV  (Toulouse), à partir de coupes à congélation de sphéroïdes dont 
 
Figure 61 : Impact des contraintes mécaniques et des traitements sur l’organisation des 
noyaux 
(A) Coupe à congélation d’un sphéroïde contrôle non traité dont l’organisation des noyaux a été 
analysée par l’algorythme Matlab développé par l’équipe PRIMO de l’ITAV (Toulouse). Le 
contour du sphéroïde est correctement détecté (à gauche), et les vecteurs d’orientation sont 
définis selon le marquage des noyaux (DAPI) sur la surface entière du sphéroïde (droite). La 
zone encadrée est agrandie en dessous. 
(B) Graphe représentant les angles d’orientation moyens des tenseurs détectés à partir du 
signal de fluorescence des noyaux des sphéroïdes contrôles (traits pleins) et des sphéroïdes 
contraints (trait discontinus), non traités (bleu), traité Blebbistatine (vert) ou traités 
Latrunculine A (violet). Les traits des sphéroïdes contrôles et contraints non traités se 
superposent sur les 50 premiers microns. 
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les  noyaux  ont  été  marqués  au  DAPI.  Brièvement,  le  programme  analyse  le  signal  de 
fluorescence  localement sur  toute  la surface de  la coupe de sphéroïde afin de déterminer 
des gradients d’intensité qui donneront des orientation des tenseurs d’organisation (Figure 
S4). Les orientations  sont déterminées par  rapport à  la normale à  la  surface au point à  la 
surface le plus proche, et en fonction de la distance à la surface (Figure 61). Ce programme 
ne cherche pas à segmenter les noyaux mais à étudier le sphéroïde comme un continuum. 
Les résultats obtenus montrent que, dans les sphéroïdes contrôles et contraints non traités, 
les noyaux des couches périphériques prennent une orientation préférentiellement parallèle 
à  la  surface  (79° +/‐ 4°, n=9, et 76° +/‐ 7°, n=6, à 10µm de  la  surface pour  les  sphéroïdes 
contrôles  et  contraints  non  traités  respectivement),  qui  diminue  très  rapidement  pour 
aboutir  à  une  orientation  d’environ  à  53°  (+/‐  3°)  par  rapport  à  la  surface  dès  90µm  de 
profondeur. 
Le traitement à la Blebbistatine induit une légère diminution de cette orientation, que ce soit 
en  condition  contrôle ou en  condition  contrainte  (71° +/‐ 4°, n=12, et 71° +/‐ 5°, n=10,  à 
10µm  de  la  surface  pour  les  sphéroïdes  contrôles  et  contraints  traités  Blebbistatine 
respectivement).  La  Latrunculine  induit quant à elle une diminution nette de  l’orientation 
préférentiellement parallèle  à  la  surface du  sphéroïde en  condition  contrôle  (60° +/‐ 5°  à 
10µm  de  la  surface,  n=6).  Dans  les  sphéroïdes  contraints  traités  Latrunculine,  cette 
orientation est maintenue (70° +/‐ 5° à 10µm de la surface, n=11) à hauteur des sphéroïdes 
traités Blebbistatine. 
 
Ces  résultats  très  préliminaires  semblent  indiquer  que    l’inhibition  pharmacologique  du 
cytosquelette d’actomyosine  réduit  l’orientation préférentielle des noyaux parallèlement à 
la surface des sphéroïdes, avec un effet plus fort de l’inhibition des filaments d’actine que de 
l’inhibition  de  la  myosine  II.  La  contrainte  mécanique  ne  semble  pas  modifier  cette 
orientation des noyaux dans  les  sphéroïdes non  traités ou  traités Blebbistatine, mais  elle 
semble la maintenir dans les sphéroïdes traités la Latrunculine A. 
 
En  conclusion,  la  contrainte  mécanique  ne  semble  pas  induire  de  modification 
d’organisation des sphéroïdes non traités, mais protège de la désorganisation des noyaux 
induite par l’inhibition des filaments d’actine. 
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4) Discussion 
a) La  contrainte  mécanique  augmente  la  cohésion  cellulaire  sans  modifier 
l’organisation cellulaire au sein des sphéroïdes 
Les  résultats obtenus dans  cette étude montrent que  la  contrainte mécanique ne  semble 
modifier ni la localisation cellulaire de YAP, ni l’organisation des noyaux en périphérie, mais 
s’accompagne d’une petite augmentation de la régularité et de la circularité des sphéroïdes, 
ainsi  que  peut‐être  d’une  augmentation  de  la  présence  d’E‐Cadhérine  dans  les  couches 
cellulaires  périphériques.  Ces modifications  soulignent  une  augmentation  de  la  cohésion 
cellulaire des sphéroïdes sous l’effet des contraintes mécaniques. 
 
Il est étonnant de ne pas observer de différences de la localisation nucléaire de YAP dans la 
couche  cellulaire périphérique entre  les  sphéroïdes  contrôles et  contraints. Cependant,  sa 
localisation  est  régulée  par  de  nombreuses  voies  de  signalisation.  L’équipe  de  S.  Piccolo 
[103] et Raghunathan et al. [251] observent d’ailleurs une réponse inverse de l’activation de 
YAP à  la rigidité du substrat. Effectivement,  il n’est pas seulement régulé par  la tension du 
cytosquelette  d’actomyosine,  mais  est  également  inhibé  par  l’activation  de  la  voie  de 
signalisation Hippo. Il est possible que YAP soit aussi régulé par les jonctions intercellulaires, 
puisque la culture de cellules confluentes induit sa localisation cytoplasmique [103]. Dans les 
sphéroïdes contraints en agarose,  les  jonctions  intercellulaires pourraient être augmentées 
en périphérie des  sphéroïdes et  induire une  relocalisation cytoplasmique et  l’inhibition de 
YAP. 
 
La forme des cellules [142] et la distribution des jonctions cellules‐cellules [141] participant à 
la  détermination  de  l’orientation  de  l’axe  de  division,  la modification  de  ces  paramètres 
pourrait expliquer  la déviation de  l’orientation préférentielle de  l’axe de division de 15° en 
condition  contrainte  par  rapport  à  l’orientation  préférentiellement  observée  dans  les 
sphéroïdes  contrôles.  La disposition des noyaux pouvant être un  reflet de  la  forme et de 
l'organisation des cellules, nous avons analysé l'organisation des noyaux dans les sphéroïdes. 
Cependant,  les  résultats obtenus ne montrent pas d’effet de  la  contrainte mécanique  sur 
l’organisation des noyaux dans  les sphéroïdes non  traités. Ce résultat préliminaire suggère 
que  la modification  de  l’axe  préférentiel  de  division  des  cellules mitotiques  ne  soit  pas 
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associée  à une organisation différente des noyaux  au  sein des  sphéroïdes.  Elle  trouverait 
peut‐être  son explication dans  la distribution des  jonctions  intercellulaires. Selon un autre 
point de vue, la réorientation de l’axe de division par la contrainte mécanique permettrait de 
réguler  les  forces  existantes  au  sein  des  sphéroïdes.  En  effet,  Campinho  et  al.  [241] 
démontrent que, dans un épithélium sous tension, le placement respectif des cellules filles, 
dépendant  de  l’orientation  de  l’axe  de  division,  participe  à  la  réduction  de  la  tension  du 
tissu. La croissance des sphéroïdes dans  l’agarose est associée à des forces de compression 
et  à  une  augmentation  de  la  tension  de  surface.  La  force  résultante  que  subit  le  tissu 
pourrait  induire une  réorientation de  l’axe de division de quelques degrés ou dizaines de 
degrés  par  rapport  à  la  situation  contrôle  (Figure  62),  afin  de  réguler  le  déséquilibre  des 
forces au sein du sphéroïde contraint. 
Il est également possible que ces modifications s’accompagnent d’une distribution ou d’une 
dynamique de l’actine différente au sein des cellules des sphéroïdes contraints et qui serait 
responsable du délai en prométaphase. 
 
b) La  contrainte mécanique modifie  l’effet des  inhibiteurs pharmacologiques du 
cytosquelette  d’actomyosine  sur  les  forces  et  l’organisation  cellulaire  des 
sphéroïdes 
Nous avons montré qu’en croissance sous contrainte mécanique, les défauts de progression 
en mitose résultant d’un défaut de cytocinèse induit par les inhibiteurs pharmacologiques du 
cytosquelette  d’actomyosine  sont  absents.  Or,  nous  avons  observé  que  la  contrainte 
mécanique  maintient  la  tension  de  surface  et  une  partie  de  l’organisation  des  noyaux 
modifiées par la Latrunculine A à des niveaux équivalents de ceux des sphéroïdes contrôles 
non traités. Or, Kunda et al. [217] montrent, sur cellules uniques, que  la restauration de  la 
tension corticale et de la rigidité de cellules déplétées en Moésine suffit à restaurer la mise 
en place du fuseau bipolaire. De façon similaire, le maintien de la tension de surface dans les 
sphéroïdes  contraints  dont  le  cytosquelette  d’actomyosine  a  été  déstabilisé  pourrait 
maintenir une  tension  corticale nécessaire à  la  cytocinèse. D’un autre point de vue,  cette 
augmentation de  la tension de surface, parce qu’elle serait trop élevée, pourrait aussi être 
responsable du délai en prométaphase observé dans  les sphéroïdes contraints. Cependant, 
 
A Sphéroïdes contrôles Métaphase Mitose terminée
B Sphéroïdes contraints
AgaroseAgarose
Jonctions intercellulaires
Cortex d’actine
S f d hé ïd
Tension de surface
F é lt t
Résistance réciproque
Figure 62 : Modèle de l’impact des contraintes mécaniques sur la régulation de l’orientation de
l’axe de division
(A)Les forces présentes au sein d’un sphéroïde contrôle sont à l’équilibre. En surface, les forces
de tension de surface (flèche noire à sens unique) sont majoritaires et induisent une orientation
de l’axe de division parallèle à la surface Il en résulte deux cellules filles localisées côte à côte le
ur ace  u sp ro e orce r su an e
Orientation préférentielle de l’axe de division
.
long de la surface du sphéroïde.
(B) Au sein des sphéroïdes contraints, la présence d’agarose induit l’apparition d’une force de
résistance (flèche rouge). En s’ajoutant aux tensions de surface, cette force de résistance dévie
légèrement la force résultante comparativement aux sphéroïdes contrôles. L’axe de division est
alors légèrement décalé, et les cellules filles ne seront pas forcément localisées côte à côte le
long de la surface du sphéroïde.
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cette  explication  n’est  pas  entièrement  satisfaisante  concernant  les  effets  de  la 
Blebbistatine,  puisque  l’inhibition  de  la  contractilité  du  cytosquelette  d’actomyosine  n’a 
qu’un effet sur l’accumulation de stress solide à l’intérieur des sphéroïdes et n’en a presque 
pas sur  la  tension de surface et sur  l’organisation cellulaire. A nouveau,  la distribution des 
jonctions  intercellulaire pourrait expliquer  la différence des phénotypes observée entre  les 
sphéroïdes contrôles et contraints traités.  
 
Le  groupe  de  Y.  Bellaïche  [238]  a  souligné  l’importance  de  la  relation  entre  les  jonctions 
intercellulaires et  le cytosquelette d’actomyosine dans  le déroulement de  la cytocinèse au 
sein d’un tissu. En induisant une augmentation des jonctions intercellulaires constituées d’E‐
Cadhérine  dans  les  sphéroïdes,  la  contrainte  mécanique  pourrait  augmenter  de  façon 
semblable la population d’actine stable localisée au niveau de ces jonctions, et qui ne serait 
pas  atteinte  par  la  Latrunculine  A  [239].  Ces  deux  paramètres  participent  peut‐être  à  la 
cytocinèse des cellules sous contrainte mécanique, ou à  l’activation d’un autre mécanisme 
de régulation des mitoses aberrantes, malgré un cytosquelette d’actomyosine déstabilisé. Il 
parait  important d’analyser  la distribution des  jonctions  intercellulaires dans  les sphéroïdes 
contrôle et contraints traités Blebbistatine et Latrunculine afin de vérifier cette hypothèse. 
Toutefois il est nécessaire d’être prudent, car la présence d’un marquage d’E‐Cadhérine à la 
surface  des  cellules  ne  suffit  pas  à  déterminer  l’état  d’activation  de  ces  jonctions.  Par 
exemple, la Blebbistatine induit la redistribution de la E‐Cadhérine sur toute la surface de la 
cellule, sans tenir compte des  jonctions d’adhésion  [84].  Il en résulte une  force d’adhésion 
des  cellules  fortement  diminuée.  Cette  perte  de  l’adhésion  induite  par  la  Blebbistatine 
pourrait être contrebalancée par  la contrainte mécanique.  Il est également possible que  la 
contrainte  induise  une  régulation  encore  inconnue  des  jonctions  intercellulaires  qui 
participerait  aux  comportements  cellulaires  qui  ont  été  observés  dans  les  sphéroïdes 
contraints et  traités. Par exemple,  la connexion des microtubules aux Cadhérines apparaît 
comme étant un déterminant important de l’adhésion cellulaire, mais reste à ce jour encore 
méconnu [252, 253]. L’inhibition des microtubules avec du Nocodazole réduit l’accumulation 
des Cadhérines, des Caténines et de  l’actine au niveau des  jonctions adhérentes  [254]. Les 
microtubules  régulent également  l’accumulation et  l’activation de  la myosine  II au niveau 
des  jonctions  cellulaires,  ce  qui  participe  en  retour  à  la  mobilité  des  Cadhérines. 
Inversement,  les  liens homophiliques des Cadhérines à  la membrane plasmique suffisent à 
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induire  le  recrutement  des microtubules  [255].  Le  lien  qui  existe  entre  le  cytosquelette 
d’actomyosine,  les microtubules et  les  jonctions cellulaires est complexe, mais permettrait 
une  régulation  spécifique  dépendante  de  l’état  de  la  cellule  et  de  son  environnement. 
L’accumulation  de  jonctions  intercellulaires  riches  en  Cadhérine  dans  les  sphéroïdes 
contraints  stabiliserait  peut‐être  davantage  les  microtubules  que  dans  les  sphéroïdes 
contrôles, et permettrait l’activation de mécanismes cellulaires différents qui expliquerait les 
différences de progression en mitose observées. 
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A Sphéroïdes contrôles D Sphéroïdes contrôles traités
Défaut de cytocinèse
Déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine
B Sphéroïdes contraints
Délai en prométaphase
Agarose Agarose
C Sphéroïdes contraints traités
Délai en prométaphase
Jonctions intercellulaires
Cortex d’actine
Surface du sphéroïde
Tension de surface
Résistance réciproque
Déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine
Figure 63 : Modèle de l’impact des contraintes mécaniques et de l’implication du cytosquelette
d’actomyosine dans le déroulement de la mitose dans les sphéroïdes
(A) La croissance d’un sphéroïde en suspension s’accompagne d’un équilibre des forces existantes
au sein du sphéroïde.
(B) La croissance d’un sphéroïde enrobé dans de l’agarose fait apparaître des forces de
compression dû à la résistance réciproque de l’agarose. Ces forces participent probablement à la
déstabilisation des forces intracellulaires, et par exemple à la dynamique du cytosquelette
d’actomyosine, ce qui ralenti la mise en place du fuseau mitotique et induit un délai en
prométaphase.
(C) Le traitement des sphéroïdes contraints par des agents déstabilisant le cytosquelette
d’actomyosine n’entraîne pas d’effets supplémentaires sur la progression en mitose. Ceci suggère
que la progression en mitose dans un environnement contraint peut se réaliser en absence d’un
cytosquelette d’actomyosine.
(D) A l’inverse, le traitement des sphéroïdes contrôles par des agents déstabilisant le
cytosquelette d’actomyosine révèle des défauts de cytocinèse, qui conduisent à des divisions
aberrantes. Ces traitements causent également une perte de la cohésion tissulaire et une
redistribution des jonctions intercellulaires.
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1) Régulation de la progression en mitose et de la réponse aux traitements 
déstabilisant le cytosquelette d’actomyosine dans les sphéroïdes contraints 
mécaniquement 
Au  terme  de  ce  travail,  nous  proposons  un modèle  général  dans  lequel  les  contraintes 
tissulaires et mécaniques  sont perçues par  les  cellules composant une  tumeur ayant pour 
conséquence : 
‐ De modifier le déroulement de la mitose ; 
‐ De modifier la réponse aux traitements déstabilisant le cytosquelette d’actomyosine. 
 
Au sein d’un sphéroïde en suspension (Figure 63A), un équilibre des forces est maintenu de 
façon à ce que le sphéroïde, au cours de sa croissance, maintienne une forme sphérique (qui 
représente  un  état  d’énergie  minimum).  Dans  ces  conditions,  les  mitoses  se  déroulent 
correctement avec un enchaînement des différentes étapes régulier jusqu’à l’achèvement de 
la  division.  Le  fuseau  bipolaire  se  met  en  place  une  vingtaine  de  minutes  après  la 
condensation de  l’ADN,  l’axe de division est préférentiellement orienté parallèlement à  la 
surface, et peu de divisions infidèles ont lieu. 
 
La  croissance  des  sphéroïdes  dans  un  environnement  confiné  induit  un  défaut  de 
progression en mitose (Figure 63B), probablement associé à un défaut de mise en place du 
fuseau bipolaire. Qu’il soit contraint entre deux murs de PDMS, ou enrobé dans de l’agarose, 
la croissance orientée et la rupture du gel sont des preuves d’un déséquilibre des forces au 
sein  des  sphéroïdes.  Ce  déséquilibre  et  la  présence  de  forces  de  compression  peuvent 
participer à ce défaut de progression en mitose. Dans les sphéroïdes contraints en agarose, 
ce  défaut  est  lié  à  un  défaut  de  mise  en  place  du  fuseau  et  conduit  à  un  délai  en 
prométaphase  qui  s’accompagne  d’une  légère  rotation  de  l’orientation  préférentielle  de 
l’axe de division. Nous pensons que ce délai est causé par  l’activation du point de contrôle 
mitotique. Toutefois, ce défaut n’est que transitoire, car la majorité des cellules progressent 
finalement  en métaphase  et  anaphase,  et  semblent  achever  leur mitose  normalement.  Il 
reste  toutefois  possible  que  le  point  de  contrôle  mitotique  ne  soit  pas  complètement 
satisfait, et que les cellules soient capables de contourner le SAC et de progresser en mitose 
dès qu’un fuseau mitotique est mis en place. 
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La déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine dans les sphéroïdes contraints en agarose 
paraît  n’avoir  aucun  effet  sur  la  progression  en  mitose  (Figure  63C).  Le  délai  en 
prométaphase, l’orientation de l’axe de division et la fidélité des divisions sont équivalents à 
ceux  observés  dans  les  sphéroïdes  contraints  non  traités.  Même  en  présence  des 
traitements, l’agarose semble permettre la conservation d’une cohésion cellulaire forte, qui 
s’exprime  par  une  tension  de  surface  maintenue  et  la  persistance  des  jonctions 
intercellulaires.  Cette  conservation  de  l’organisation  multicellulaire  peut  participer  à 
l’absence  d’effets  visibles  des  traitements.  La  contrainte  mécanique  peut  également 
participer  à  la  protection  des  sphéroïdes  contre  les  traitements.  Il  apparait  que  la 
progression  en  mitose  peut  être  permise  même  en  présence  d’un  cytosquelette 
d’actomyosine  déstabilisé.  Cette  observation  suggère  fortement  l’implication  d’un 
mécanisme  alternatif  capable  de  compenser  l’altération  du  cytosquelette  d’actomyosine 
dans  l’établissement  du  fuseau mitotique  et  dans  le  contrôle  de  l’orientation  de  l’axe  de 
division.  L’absence  d’accumulation  de  divisions  infidèles  est  la  preuve  que  des  voies  de 
signalisation  spécifiques  sont  activées dans  les  sphéroïdes  sous  contrainte  afin de  réguler 
l’entrée ou le déroulement de la mitose pour réduire les divisions aberrantes. 
 
La déstabilisation du cytosquelette d’actomyosine dans des sphéroïdes en suspension induit 
un défaut de cytocinèse qui conduit à un  fort pourcentage de divisions aberrantes  (Figure 
63D). Ces sphéroïdes traités ont une cohésion cellulaire moins importante, qui se traduit par 
une diminution de la tension circonferentielle radiale. Ces effets secondaires aux traitements 
pourraient  être  la  cause  principale  du  défaut  de  cytocinèse.  Cependant,  à  nouveau,  la 
déstabilisation du  cytosquelette d’actomyosine ne  semble pas  impacter  l’établissement et 
l’orientation du fuseau bipolaire, suggérant son rôle secondaire ou redondant avec un autre 
mécanisme cellulaire pour la mise en place d’un fuseau mitotique.  
 
En conclusion, cette étude a mis en évidence un  impact des contraintes mécaniques sur  la 
progression en mitose, et  révèle au moins un comportement cellulaire différent entre des 
conditions de culture en suspension et sous contrainte mécanique. Les résultats démontrent 
des réponses aux inhibiteurs pharmacologiques du cytosquelette d’actomyosine différentes 
entre ces deux conditions de culture.  
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Le  modèle  de  sphéroïdes  cultivés  dans  des  conditions  de  contrainte  reproduit 
l’environnement mécanique des microtumeurs.  Il est envisageable que  les comportements 
cellulaires  induits par  la contrainte mécanique  révélés dans cette étude  reproduisent ceux 
qui se développent sur les cellules tumorales in vivo. Ces comportements peuvent avoir des 
conséquences  importantes  dans  le  développement  tumoral,  et  dans  l’efficacité 
thérapeutique  des  traitements  anticancéreux.  Il  est  donc  important  de  poursuivre  ces 
travaux  pour  identifier  les  mécanismes  de  progression  en  mitose  qui  ont  lieu  dans  les 
cellules  des  sphéroïdes  contraints,  car  ils  permettront  de  mieux  comprendre  le 
comportement des cellules tumorales in vivo dans leur propre environnement mécanique. Il 
est probable que  les  contraintes mécaniques ont un  impact  sur des voies de  signalisation 
participant  à  d’autres  phénomènes  cellulaires,  telles  que  la  résistance  à  l’apoptose,  ou 
l’invasion, et qu’il serait judicieux d’identifier. 
 
2) Impact du microenvironnement tumoral sur le développement tumoral 
a) Devenir des cellules ayant un défaut de progression en mitose 
Les défauts de progression en mitose observés dans les deux modèles d’étude de croissance 
de  sphéroïdes  sous  contrainte  mécanique  ne  sont  pas  identiques,  mais  ils  pourraient 
dépendre tous  les deux de  l’orientation et de  l’amplitude des  forces présentes au sein des 
sphéroïdes. 
 
Il  est  possible  que  ce  défaut  de  progression  soit  de  plusieurs  heures  dans  les  sphéroïdes 
cultivés  entre  les murs  de  PDMS. Dans  la  littérature,  des  arrêts  de  quelques  heures  sont 
obtenus  par  traitement  pharmacologique  ou  par  manipulation  génétique  [256],  mais 
conduisent  tous  à  une  sortie  de mitose  avant  24h.  En  effet,  une  cellule  ne  peut  rester 
indéfiniment en mitose [257, 258] car son impossibilité à transcrire et traduire des protéines 
[259] la conduit inéluctablement à la sortie de mitose par deux mécanismes résultants de la 
dégradation des protéines. L’un est  la dégradation de  la Cycline B, qui conduit à une sortie 
de mitose avec décondensation de l’ADN sans division [260] et une progression en G1 ou G0. 
L’autre est  la dégradation de  la cohésine, qui maintient  les chromatides sœurs entre‐elles, 
induit  la  séparation  asynchrone  et  incontrôlée  des  chromatides  sœurs,  qui  s’accompagne 
d’une division en deux cellules filles qui ne seront pas identiques. Ce phénomène est décrit 
comme étant un mitotic slippage. Ces progressions anormales en mitose peuvent également 
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aboutir  à  la mort  cellulaire,  soit  au  cours  de  la mitose  (catastrophe mitotique),  soit  par 
apoptose  [261]  après une  sortie de mitose par  l’un ou  l’autre des mécanismes décrits  ci‐
dessus.  
 
Le marquage des cellules apoptotiques dans les sphéroïdes contraints ne révèle pas de mort 
cellulaire par  apoptose.  Il est possible que  la mort  cellulaire  se manifeste  sous une  autre 
forme,  ou  bien  qu’elle  intervienne  au  delà  d’une  vingtaine  d’heures  de  culture  sous 
contrainte mécanique. Très probablement, tous les comportements cellulaires associés à des 
défauts de progression en mitose  sont  représentés dans  les  sphéroïdes  contraints,  car  les 
lignées  cellulaires  possèdent  une  variation  intralignée  de  réponse  à  un  arrêt  en mitose 
importante  [258].  Une  autre  possibilité  est  que  les  cellules  arrêtées  en  mitose  par  la 
contrainte  mécanique  sont  protégées  contre  la  dégradation  de  la  Cycline  B  ou  contre 
l’induction de  la mort cellulaire, ce qui expliquerait  la permanence de  leur  statut pendant 
une si longue période. 
 
Dans  les sphéroïdes enrobés en agarose,  le défaut de progression en mitose est transitoire 
et  de  durée  courte,  les  cellules  parviennent  finalement  à  terminer  leur  division.  Un 
prolongement de la durée de mitose s’accompagne de l’accumulation de dommages à l’ADN 
[262]  et  pourrait  induire  une  mauvaise  ségrégation  des  chromosomes.  Les  défauts  de 
division  mis  en  évidence  dans  cette  étude  pourraient  participer  à  l’augmentation  de 
l’hétérogénéité génétique des cellules tumorales. 
 
b) Impact des contraintes mécaniques sur  l’hétérogénéité génétique des cellules 
au sein des sphéroïdes 
Un arrêt des cellules en mitose dans les sphéroïdes contraints entre les murs de PDMS, qu’ils 
conduisent à  la poursuite de  la division après un arrêt prolongé, à un mitotic slippage suivi 
de  division,  ou  à  une  décondensation  de  l’ADN  en  absence  de  division,  entraînerait  des 
défauts de division. Dans  les sphéroïdes enrobés en agarose,  le défaut de mise en place du 
fuseau mitotique peut être résolu par la cellule mais accompagné de défauts de ségrégation 
des chromosomes. Ces défauts de division peuvent se présenter sous plusieurs formes, mais 
ils participent tous à l’augmentation de l’hétérogénéité cellulaire. 
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D’une part,  les sorties de mitose sans division aboutiraient à des cellules ayant un contenu 
double en ADN. A  l’échelle multicellulaire,  il  y  aurait donc une  augmentation des  cellules 
polyploïdes au sein des sphéroïdes. Cette hypothèse a été vérifiée par mesure du contenu en 
ADN des cellules constituant les sphéroïdes contrôles et contraints par cytométrie. Bien que 
les résultats obtenus soient préliminaires, ils laissent supposer qu’il n’y a pas d’accumulation 
de  cellules  polyploïdes  sous  l’effet  des  contraintes mécaniques.  Il  reste  possible  que  la 
contrainte mécanique induise l’apparition de cellules polyploïdes par absence d’achèvement 
de la mitose, mais que cet effet ne puisse être observé pour diverses raisons : 
‐ Etant  donné  que  les  HCT116  possèdent  déjà  7%  de  cellules  polyploïdes  (d’après 
l’ATCC), et que le pourcentage des cellules en mitose est inférieur à 2% (Figure 4C de 
l’article) à un temps donné après 6 jours de croissance entre les murs de PDMS, il est 
possible  que  l’induction  de  cellules  polyploïdes  par  la  contrainte mécanique  reste 
trop faible par rapport à la masse cellulaire pour être détectée par cytométrie, 
‐ Il est également possible que ces cellules polyploïdes soient éliminées au cours de la 
croissance des sphéroïdes ou lors des périodes de réensemencement. 
‐ Les cellules polyploïdes peuvent également  s’arrêter de proliférer  suite à  l’absence 
de  division.  Elles  restent  donc  avec  4N  chromosomes  et  se  confondent  avec  les 
cellules euploïdes en G2 ou mitose comportant 4N chromosomes. 
 
D’autres part,  il  se pourrait que, même  si  les  cellules poursuivent  leur mitose,  la division 
conduise  à  une  ségrégation  anormale  des  chromosomes  aboutissant  à  de  l’aneuploïdie. 
Cette  hypothèse  a  été  vérifiée  par  analyse  des  caryotypes  des  cellules  provenant  des 
sphéroïdes  contrôles  et  des  sphéroïdes  contraints,  mais  n’a  pas  révélé  de  tendance 
d’accumulation de cellules aneuploïdes au sein des sphéroïdes sous  l’effet des contraintes 
mécaniques.  Une  meilleure  analyse  n’aurait  peut‐être  pas  suffit  à  mettre  à  jour  une 
accumulation de  cellules aneuploïdes  sous  l’effet des  contraintes mécaniques,  car d’après 
Lengauer et al. [263], un nombre de chromosomes différents de 2 est atteint dans moins de 
10% des cellules sur 50 générations d’HCT116. De plus, les cellules aneuploïdes induites par 
défaut  de  progression  en mitose  sont  généralement  éliminées  au  cours  du  temps  [264]. 
Thompson et al. [264] démontrent que l’aneuploïdie ne peut résulter, seule, de la mauvaise 
ségrégation des chromosomes, car le gain ou la perte de chromosomes est souvent délétère 
pour  la  cellule.  L’instabilité  chromosomique  doit  donc  s’accompagner  d’une modification 
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phénotypique qui confère un avantage de survie aux cellules aneuploïdes. Il faudrait que  la 
contrainte mécanique  confère  cet  avantage  de  survie  pour  que  les  cellules  aneuploïdes 
puissent perdurer au  sein des  sphéroïdes. Cependant,  les dérégulations du  contrôle de  la 
prolifération des  cellules  tumorales ouvrent  toutes  les possibilités de destin à des  cellules 
arrêtées en mitose. A titre d’exemple,  l’inactivation de p53 permet aux cellules polyploïdes 
de poursuivre leur prolifération [265, 266]. 
 
En conclusion, l’arrêt des cellules en mitose fournit de nombreuses sources de modifications 
du contenu génétique des cellules. La contrainte mécanique, en altérant  la progression en 
mitose,  peut  contribuer  à  l’augmentation  de  l’hétérogénéité  génétique  des  cellules 
tumorales et ainsi potentialiser le développement tumoral. 
 
c) Impact sur l’évolution de la maladie 
Le  prolongement  de  la mitose  induit  par  une  activation  prolongée  du  point  de  contrôle 
mitotique est associé aux tumeurs [267, 268]. Il reste à éclaircir si ce prolongement est une 
cause  ou  une  conséquence  de  la  tumorigénèse,  mais  il  participe  certainement  à 
l’augmentation  de  l’hétérogénéité  génétique  des  cellules  tumorales  qui  accompagne  la 
croissance d’une tumeur [269] et qui confèrent des avantages aux cellules tumorales [270]. 
 
i. Augmentation  de  la  survie  et  des  mécanismes  de  défense  des  cellules 
tumorales 
Les  cellules  tumorales  n’ont  pas  intérêt  à  effectuer  systématiquement  des  divisions 
anormales,  elles  accumuleraient  alors  trop  d’erreurs  qui  conduiraient  à  leur  élimination. 
Cependant, dans de rares cas, de  légères erreurs causeraient  l’apparition d’une cellule fille 
ayant  des  capacités  de  survie  plus  importantes  que  les  autres,  et  feraient  acquérir  de 
nouvelles  caractéristiques de  virulence ou de  résistance  à  la  tumeur  [271].  L’avantage de 
survie apporté contrebalancerait la rareté des cas de sélection positive. 
De  la même  façon,  les  tumeurs  accumulent  des  anormalies  des  centrosomes  au  fur  et  à 
mesure qu’elles deviennent plus agressives [272]. Il a été proposé que ces défauts apportent 
des  avantages  au  développement  tumoral, mais  uniquement  si  les  divisions multipolaires 
sont  partiellement  contrôlées  afin  d’éviter  les  dérives menant  à  la mort  cellulaire.  Ainsi, 
Ganem et al. [273] ont montré que, lorsque les cellules avec des centrosomes surnuméraires 
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se divisent de façon bipolaires, elles induisent des défauts de ségrégations de chromosomes. 
Ce  phénomène  s’explique  par  un  passage  transitoire  sous  forme  de division multipolaire, 
avant  le  regroupement  des  centrosomes,  qui  augmentent  les  attachements mérotéliques 
des chromosomes et leur mauvaise ségrégation par lagging. Cette dernière pourrait, comme 
précédemment,  participer  à  l’apparition  de  cellules  filles  aux  capacités  de  survie 
augmentées. 
 
ii. Participation  des  contraintes mécaniques  au  développement  des  capacités 
invasives des cellules 
La migration  des  cellules  tumorales  vers  des  sites  distants  et  l’apparition  de métastases 
nécessitent, d’une part,  l’acquisition d’altérations génétiques pro‐invasives, d’autre part  la 
modification des propriétés mécaniques des cellules et de leur environnement pour induire 
et  diriger  leur  invasion  [274,  275].  La  capacité  d’invasion  des  cellules  tumorales  inclut  la 
sécrétion de protéases permettant  la dégradation du microenvironnement,  l’altération de 
l’adhésion des  cellules, et un  changement de morphologie des  cellules  [1] qui  correspond 
parfois à une transition épithélio‐mésenchymateuse [276]. 
Swaminathan et al.  [277] ont démontré  l’impact de  la mécanique de  cellules  cancéreuses 
provenant  de  patients  sur  leurs  capacités  d’invasion  dans  du  gel mimant  la membrane 
basale.  Ils  observent  que  la  rigidité  des  cellules  est  inversement  corrélée  aux  capacités 
d’invasion. Les cellules moins rigides présentent davantage de protrusions membranaires et 
un cortex d’actine moins marqué que les cellules rigides. Cette organisation du cytosquelette 
d’actomyosine est en partie  responsable de  l’augmentation de  la motilité des  cellules.  La 
diminution de  la rigidité des cellules par  inhibition de  la myosine II avec de  la Blebbistatine 
augmente  les  capacités d’invasion  des  cellules.  Ils montrent  également que,  au  sein d’un 
même  tissu  cancéreux, les  cellules  ne  possèdent  pas  la même  rigidité.  Cette  observation 
souligne une nouvelle  fois  la diversité des phénotypes cellulaires au sein d’une  tumeur, et 
l’augmentation des capacités des cellules tumorales à faire développer la maladie. 
 
Sous  l’effet  de  la  croissance  en  agarose,  les  sphéroïdes  conservent  leur  cohésion  et  leur 
tension de surface. Les cellules présentent un cortex d’actine marqué. Tant que  le gel n’est 
pas rompu, son  invasion par  les cellules des sphéroïdes n’est pas apparante.  Il est possible 
que la compression dûe à la résistance du gel, augmente la rigidité des cellules tumorales et 
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participe  au  maintien  de  la  cohésion  cellulaire.  Ce  modèle  pourrait  reproduire  les 
microrégions  tumorales des  tumeurs primaires, qui n’ont pas encore acquis de propriétés 
d’invasions et qui sont en partie contenues par le microenvironnement mécanique. 
 
Les  traitements  des  sphéroïdes  en  suspension  avec  la  Blebbistatine  et  la  Latrunculine  A 
induisent  la perte de  la cohésion cellulaire et de  la tension de surface. Ces traitements, en 
inhibant la contractilité de l’actine, sont connus pour réduire la rigidité cellulaire et altérer la 
régulation  de  l’adhésion  cellulaire. D’après  les  résultats  de  Swaminathan  et  al.  [277],  ces 
traitements  augmenteraient  les  capacités  d’invasion  des  cellules.  Si  les  sphéroïdes  traités 
étaient  cultivés  dans  un  environnement  promouvant  l’invasion,  les  cellules  pourraient 
migrer,  ce  qui  permettrait  de  reproduire  certaines  caractéristiques  des  tumeurs 
métastasiques. 
 
iii. Augmentation de la désorganisation tissulaire 
Le contrôle de l’orientation de l’axe de division participe à la maintenance de l’homéostasie 
et  de  l’organisation  tissulaire.  La  contrainte  mécanique  induit  une  légère  rotation  de 
l’orientation  préférentielle  de  l’axe  de  division  des  cellules  au  sein  des  sphéroïdes.  Cette 
rotation  pourrait  suffire,  à  long  terme,  à  participer  à  la  désorganisation  tissulaire  du 
microenvironnement tumoral, qui est un facteur amplifiant le développement tumoral. 
 
3) Enjeux pour la thérapie anticancéreuse 
a) Résistance aux traitements et récurrence du cancer 
Le  traitement de  sphéroïdes en  suspension et de  sphéroïdes  contraints mécaniquement a 
révélé des comportements cellulaires différents qui suggèrent que des voies de signalisation 
sont activées selon  l’environnement mécanique des sphéroïdes. Ainsi,  la déstabilisation du 
cytosquelette d’actomyosine  inhibe  la  cytocinèse des  cellules des  sphéroïdes  contrôles  et 
conduit à un fort pourcentage de divisions aberrantes. Ces divisions aberrantes ne sont pas 
observées dans les sphéroïdes contraints et traités. Que ce soit pour contrôler la progression 
en mitose,  regrouper  les  centrosomes,  ou  faire  intervenir  un  autre  acteur  cellulaire  pour 
terminer  la  cytocinèse,  il  semblerait  que  la  contrainte mécanique  induise  l’activation  de 
voies de signalisation spécifiques. Cette activation réduit  les défauts de division provoqués 
par les traitements. 
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Parallèlement, la prise en compte du microenvironnement tumoral dans l’étude de l’impact 
des  traitements  déstabilisant  le  cytosquelette  d’actomyosine  sur  les  sphéroïdes  pourrait 
révéler une augmentation de  l’invasion par  les cellules tumorales. Or,  les cellules  invasives 
sont généralement moins prolifératives [278]. Si  les sphéroïdes traités étaient cultivés dans 
un  environnement  promouvant  l’invasion,  les  cellules  migreraient  et  les  traitements 
n’auraient  plus  d’effets  délétères  sur  le  déroulement  de  la  mitose.  Selon  la  cible  des 
traitements utilisés, un de ces effets adverses serait susceptible de contribuer à la promotion 
du développement tumoral au lieu de le réduire. 
 
Ainsi, le microenvironnement tumoral, incluant ses aspects biochimiques et biomécaniques, 
doit être pris en compte dans la réponse des cellules tumorales aux traitements, car il peut 
révéler des comportements différents selon l’impact qu’ils ont eux‐mêmes sur l’organisation 
tissulaire et sur les propriétés mécaniques des cellules. 
 
Un  autre  paramètre  de  la  résistance  aux  traitements  est  l’acquisitions  d’altérations 
génétiques. Les microrégions  tumorales étant  sous contraintes mécaniques,  les erreurs de 
ségrégation  résultant d’une altération de  la progression en mitose a probablement  lieu  in 
vivo, et peuvent apporter une capacité de résistance supplémentaire aux tumeurs. Selon un 
autre point  de  vue,  il  est  également  envisageable que  si  l’environnement mécanique des 
cellules dont la progression en mitose est altérée redevenait favorable au déroulement de la 
mitose,  elles  termineraient  leur  division,  de  façon  plus  ou moins  fidèle.  Ce  phénomène 
surviendrait  lorsque  les  contraintes  mécaniques  seraient  réduites,  par  exemple  après 
résection chirurgicale partielle ou traitement anticancéreux. Une autre forme de résistance 
aux traitements se manifeste par  la reprise de prolifération de cellules « dormantes ». Si  la 
contrainte, en altérant  la progression en mitose, conduit à  l’arrêt des cellules en G1 ou en 
G0,  une  réduction  des  contraintes mécaniques  pourraient  participer  à  leur  reprise  de  la 
progression dans  le cycle cellulaire ainsi qu’à une recrudescence de  la prolifération et de  la 
croissance de la tumeur résiduelle. 
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b) Identification de nouvelles cibles des agents anticancéreux 
La mise en évidence de voies de signalisation et d’un potentiel de résistance aux traitements, 
spécifiquement activés  sous  l’effet des  contraintes mécaniques,  illustre  l’importance de  la 
prise en considération du microenvironnement mécanique dans  l’étude de  la  réponse aux 
traitements anticancéreux. L’effet de  traitement connu, comme celui de  la Latrunculine A, 
peut n’être plus observable sur les cellules sous contraintes mécaniques.  Il est possible que 
des  traitements, utilisés  en  routine  en  clinique, n’ont  en  fait pas  l’effet  escompté  sur  les 
cellules  tumorales  de  tumeurs  particulièrement  rigides.  On  devrait  évaluer  l’effet  des 
traitements  selon  les  propriétés  mécaniques  des  cellules  tumorales  et  de  leur 
microenvironnement.  De  plus,  l’identification  des  voies  de  signalisation  spécifiquement 
activées sous  l’effet des contraintes mécaniques permettrait de révéler de nouvelles cibles 
potentielles des agents anticancéreux. Ces voies de signalisation n’étant pas révélées par des 
méthodes de  cultures  classiques en 2D, et même en 3D, nécessiteraient  la mise au point 
d’une méthode de criblage adaptée. D’une part, la méthode d’enrobement dans de l’agarose 
reste  compatible  avec  une  analyse  globale  (sans  dissociation)  des  sphéroïdes,  soit  par 
mesure de  leur taille, soit par évaluation de  l’expression d’un marqueur. D’autre part, une 
technique  de  mesure  des  propriétés  mécaniques  des  sphéroïdes  est  actuellement  en 
développement  dans  l’équipe,  pour  une  utilisation  de  routine  adaptée  aux  cribles  de 
molécules  actives.  Elle  repose  sur  la  mesure  du  déplacement  de  piliers  de  PDMS  qui 
entourent un sphéroïde en croissance. Selon la lignée cellulaire, les sphéroïdes en croissance 
n’ont  pas  la même  capacité  de  déplacement  des  piliers.  La mesure  de  ce  déplacement 
permet  de  déduire  les  forces  dégagées  par  les  sphéroïdes  sur  leur  environnement.  La 
recherche de molécules  réduisant  ces  forces pourrait par  exemple  être détectée par une 
diminution du déplacement des piliers.   
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1) Culture cellulaire 
a) Culture des cellules 
Les  cellules  de  la  lignée  d’adénocarcinome  colique HCT116  sont  cultivées  dans  du milieu 
DMEM (Dubelco’s Modified Eagle’s Medium, Gibcon) complémenté avec 10 % de sérum de 
veau fœtal (SVF) et 2mM/L de pénicilline/streptomycine, dans une atmosphère humide à 5% 
CO2 et à 37°C. Les cellules HCT116 exprimant  l’histone H2B fusionnée à  la mCherry ont été 
obtenues  par  transduction  lentivirale  et  sont  maintenues  en  culture  dans  les  mêmes 
conditions. 
 
b) Obtention des sphéroïdes 
Les  sphéroïdes  sont  produits  dans  des  plaques  96  puits  à  fond  rond  préalablement 
recouvertes avec du polyHema  (Poly(2‐hydroxyethyl methacrylate), Sigma) à 20mg/ml afin 
d’empêcher l’adhésion des cellules. 100µl de milieu contenant une suspension de 200 à 500 
cellules HCT116 sont déposés dans chaque puits. Les plaques sont centrifugées 6 minutes à 
1200rpm (200g) à température ambiante, puis placées en atmosphère humide à 5% CO2 et à 
37°C. Cette technique permet l'obtention d'un seul sphéroïde par puits. La variation de taille 
entre les différents sphéroïdes est inférieure à 10% (données non publiées).  
 
2) Culture des sphéroïdes contraints entre les murs de PDMS 
a) Fabrication du dispositif en PDMS : 
Le  moule  en  silicium  a  été  produit  en  collaboration  avec  K.  Grenier  (LAAS).  Le  PDMS 
(polydiméthylsiloxane)  (Sylgard)  est  produit  comme  préconisé  dans  le  protocole  fourni, 
c’est‐à‐dire en mélangeant 10% d’agent  réticulant au volume  final de PDMS.  Il est dégazé 
sous une cloche à vide puis coulé dans  le moule. Après un second dégazage,  le moule et  le 
PDMS  sont placés 6h à 80°C pour permettre  la polymérisation du PDMS.  Le dispositif est 
ensuite démoulé. 
Le  PDMS  a  été  choisi  comme  constituant  des microdispositifs  de  confinement  pour  ses 
propriétés  physiques  [279]. Outre  le  fait  qu’il  soit  facile  à  fabriquer  et  transparent,  il  est 
inerte chimiquement, perméable aux gaz et imperméable à l’eau. Concernant ses propriétés 
biomécaniques, il est non adhérant, non dégradable par les cellules et surtout non toxique. 
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b) Mise sous contrainte 
Des sphéroïdes de 280 à 300µm de diamètre sont transférés à  l’aide d’une micropipette à 
proximité des microdispositifs remplis de milieu de culture puis déplacés entre  les murs de 
PDMS  avec  une  aiguille.  Ils  sont  mis  en  atmosphère  humide  à  5%  CO2  et  à  37°C.  Les 
sphéroïdes  sont  cultivés entre  les murs de PDMS pendant 6  jours,  au  terme desquels  les 
différentes analyses sont réalisées. Le milieu est renouvelé une fois pendant cette durée de 
culture. 
 
3) Culture des sphéroïdes enrobés dans l’agarose 1% 
Les  sphéroïdes  sont  obtenus  comme  précisé  ci‐dessus. Quand  ils  atteignent  une  taille  de 
650µm  de  diamètre,  ils  sont  transférés  dans  de  l’Agarose  Low  Melting  Point  à  la 
concentration  de  10g/L  (1%)  (Euromedex).  Pour  l’imagerie  au  SPIM,  les  sphéroïdes  sont 
directement déposés dans les cuves en Phytagel comme décrit plus en aval. Pour les coupes 
à congélation, les sphéroïdes sont enrobés dans des carottes d’agarose fabriquées avec des 
capillaires  fins.  Lorsque  l’agarose  se  fige,  les  carottes  sont  démoulées  et  les  sphéroïdes 
distribués dans des puits de plaques 96 puits. 
 
4) Marquages des cellules 
a) Immunofluorescence sur coupes de sphéroïdes 
Les sphéroïdes en suspension, contraints entre les murs de PDMS ou enrobés dans l’agarose 
sont  fixés  pendant  3h  à  4°C  dans  de  la  formaline  (Sigma),  puis  rincés  dans  du  PBS  et 
transférés dans des solutions de sucrose à 15% et 30% successivement, pendant 24h à 4°C. 
Ils  sont ensuite enrobés dans un milieu de  cryomontage  (Tissue‐tek,  Sakura  Finetek). Des 
coupes  de  7  et  15µm  d’épaisseur  sont  réalisées  avec  un  cryostat  (Leica  ‐  CM1950)  et 
déposées sur des lames de verre puis placées sous vide à température ambiante pour la nuit, 
avant d'être stockées à ‐20°C.  
Pour réaliser  les marquages en  immunofluorescence,  les coupes sont soumises à une post‐
fixation de 20 min à 4°C dans une solution de formaline. Selon les anticorps, un démasquage 
d’antigènes est réalisé en faisant bouillir  les  lames placées dans un tampon citrate (1,8mM 
d'acide  citrique  et  8mM  de  citrate  de  sodium). Après  blocage  dans  du  PBS/1% BSA/0.5% 
Triton X‐100 0,1%, les lames sont incubées dans une solution contenant l’anticorps primaire 
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à  la  concentration  et  pour  une  durée  précisée  ci‐dessous,  puis  contenant  l’anticorps 
secondaire dilué au 1/800ème pendant 1h à température ambiante. 
Les anticorps primaires utilisés sont les suivants: 
‐ Anticorps  anti  Ki‐67  (rabbit,  polyclonal,  Santa  Cruz)  dilué  au  1/200ème  ,  laissé  agir 
pendant une nuit à 4°C ; 
‐ Anticorps  anti  Cycline A  (mouse, monoclonal, Abcam)  dilué  au  1/50ème,  laissé  agir 
pendant la nuit à 4°C ; 
‐ Anticorps anti PARP‐1 (rabbit, monoclonal, Epitomics) dilué au 1/1000ème,  laissé agir 
pendant 1h à 37°C ; 
‐ Anticorps  anti  H3P  (rabbit,  polyclonal,  Millipore)  dilué  au  1/1000ème,  laissé  agir 
pendant 1h à 37°C ; 
‐ Anticorps anti E‐Cadhérine (mouse, monoclonal, Abcam) dilué au 1/200ème, laissé agir 
pendant 72h à 4°C ; 
‐ Anticorps anti γ‐tubuline (mouse, monoclonal, Sigma) dilué au 1/5000ème,  laissé agir 
pendant 72h à 4°C ; 
‐ Anticorps anti YAP  (rabbit, polyclonal, Cell Signaling) dilué au 1/5000ème,  laissé agir 
pendant la nuit à 4°C ; 
Les  anticorps  secondaires  utilisés  sont  couplés  à  un  Alexa  488,  594,  ou  687  (Molecular 
Probes, 1/800). 
Les  filaments  d’actine  ont  été  détectés  en  incubant  les  lames  avec  de  la  Phalloïdine 
directement  couplée  à  un  Alexa  488  ou  594  (Invitrogen)  diluée  au  1/400ème  pendant  20 
minutes à température ambiante. 
 
b) Détection de l’hypoxie intracellulaire 
Afin de détecter  la présence de zones hypoxiques,    les sphéroïdes sont  incubés pendant 2 
heures  à  37°C  en  présence  de  100µM  de  pimonidazole  (Euromedex).  Dans  un 
environnement  hypoxique,  le  pimonidazole  est  réduit  et  se  lie  aux  groupements  SH  des 
protéines.  La  détection  du  pimonidazole  est  faite  par  l’incubation  avec  un  anticorps 
spécifique MAb1  couplé au  FITC dilué au 1/300ème pendant 2h à 37°C  (HypoxyprobeTM‐1 
Plus Kit, HPI). 
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c) Incorporation d’EdU  
L’incorporation  et  la  détection  d’EdU  sont  effectuées  avec  le  Click‐iT®  EdU  Alexa  Fluor® 
Imaging  Kit  (Molecular  Probes).  L’EdU  (5‐ethynyl‐29‐deoxyuridine)  est  un  analogue  de  la 
thymidine  incorporé  dans  l’ADN  nouvellement  synthétisé.  Il  est  ajouté  dans  le milieu  de 
culture des  sphéroïdes pendant une durée de 24 heures, à  la  concentration de 10µM.  Sa 
détection est effectuée sur les coupes à congélation en incubant les lames  dans le tampon 
de révélation préparé selon les instructions du producteur.  
 
d) Marquage de l’ADN et fin de traitement des lames 
Le marquage des noyaux au DAPI est  réalisé par  l’incubation des  lames dans une  solution 
contenant 0,1µg/ml de DAPI pendant 10 min à l’obscurité. Après un lavage rapide, les lames 
sont montées à l’aide du milieu de montage (Dako). 
 
5) Imagerie et analyse des images en fluorescence de coupes à congélation 
Les images en fluorescence de coupes à congélation de 7µm d’épaisseur sont réalisées avec 
un microscope à épifluorescence DM5000 (Leica) comportant une caméra ES CCD COOLsnap 
(Roper). Les images sont traitées avec le logiciel ImageJ : 
‐ Les moyennes d’intensité de fluorescence correspondent à la moyenne d’intensité de 
chaque  pixel  sur  la  pile  d’images  entières.  Elles  représentent  la  distribution  d’un 
marquage  à  partir  de  plusieurs  échantillons  issus  d’au  moins  2  expériences 
indépendantes. 
‐ Les décomptes des densités cellulaires et des cellules H3P+/EdU‐ ont été effectués 
manuellement  à partir des  coupes de 6  à 15  sphéroïdes par  conditions  issus de 3 
expériences indépendantes. 
‐ L’analyse de la forme des cellules à partir du marquage des jonctions intercellulaires 
(E‐Cadhérine) est effectuée en extrayant  les paramètres d’aire et de circularité des 
contours  de  chaque  cellule  d’intérêt  effectués  manuellement  sous  ImageJ.  Les 
résultats de  la  Figure  S1  sont  issus de plusieurs  sphéroïdes provenant d’une  seule 
expérience. 
L’analyse du nombre de pôles des cellules mitotiques a été  réalisée avec  le  logiciel  Imaris 
7.0.0 (Bitplane). 
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Les traitements statistiques ont été effectués avec les logiciels Microsoft Excel et Prism. Les 
tests statistiques correspondent au Wilcoxon Mann‐Whitney. 
 
Les images en fluorescence de coupes à congélation de 15µm d’épaisseur sont réalisées avec 
un microscope multiphoton  confocal  LSM510  NLO  (Zeiss),  avec  un  objectif  x40  ou  x63. 
L’imagerie nécessite  l’utilisation séquentielle des  lasers 488 et 594nm et d’un  laser pulsé à 
750nm pour la détection du DAPI. Les images sont traitées avec le logiciel Zen 2009 (Zeiss). 
 
6) Imagerie et analyse des sphéroïdes en lumière transmise 
Les  images  en  lumière  transmise  sont  acquises  avec  un microscope MacroFluo  Z16  APO 
(Leica) comportant une caméra ES CCD COOLsnap (Roper). Les acquisitions en temps réel en 
lumière  transmise  sont  réalisées avec un microscope  champ  large  (Zeiss) avec un objectif 
10X (NA 0,3). Les analyses de relâchement des sphéroïdes après retrait des microdispositifs 
et  les  analyses  de  croissance  des  sphéroïdes  sont  réalisées  avec  le  logiciel  ICY  (Cellomics 
Technologies,  Compartimental  Bioapplication‐Thermo  Scientific).  Les  analyses  de  rugosité 
sont  réalisées  avec  le  logiciel  ImageJ,  par  segmentation  des  sphéroïdes  et  extraction  du 
paramètre  « solidity ».  L’écartement  des  bords  des  incisions  ont  été  mesurées 
manuellement sous ImageJ. Toutes ces analyses ont été effectuées sur plusieurs sphéroïdes 
par conditions issus de 2 expériences indépendantes au minimum. 
 
7) Analyses de l’hétérogénéité génétique des cellules 
a) Cytométrie 
Les  cellules  provenant  d’une  60aine  de  sphéroïdes  contrôle  ou  contraints  sont  trypsinisés 
pendant plusieurs minutes jusqu’à dissociation complète. Les cellules sont ensuite : 
‐ soit directement traitées pour l’analyse au cytomètre, 
‐ soit  réensemencées afin d’être  traitées au Paclitaxel. Elles sont  réensemencées 2‐3 
jours  puis  traitées  au  Paclitaxel  à  100nM  pendant  14h  avant  d’être  décollées  et 
récupérées pour l’analyse au cytomètre. 
‐ soit  réutilisées  pour  un  cycle  de  culture  sous  forme  de  sphéroïdes.  Elles  sont 
réensemencées  dans  des  boîtes  de  cultures  en  2D  pour  2‐3  jours,  avant  d’être 
utilisées  à  nouveau  pour  obtenir  des  sphéroïdes.  Les  cellules  provenant  des 
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sphéroïdes en  suspension  sont utilisées pour  la culture de sphéroïdes contrôles, et 
celles provenant de  sphéroïdes  contraints pour  la  culture de  sphéroïdes  transférés 
dans  les microdispositifs pendant 6  jours. Au  terme de  ces 6  jours,  les  sphéroïdes 
sont à nouveau dissociés, et les cellules partagées entre une analyse au cytomètre et 
un  nouveau  cycle  de  culture.  Trois  cycles  de  cultures  ont  été  effectués  avec  les 
mêmes cellules.  
Pour la préparation des cellules à l’analyse au cytomètre, les culots cellulaires obtenus après 
centrifugation à 1400 rpm pendant 3 minutes à 4°C, sont rincés puis fixés par ajout goutte à 
goutte de ¾ de volume final d’Ethanol 100% à  ‐20°C, et réservés au moins 2h à ‐20°C. Une 
nuit après,  les cellules sont réhydratées dans du PBS/ 1% BSA, rincées, puis perméabilisées 
7min à 0°C dans du tampon PBS/ 1% BSA / 0.25% Triton X‐100. Après un nouveau rinçage, 
elles  sont marquées pendant  20 minutes  avec du  Iodure de Propidium dilué  au  1/100ème 
(accompagné  de  1/50ème  de  RNAse).  Elles  sont  ensuite  analysées  avec  un  cytomètre  (C6‐
Accuri). Les données sont acquises et étudiées à l’aide du logiciel CFlow Plus. 
 
b) Etalement chromosomique 
Les  cellules provenant  d’une  15aine de  sphéroïdes  contrôles ou  contraints  sont  trypsinisés 
pendant  plusieurs  minutes  jusqu’à  dissociation  complète.  Elles  sont  réensemencées  2‐3 
jours  puis  traitées  à  la Démécolcemid  à  0,02µg/mL  pendant  2h  afin  de  les  accumuler  en 
mitose. Elles sont ensuite décollées par trypsination et rincées. Les culots cellulaires obtenus 
après  centrifugation  sont  resuspendus  dans  10mL  de  KCl  à  75mM  pendant  10 minutes  à 
37°C. 2mL de  solution  fixatrice  froide  (1  volume d’acide acétique pour 3 d’éthanol 100%) 
sont ajoutés et les cellules sont centrifugées 10 minutes à 1500rpm. Après 3 lavages espacés 
de  30  minutes  effectués  avec  la  solution  fixatrice,  le  culot  peut  être  conservé  à  4°C. 
L’étalement et  le marquage des  cellules  au Giemsa  sont  réalisées  à  l’Institut  Fédératif de 
Biologie  (Purpan,  Toulouse). Des  gouttes de  solution  fixatrice  concentrée  en  cellules  sont 
jetées avec une pipette paster à poire  sur  les  lames. Ces  lames  sont vieillies pendant une 
journée. Le marquage des lames s’effectue en plongeant les lames successivement dans : 
‐ de la Trypsine, 20 secondes 
‐ une solution de PBS pour rincer 
‐ une solution de Giemsa pendant 30 secondes 
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Les  lames  sont  rincées  sous  l’eau  avant  d’être  analysées  avec  un microscope  à  lumière 
transmise  et  un  objectif  X100.  Seules  les  cellules  parfaitement  étalées  permettaient  de 
compter le nombre exact de chromosomes. 
 
8) Contrôle de la diffusion de la Blebbistatine à travers les gels 
La Blebbistatine présente un pic d’absorption à 424nm. L’absorbance à une longueur d’onde 
donnée est proportionnelle à la concentration en molécules absorbantes pour des cuves de 
mesures  d’absorbance  de  1cm  de  côté.  La  mesure  de  l’absorbance  d’une  gamme  de 
concentrations  de Blebbistatine  permet  de  connaître  le  facteur  de  proportionnalité  entre 
l’absorbance et  la concentration en Blebbistatine. La diffusion de  la Blebbistatine à travers 
les gels a été mesurée à partir de la densité optique des solutions contenant la Blebbistatine. 
De  grandes  cuves  fabriquées  en  Phytagel  et  en  Agarose  Low Melting  Point  1%  ont  été 
trempées  dans  une  solution  de  PBS  contenant  de  la  Blebbistatine  à  37°C.  24h  après,  la 
solution avait diffusé à l’intérieur des cuves. Les densités optiques des solutions contenues à 
l’extérieur et à l’intérieur des cuves ont été mesurées et comparées à une courbe étalon afin 
d’en déterminer les concentrations (Figure S2).  
 
9) Imagerie des sphéroïdes au SPIM 
a) Montage des échantillons 
Le montage des échantillons est effectué comme dans Desmaison et al. [181]. Brièvement, 
des cuves sont moulées avec du Phytagel à la concentration de 10g/L dans du PBS. Elles sont 
remplies de milieu et un sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry est déposé dedans pour l’imagerie 
en  SPIM.  Pour  contraindre  les  sphéroïdes,  les  cuves  sont  remplies  d’agarose  1%    encore 
liquide et contenant un sphéroïde. Les échantillons de sphéroïdes contraints sont préparés 
24h  avant  le  début  de  l’acquisition,  puis  immergés  dans  du  milieu  et  remis  dans  une 
atmosphère humide à 5% CO2 et à 37°C  jusqu’au moment d’imager.  Les  traitements  sont 
ajoutés  au  milieu  et  à  l’agarose  24h  avant  le  début  de  l’acquisition  concernant  les 
échantillons traités. 
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b) Acquisition en 3D et en temps réel 
Le montage du SPIM et l’imagerie en 3D et en temps réel sont effectués comme précisé dans 
Lorenzo et al. [179]. Brièvement, les cuves sont suspendues par une tige et immergées dans 
du milieu  (avec ou  sans  traitement)  contenu dans une  chambre physiologique.  L’imagerie 
des  sphéroïdes  en  temps  réel  n’est  pas  triviale  car  il  est nécessaire  au  préalable  de  bien 
régler  l’orientation et  la  localisation de  la  feuille de  lumière pour qu’elle soit placée sur  le 
plan focal de détection. Les mouvements des sphéroïdes dans les cuves peuvent compliquer 
l’imagerie  sur  de  longues  durées.  Les  sphéroïdes  sont  imagés  un  à  un  pour  des  durées 
maximales  de  4h. Des  stacks  de  170  à  300µm  depuis  la  périphérie  du  sphéroïde  vers  la 
profondeur, avec un pas de 1µm sont acquis toutes les 4 minutes en moyenne. 
 
10) Détermination des durées des étapes de la mitose des sphéroïdes imagés au SPIM 
Les  acquisitions  sont  préalablement  traitées  par  un  programme  Matlab  développé  par 
l’équipe de mathématiciens PRIMO à  l’ITAV, afin de réduire  les mouvements du sphéroïde 
imagé en  recalant  l’image en  x,  y et  z  après détection du  sphéroïde.  Les  fichiers TIF  sont 
ensuite  convertis  en  un  fichier  adapté  au  logiciel  d’analyse  d’images  en  3D,  Imaris.  Les 
cellules  mitotiques  sont  repérées  dans  les  sphéroïdes  par  les  changements  de  la 
morphologie de l’ADN. Chaque cellule mitotique repérée est individuellement suivie dans le 
temps. Les temps de début de condensation, d’établissement de la plaque métaphasique et 
d’anaphase sont  relevés pour en déduire  les durées de prométaphases et de métaphases. 
Les  analyses  ont  été  effectuées  sur  14  sphéroïdes  provenant  de  7  expériences 
indépendantes  concernant  les  sphéroïdes  contrôles et  contraints non  traités, et  sur 3 à 6 
sphéroïdes provenant d’au moins 2 expériences indépendantes pour les conditions traitées.  
 
11) Détermination de l’orientation de l’axe de division des mitoses au sein des 
sphéroïdes 
L’axe de division est déterminé par la droite passant par les deux pôles du fuseau mitotique. 
La plaque métaphasique s’établit sur un plan perpendiculaire à l’axe du fuseau mitotique et 
donc à  l'axe de division. Aucun mouvement de rotation de  l’axe de division n'étant visible 
entre  la métaphase  et  l'anaphase  sur  les  séquences  étudiées,  l’axe  de  division  est  défini 
comme étant l'axe perpendiculaire au plan de  la plaque métaphasique au temps précédent 
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l’anaphase  (Figure  46C).  L'organisation  des  chromosomes  au  niveau  de  la  plaque 
métaphasique occupe un ellipsoïde plein, aplati et homogène (Figure 46A). La création d’une 
surface  correspondant  à  chaque  plaque métaphasique  est  effectuée  à  partir  du  logiciel 
Imaris  (Bitplane).  De  ces  surfaces  sont  extraits  le  centre  de  masse  et  les  3  axes  des 
ellipsoïdes  correspondants.  Un  ellipsoïde  est  caractérisé  par  trois  axes  d’orientations 
perpendiculaires et de longueurs différentes (Figure 46B). Au niveau de l'ellipsoïde défini par 
la  plaque  métaphasique,  les  deux  axes  les  plus  longs  sont  ceux  qui  déterminent 
systématiquement le plan de la plaque métaphasique. L’axe perpendiculaire aux précédents 
est le plus court , il correspond à l’axe d’aplatissement et il est orienté dans le sens de l’axe 
de division, le long de la droite fictive liant les deux pôles du fuseau. L’orientation de cet axe 
indique donc l’orientation de l’axe de division de la mitose.  
L'orientation de l’axe de division des mitoses au sein du sphéroïde est mesurée par rapport à 
la  tangente à  la surface du sphéroïde, au point à  la surface  le plus proche de  la cellule en 
mitose (Figure 47A). Pour obtenir ce référentiel, un programme Matlab a été développé par 
le Dr. Pierre Weiss, un mathématicien de  l’équipe PRIMO  (ITAV/CNRS USR3505, Toulouse, 
France). Le programme repose sur un algorithme d’analyse de  l’orientation des noyaux par 
rapport  à  leur  position  dans  le  sphéroïde.  L’algorithme  se  décompose  en  2  parties 
principales décrites dans les paragraphes ci‐dessous. L’utilisateur fournit : 
‐ une image 3D de sphéroïde, 
‐ une  liste d’ellipsoïdes correspondant aux plaques métaphasiques  repérées dans  les 
sphéroïdes 
A partir de ces données, l’algorithme : 
‐ 1/ extrait l’enveloppe du sphéroïde, 
‐ 2/ trouve pour chaque centre d’ellipsoïde le point de l’enveloppe le plus proche, 
‐ 3/  compare  la  normale  à  l’enveloppe  en  ce  point  et  l’orientation  de  l’ellipsoïde 
déterminée par le vecteur propre associé à la plus petite valeur propre de la matrice 
définissant l’ellipsoïde. 
L’extraction de  l’enveloppe du  sphéroïde  est une  tâche  simple mais non  triviale  car dans 
certaines  expériences,  tous  les  noyaux  ne  sont  pas marqués  et  la  qualité  d’imagerie  en 
profondeur est généralement mauvaise. L’algorithme suivant semble robuste, rapide et bien 
adapté à la problématique de l’analyse de la géométrie des sphéroïdes. 
‐ L’image est d’abord débruitée avec une convolution par une gaussienne 
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‐ Elle  est  ensuite  seuillée  pour  obtenir  une  image  binaire  approchant  la  forme  de 
l’enveloppe.  Cette  approximation  est  cependant  grossière  car  certains  noyaux  ne 
sont pas marqués. 
‐ Cette  forme  est  régularisée  en  trouvant  son  enveloppe  convexe  (le  polyhèdre 
convexe le plus petit qui contient tous les points de l’image binaire). Cette opération 
retourne une triangulation.  
Pour détecter le point le plus proche à l’enveloppe, la projection du centre de l’ellipsoïde est 
calculée sur tous  les plans contenant  les  faces de  la triangulation. On peut ainsi trouver  le 
triangle qui est à la distance la plus courte du centre. La normale à ce triangle est calculée et 
comparée à l’axe le plus petit de l’ellipsoïde approchant le noyau.  
 
En sortie, le programme indique la distance de la mitose à la surface, et l’orientation de l’axe 
de division par rapport à la normale à la surface. En retranchant 90° à cette orientation, on 
obtient  une  orientation  par  rapport  à  la  tangente  à  la  surface.  Le  programme  fournit 
également  un  stack  comportant  l’enveloppe  du  sphéroïde,  le  point  à  la  surface  le  plus 
proche et  le segment qui  joint ce point à  la mitose. En superposant ce stack avec celui du 
sphéroïde (Figure 47B‐D), il est possible vérifier que la mitose a été bien localisée, et que la 
coque  a  été  bien  définie.  Comme  les  acquisitions  n’ont  pas  été  faites  sur  l’ensemble  du 
sphéroïde, il arrive que le point S ne corresponde pas à un point de la surface du sphéroïde, 
mais  à  une  zone  tronquée  par  l’acquisition.  Le  stack  fourni  par  le  script  permet  aussi  de 
vérifier ce paramètre. Toutes ces précautions assurent que la distance et l’angle évalués par 
le  script  sont  exacts.  Seules  les  valeurs  parfaitement  correctes  ont  été  incluses  dans  les 
résultats, ce qui explique que leur nombre soit restreint. Une valeur d’orientation proche de 
0°  signifie  que  la  cellule  se  divise  parallèlement  à  la  surface. A  l’inverse,  une  orientation 
proche de 90° signifie que la cellule se divise perpendiculairement à la surface. Par souci de 
simplification,  l’orientation  par  rapport  à  la  tangente  à  la  surface  a  été  simplifiée  en 
orientation par rapport à la surface. 
 
12) Détermination de l’organisation des noyaux au sein des sphéroïdes 
L’idée  principale  du  programme  consiste  à  décrire  le  sphéroïde  comme  un  continuum : 
plutôt que de chercher les propriétés individuelles de chaque cellule, on décrit des quantités 
continues  telles  que  des  densités  de  cellules,  une  orientation  préférentielle  ou  une 
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anisotropie  locale.  Dans  les modèles mathématiques  issus  de  la mécanique  des milieux 
continus, on considère le sphéroïde non pas comme un ensemble de cellules discrètes mais 
plutôt comme un fluide continu avec des propriétés mécaniques définies en chaque point de 
l’espace  [280].  Cette  vision  des  choses  permet  de  construire  des  algorithmes  d’analyse 
automatisée  d’image  très  différents.  Dans  ce  travail  nous  avons  utilisé  des  algorithmes 
simples,  robustes  et  rapides  reposant  sur  les  tenseurs  de  structure  [281].  Des  coupes  à 
congélation  de  sphéroïdes  dont  les  noyaux  ont  été  marqués  au  DAPI  sont  analysées. 
Brièvement, le programme est divisé en trois étapes : 
‐ 1/  segmentation  de  la  frontière  du  sphéroïde  par  recherche  d'une  enveloppe 
convexe, 
‐ 2/ calcul du tenseur de structure. Le tenseur de structure est un outil qui permet de 
déterminer l'orientation locale de champs d'ellipses (2D) ainsi que leur anisotropie (le 
rapport entre  le petit et  le grand axe). Le tenseur de structure renvoie une matrice 
2x2 en chaque pixel ou voxel de  l'image. Le vecteur propre associé à  la plus grande 
valeur  propre  de  cette  matrice  indique  l'orientation  locale  de  l'image.  Pour  un 
champs d'ellipses, cette orientation est l'orientation du grand axe. 
‐ 3/ L'orientation  locale des noyaux est assimilée au vecteur propre associé à  la plus 
grande valeur propre des tenseurs. Cette orientation  est alors comparée en chaque 
point du sphéroide avec la normale de la surface au point le plus proche. 
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Film 2 : Film d’un sphéroïde qui a subi une incision perpendiculairement au mur passant par 
le milieu du sphéroïdes. Le bord incisé est le bord supérieur, qui se rétracte rapidement suite 
à l’incision. Le film démarre 10 secondes après l’incision et une photo est prise toutes les 20 
secondes pendant 30 minutes. 
Film  3  :  Film  d’un  sphéroïde  HCT116‐H2B‐mCherry.  Chaque  temps  correspond  à 
l’aplatissement maximal de l’ensemble des images acquises en profondeur dans le sphéroïde 
au temps correspondant. Cette représentation donne une idée de la dynamique des noyaux 
au  sein du  sphéroïde  au  cours du  temps. On peut également  y  repérer quelques mitoses 
(flèches). 
Film 4 : Film d’une représentation 3D obtenue sous  Imaris, de deux mitoses appartenant à 
un sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry contrôle, extrait d’une acquisition comparable à celle du 
film 1. On peut facilement repérer, pour chacune d’elles,  la condensation de  l’ADN,  la mise 
en place de la plaque métaphasique, et l’anaphase. 
Film5  :  Film  d’un  sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry  contraint  dans  de  l’agarose  1%  depuis 
24h.  Chaque  temps  correspond  à  l’aplatissement  maximal  de  l’ensemble  des  images 
acquises en profondeur dans le sphéroïde au temps correspondant. Les flèches indiquent les 
mitoses repérables. 
Film 6 : Film d’une représentation 3D obtenue sous  Imaris, d’une mitose appartenant à un 
sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry contraint dans de l’agarose 1% depuis 24h, et extrait d’une 
acquisition comparable à celle du film 3. A nouveau, on peut facilement repérer  les étapes 
de condensation de l’ADN, de mise en place de la plaque métaphasique, et d’anaphase. On 
peut  toutefois  y  noter  une  conformation  des  chromosomes  en  rosace  qui  perdure  assez 
longuement entre la condensation de l’ADN et l’établissement de la plaque métaphasique. 
Film 7 : Film d’un sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry traité à la Blebbistatine et contraint dans 
de  l’agarose  1%  depuis  24h.  Chaque  temps  correspond  à  l’aplatissement  maximal  de 
l’ensemble des  images acquises en profondeur dans  le sphéroïde au temps correspondant. 
Les flèches indiquent les mitoses repérables.  
Film 8 : Film d’une représentation 3D obtenue sous  Imaris, de deux mitoses appartenant à 
un  sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry  traité à  la Blebbistatine et contraint dans de  l’agarose 
1% depuis 24h, et extrait d’une acquisition comparable à celle du film 5. 
Film  9  :  Film  d’un  sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry  traité  à  la  Latrunculine A  et  contraint 
dans de  l’agarose 1% depuis 24h. Chaque  temps correspond à  l’aplatissement maximal de 
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l’ensemble des  images acquises en profondeur dans  le sphéroïde au temps correspondant. 
Les flèches indiquent les mitoses repérables. 
Film 10 : Film d’une représentation 3D obtenue sous Imaris, de deux mitoses appartenant à 
un sphéroïde HCT116‐H2B‐mCherry traité à la Latrunculine A et contraint dans de l’agarose 
1% depuis 24h, et extrait d’une acquisition comparable à celle du film 7. 
Film 11 :  
(A)  Film  de  la  progression  en mitose  d’une  cellule  de  sphéroïde  contrôle  non  traité  en 
représentation 3D . 
(B) Film identique au (A) mais pour lequel la surface créée est superposée à la fluorescence 
de la cellule.  
Film  12  :  Film  d’un  sphéroïde  HCT116‐H2B‐mCherry  contrôle  traité  à  la  Blebbistatine. 
Chaque temps correspond à l’aplatissement maximal de l’ensemble des images acquises en 
profondeur  dans  le  sphéroïde  au  temps  correspondant.  Les  flèches  indiquent  les mitoses 
repérables. Les flèches blanches indiquent les mitoses proventant de cellules mononucléées 
et achevant une division bipolaire.  Les  flèches oranges  indiques  les mitoses provenant de 
cellules binucléées. Les flèches vertes indiques les mitoses multipolaires.  
Film 13 : Film d’une représentation 3D obtenue sous Imaris, de deux mitoses appartenant à 
un  sphéroïde  HCT116‐H2B‐mCherry  contrôle  traité  à  la  Blebbistatine,  et  extrait  d’une 
acquisition  comparable  à  celle  du  film  9.  Les  deux  mitoses  proviennent  d’une  cellules 
binucléées chacune. L’une des deux achève une division bipolaire, alors que  l’autre achève 
une mitose tripolaire. 
Film  14  :  Film  d’un  sphéroïde  HCT116‐H2B‐mCherry  contrôle  traité  à  la  Latrunculine  A. 
Chaque temps correspond à l’aplatissement maximal de l’ensemble des images acquises en 
profondeur dans  le  sphéroïde au  temps correspondant. Les  flèches blanches  indiquent  les 
mitoses proventant de cellules mononucléées et achevant une division bipolaire. Les flèches 
oranges  indiques  les mitoses provenant de cellules binucléées. Les  flèches vertes  indiques 
les mitoses multipolaires. 
Film 15 : Film d’une représentation 3D obtenue sous Imaris, de deux mitoses appartenant à 
un  sphéroïde  HCT116‐H2B‐mCherry  contrôle  traité  à  la  Latrunculine  A,  et  extrait  d’une 
acquisition  comparable  à  celle  du  film  11.  Une  des  divisions  est  bipolaire  et  l’autre  est 
tripolaire, provenant probablement d’une cellule binucléée. 
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Figure S1 : Arrondissement
des cellules mitotiques
(A) Image prise au microscope
biphotonique d’une coupe à
congélation d’un sphéroïde
contraint dont les jonctions
E‐Cadhérine E‐Cadhérine/ADN/H3PA
intercellulaires (E‐Cadhérine,
vert), l’ADN (DAPI, bleu) et la
cellule mitotique (H3P, rouge)
ont été marqués. Le tracé du
contour cellulaire d’après ce
type d’images permet
p<0.0001 p=0.0003
B
d’extraire l’aire et la circularité
des cellules mitotiques.
(B) Graphes représentant les
aires (gauche) et les
circularités (droite) des
cellules mitotiques des
sphéroïdes contrôle (bleu) et
des sphéroïdes contraints
(agarose, rouge), mesurées
d’après des images telles que
celle présentée en (A).
AgaroseContrôle AgaroseContrôle
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Figure S2 : Analyse de la diffusion de la Blebbistatine à travers les gels
(A) Spectre d’absorption de la Blebbistatine en fonction de la longueur d’onde, pour deux
concentrations de Blebbistatine (5 et 20µM).
(B) Graphe de l’absorbance de la Blebbistatine à 424nm en fonction de la concentration. La droite
est linéaire car l’absorbance A est proportionnelle à la concentration C dans les conditions de
mesure utilisées (A= ε x C). Grâce à cette courbe étalon, nous pouvons connaitre ε et déduire des
absorbances mesurées les concentrations des solutions.
(C) Protocole suivi pour vérifier la diffusion de la Blebbistatine à travers l’agarose et le phytagel. J’ai
fait tremper des cuves en agarose et phytagel dans une solution de Blebbistatine pendant 24h à
37°C, puis j’ai comparé les absorbances des solutions à l’extérieure des cuves avec celles
intérieures aux cuves.
(D) Graphe présentant le rapport des concentrations déduites des absorbances entre l’extérieur et
l’intérieur des cuves en agarose (A) et en phytagel (P).
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Figure S3 : Durée des étapes de la mitoses pour toutes les conditions de croissance des
sphéroïdes
Graphe représentant les durées (+/‐ déviation standard) de la prométaphase (Promet), de la
métaphase (Met) et de la prométaphase et métaphase cumulées (P+M) pour les mitoses des
sphéroïdes contrôles (bleu) ou contraints (rouge) qu’ils soient non traités (NT, fond blanc) ou
traités avec la Blebbistatine (Blebbi, fond vert) ou avec la Latrunculine A (LatA, fond violet). Chaque
point représente une mitose.
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Figure S4 : Méthode de mesure de l’orientation des tenseurs d’organisation
A partir de l’intensité de fluorescence des noyaux détectés sur coupe (A), des gradients sont
déterminés et représentés sous la forme de vecteurs (B). L’image sera découpée en aires (C,
cercles oranges) dont la taille est déterminée par l’expérimentateur. La moyenne d’orientation
des vecteurs est déterminée pour chacune de ces aires et correspond au tenseur d’orientation
(D) Ces derniers reflètent l’organisation des noyaux au sein des sphéroïdes. .
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ABREVIATIONS 
2D : 2 dimensions 
3D : 3 dimensions 
AFM : Atomic Force Microscopy 
APC/C : Anaphase Promoting Complex/Cyclosome 
ATP : Adenosine‐5'‐triphosphate 
ATR : Ataxia Telangiectasia and Rad3‐Related protein  
Blebbi : Blebbistatine 
Bub1/3 : Budding Uninhibited by Benzimidazoles 
BubR1 : Bub‐related kinase‐1 
C : Central Area 
Cdc20 : Cell Division Cycle 20 
Cdk2 : Cyclin‐dependent Kinase 2 
CENP‐E : Centromere‐associated protein E 
Chfr : Checkpoint with FHA and Ring finger domain 
CTL : contrôle 
DMEM : Dubelco’s Modified Eagle’s Medium 
ECM : Extracellulair Matrix 
EdU : 5‐ethynyl‐29‐deoxyuridine 
FAK : Focal Adhesion Kinase 
FDA : Food and Drug Administration 
Fucci : Fluorescent Ubiquitination‐based Cell Cycle Indicator 
H3P : Histone 3 Phosphorylée 
KLP3A : Kinesin‐Like‐Protein‐at‐3A 
LatA : Latrunculine A 
LATS : Large Tumor Suppressor protein 
LOX : Lysyl Oxydase 
Mad 1/2 : Mitotic Arrest Deficient 
MAPK : mitogen‐activated proteins kinases 
MCAK : Mitotic Centromere‐Associated Kinesin 
MCC : Mitotic Checkpoint Complex  
MCTS : MultiCellular Tumor Spheroids 
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MEC : Matrice Extracellulaire 
Met : Métaphase 
NRK : Normal Rat kidney Epithelial cells 
NT : Non traité 
P : Peripheral area 
P+M : Prométaphase et Métaphase cumulées 
Pa : Pascal 
PARP‐C : Poly ADP‐Ribose Polymerase ‐Clivée 
PDMS : Polydiméthylsiloxane 
pH3 : Phosphorylated Histon 3 
PolyHema : Poly(2‐hydroxyethyl methacrylate) 
Promet : Prométaphase 
Rcc : Rapport “Contraint sur Contrôle” 
ROCK : Rho‐associated protein kinase 
RPE1 : Retinal Pigment Epithelial cell line 
RSV : Rous Sarcoma Virus 
SAC : Spindle Assembly Checkpoint 
SPIM : Single Plane Illumination Microscopy 
Src : Sarcoma 
VHL : Von Hippel–Lindau 
YAP : Yes‐associated protein 
 
Impact of mechanical stress on cell division: 
study in a multicellular tumor spheroid model 
Annaïck DESMAISON 
 
A  tumor  micro‐region  consists  of  a  heterogeneous  cancer  cell  population  organized  in  a  3D 
structure in which cell growth is influenced by interaction with the microenvironment. Changes in 
mechanical  homeostasis  within  tissues  are  observed  during  tumor  growth,  leading  to  high 
pressure and tension forces within the growing tumor. Those changes in mechanical properties of 
the  microenvironment  participate  to  tumor  development  by  influencing,  amongst  others, 
proliferation and migration of tumor cells. One important aspect of the control of proliferation is 
the  regulation of  the cell cycle. Many  studies   have demonstrated  that mitosis progression,  the 
division process of cell cycle, is not only biochemically regulated, but also mechanically regulated. 
However, the impact of mechanical cues on mitotic progression has essentially been documented 
using 2D monolayer‐based models and very little is known about the consequences of mechanical 
stress on cell division within tumors. 
In  this  context, my  goal was  to  investigate  the  impact  of mechanical  stress  on  cell  division  in 
MultiCellular  Tumor  Spheroids  (MCTS),  an  in  vitro model  that mimics  3D  cell  organization  and 
heterogeneity found in  tumor microregions in vivo.  
 
We first induced mechanical stress on MCTS by restricting their growth in a confined environment. 
We  demonstrated  that  mechanical  stress  impairs  cell  division.  The  study  of  the  dynamics  of 
mitosis progression within MCTS mechanically  constrained  in  agarose,  showed  that mechanical 
stress  induces a delay  in prometaphase. This delay may be due  to a  transient defect  in  spindle 
assembly, and possibly  implies actin filament dynamics. This defect  in spindle assembly does not 
seem to  induce a preferential orientation deviation of the division axis of cells within spheroids. 
Futhermore,  we  showed  that  in  this  mechanical  stressed  condition,  drugs  destabilizing  the 
actomyosin cytoskeleton do not alter mitosis anymore, suggesting that signaling pathways could 
be activated and avoid aberrant mitosis progression. 
 
Altogether  these  results  suggest  that mechanical  stress  induced by progressive  confinement of 
growing spheroid could slow down mitotic progression. However, a defect  in mitosis progression 
could  lead  to  chromosomes missegregation,  responsible  for  increased  genomic  instability  and 
cellular  heterogeneity.  This  genetic  heterogeneity  characteristic  of  tumors  is  one  of  the major 
reasons  for the  limited efficiency of current  therapeutic strategies. Mechanical stress might also 
induce  the activation of  specific pathways able  to bypass  the effect of certain drugs. This  study 
paves  the  way  for  future  research  to  a  better  understanding  of  the  tumor  cell  response  to 
mechanical  cues  similar  to  those  encountered  during  in  vivo  tumor  development.  It  could 
contribute  to  defining  important  characteristics  of  mechanical  parameters  of  tumor  on  drug 
efficiency and  open new perspectives in anti‐tumor therapy. 
 
Impact des contraintes mécaniques sur la division cellulaire : Analyse dans un 
modèle tumoral multicellulaire en 3 dimensions : le sphéroïde 
Annaïck DESMAISON 
 
Directeurs de thèse : Ducommun Bernard et Lobjois Valérie 
 
Une  tumeur est une  structure hautement organisée en 3D,  intégrant des  relations entre  les 
cellules et avec son environnement. Le remodelage de l’environnement par la tumeur et sa croissance 
dans  un  environnement  restreint  induisent  un  déséquilibre  de  l’homéostasie  tissulaire  et 
l'accumulation d'un stress mécanique au niveau de la tumeur. Il a été montré que ce stress mécanique 
est un paramètre  important du développement tumoral qui  influence, entre autre,  la migration et  la 
prolifération des cellules tumorales. Un des aspects majeurs du contrôle de  la prolifération cellulaire 
est la régulation du cycle cellulaire. De nombreuses études montrent que le déroulement de la mitose, 
étape de division du  cycle  cellulaire, est  régulée par  les propriétés mécaniques de  l'environnement 
cellulaire.  Cependant,  l’impact  des  contraintes  mécaniques  sur  la  progression  en  mitose  a 
essentiellement été étudié sur des modèles de culture en monocouche et  les conséquences  induites 
sur le développement tumoral sont encore méconnues. 
Dans ce contexte,  l'objectif de mes travaux est d'étudier  l’impact des contraintes mécaniques 
sur  la division  cellulaire, dans un modèle  tumoral multicellulaire 3D,  le  sphéroïde. Ce modèle mime 
l’organisation  multicellulaire  et  l’hétérogénéité  cellulaire  telles  qu’elles  existent  in  vivo  dans  des 
microrégions tumorales. 
Afin  de  mimer  un  environnement  confiné,  des  microsdispositifs  ont  été  fabriqués  pour 
restreindre la croissance et contraindre mécaniquement les sphéroïdes. Ces conditions expérimentales 
nous ont permis de démontrer que la contrainte mécanique altère la division des cellules au sein des 
sphéroïdes.  L’étude  de  la  dynamique  de  progression  en mitose  de  sphéroïdes  contraints  dans  un 
dispositif en agarose adapté à l'imagerie en temps réel, a révélé un délai en prométaphase induit par la 
contrainte mécanique, probablement du à un défaut transitoire de mise en place du fuseau bipolaire 
et impliquant le cytosquelette d’actomyosine. Ce défaut ne semble pas induire un défaut d’orientation 
préférentiel de  l’axe de division observé dans  les  sphéroïdes. De plus,  ces  résultats montrent qu'en 
condition  de  croissance  en  présence  d'un  stress  mécanique,  des  traitements  déstabilisant  le 
cytosquelette  d’actomyosine  n'induisent  pas  d'altération  de  la mitose,  suggérant  que  des  voies  de 
signalisation permettant d’éviter les erreurs de progression en mitose soient activées.  
  L’ensemble de ces  résultats  suggèrent que  la contrainte mécanique  induite par  la croissance 
progressive  des  sphéroïdes  dans  un  environnement  confiné  ralentit  la  progression  en mitose.  Ce 
ralentissement  peut  être  responsable  d’erreurs  de  ségrégations  des  chromosomes  induisant  une 
augmentation  de  l’instabilité  génétique  et  une  hétérogénéité  cellulaire.  Cette  hétérogénéité  est 
caractéristique  des  tumeurs  et  souvent  responsable  de  l’efficacité  limitée  des  stratégies 
thérapeutiques actuelles.  Les  travaux  réalisés viennent enrichir  les  connaissances de  la  réponse des 
cellules tumorales à leur environnement mécanique tel qu’il existe in vivo et ses conséquences sur le 
développement  tumoral.  Il permet aussi d’identifier  les caractéristiques  importantes des paramètres 
mécaniques  à  prendre  en  compte  pour  définir  l’efficacité  des  traitements,  et  ouvre  de  nouvelles 
perspectives de thérapies antitumorales. 
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